Introducción

El arroz tiene la particularidad evolutiva de ser semi-acuático y convencionalmente está creciendo bajo inundación continua durante la mayor parte de su ciclo de crecimiento. Por lo tanto, tiene relativamente pocas adaptaciones a las condiciones de agua limitada y es extremadamente sensible a la sequía (Kamoshita et al., 2008). El arroz necesita gran cantidad de agua, cuya escasez tiene una influencia negativa sobre el crecimiento de la planta y el rendimiento (Vallino et al., 2009). Sin embargo, aproximadamente la mitad de la superficie de arroz en el mundo no tienen agua suficiente para mantener condiciones de inundación y el rendimiento se reduce en cierta medida por la sequía. Incluso el estrés por sequía intermitente en las etapas críticas puede resultar en una considerable reducción del rendimiento y el fracaso de los cultivos (Bernier et al., 2008). De hecho, la sequía es una limitación importante para la producción de arroz en los ecosistemas de secano. Evenson et al., (1996) estimaron que 18 millones de toneladas anuales o el 4% de la producción total de arroz se pierde por la sequía, que ha sido valorado de forma conservadora por los EE.UU en 3,6 mil millones dólares. No es simplemente la falta de agua que reduce el potencial de rendimiento, sino también el calendario y la duración de la sequía relacionada con los procesos fenológicos (Jongdee et al., 2002).

Una forma posible de aumentar la producción de arroz para satisfacer la demanda de crecimiento de la población es mejorar la tolerancia a la sequía en el arroz por medio de la simbiosis MA. Afortunadamente, se ha demostrado que la simbiosis de micorrizas arbusculares (MA) puede proteger a las plantas hospederas contra los efectos perjudiciales del déficit de agua (Augé, 2001, 2004, Ruiz-Lozano, 2003, Ruiz-Lozano et al., 2008). Los estudios realizados hasta la fecha, han sugerido varios mecanismos por los que la simbiosis MA puede aliviar la sequía en las plantas hospederas. Los más importantes son: la absorción directa y la transferencia de agua a través de las hifas fúngicas a la planta huésped (Hardie, 1985; Ruiz-Lozano y Azcón, 1995), cambios en las propiedades de retención de agua del suelo (Augé et al., 2001), mejor ajuste osmótico de las plantas MA (Augé et al., 1992, Ruiz-Lozano et al., 1995a; Kubikova et al., 2001), la mejora del intercambio de gases en la planta y uso eficiente del agua (Augé et al., 1992, Ruiz-Lozano et al., 1995a, b), así como la protección contra el daño oxidativo generado por la sequía (Ruiz-Lozano et al., 2001; Porcel et al., 2003; Porcel y Ruiz-Lozano, 2004). Este último mecanismo, se ha reconocido como crucial (Ruiz-Lozano, 2003) ya que muchas de las reacciones degenerativas están asociadas con varias tensiones ambientales, incluidos los déficit de agua, que da lugar a la producción de especies reactivas de oxígeno (ROS) en las plantas, causando, por lo tanto, un estrés oxidativo adicional. El oxígeno ROS término genérico, que abarca no sólo los radicales libres como el superóxido (O2-) y radicales hidroxilo, sino también H2O2. Aunque generalmente se asume que el oxígeno singlete y radicales hidroxilo son tan reactivos que su producción debe reducirse al mínimo (Jakob y Heber, 1996), O2- y H2O2 se sintetizan en tasas muy elevadas incluso en condiciones óptimas (Noctor y Foyer, 1998). La principal toxicidad de O2- y H2O2 se cree que residen en su capacidad para iniciar reacciones en cascada que se traducen en la producción de radicales hidroxilo. Estos radicales (y sus derivados) se encuentran entre las especies más reactivas conocidas en la química, capaz de reaccionar de manera indiscriminada para causar un daño oxidativo a las biomoléculas, tales como la peroxidación lipídica, la desnaturalización de las proteínas y las mutaciones del ADN (Halliwell y Gutteridge, 1989). 

La mejora de la tolerancia al estrés suele estar relacionado con la mejora del contenido de compuestos antioxidantes en las plantas. Dada la toxicidad de ROS, las plantas necesitan disponer de sistemas adecuados de desintoxicación en el lugar que permita la eliminación rápida de estos compuestos. Estos sistemas incluyen varias enzimas antioxidantes y compuestos enzimáticos como el ascorbato, glutation, los flavonoides, carotenoides y tocoferoles (Ma et al., 2008). Entre estos compuestos no enzimáticos, el glutation y ascorbato son metabolitos esenciales que regulan las funciones principales de células y desempeñan un papel fundamental en la defensa antioxidante (Noctor y Foyer, 1998). El ascorbato es un sustrato importante para la desintoxicación reductora de H2O2 en las plantas. El H2O2 generado directamente o después de la conversión de superóxido dismutasa de otras especies ROS es inicialmente degradado a H2O por peroxidasas de ascorbato utilizando ascorbato como donante de electrones. El resultado de la corta duración monodehydroascorbato radical dismutasa a ascorbato y deshidroascorbato, que a su vez se reduce por deshidroascorbato en glutation reductasa, como donante de electrones (Noctor y Foyer, 1998). Por ultimo el glutation oxidado pasa a glutation reducido de nuevo con los electrones liberados de NADPH en una reacción catalizada por la glutation reductasa. Así, se acumulan y forman compuestos antioxidantes que se utilizan a menudo como un indicador de la capacidad que tienen las plantas para tolerar condiciones ambientales que conducen a estrés oxidativo (Noctor y Foyer, 1998).

Las plantas de arroz forman asociaciones micorrizas en condiciones de secano, pero bajo condiciones de inundación la infección es difícil debido al medio ambiente anóxico (Ilag et al., 1987). Sin embargo, algunos informes han revelado la colonización bajo condiciones de inundación (Secilia y Bagyaraj, 1994a, b; Solaiman y Hirata, 1996). Sin embargo, en la literatura, hay pocos ejemplos de estudios que proporcionen una visión general de la colonización en las raíces del arroz y todavía no existe un panorama claro de cómo la asociación puede ser explotado para beneficio del rendimiento de los cultivos en condiciones ambientales adversas.
Revisión Bibliográfica.

1.3. El cultivo del Arroz.

1.3.1. Origen del arroz.

El Arroz (Oryza sativa L.), es uno de los cultivos alimenticias más antiguas; se hace difícil determinar con exactitud la época en la que el hombre comenzó a cultivarla, incluso no se ha podido precisar si antes o después del trigo, en la literatura china, se hace mención 3000 años a.n.e., a la ceremonia de la siembra, la cual sólo el emperador tenía el privilegio de presidir (Angladette, 1969). Otros autores comparten evidencia que sugiere al arroz como el primer cultivo domesticado por el hombre, en la cuenca del río Yangtsé hace 3000 años atrás (Lu et al., 2002).

1.3.2. Estado del arte en el mundo e importancia del arroz.
La importancia del cultivo del arroz, está estrechamente relacionada con la demanda de este cereal a escala mundial, prácticamente se produce en todas las regiones del mundo y de una forma u otro se consume. Según Khush (2003) este aporta el 23 % de toda la caloría que se consume en los alimentos. 
El arroz es el cultivo alimentario más importante del mundo, según informes de la FAO (2011), porque un tercio de la humanidad, dependen de este cereal para más de la mitad de su alimentación. En Asia Tropical y en los países densamente poblados más de los dos tercios de las calorías y más de la mitad de las proteínas de sus habitantes proceden del arroz, y ningún otro cultivo garantiza la nutrición de semejante magnitud de personas.

La cosecha de arroz es el principal cereal básico de la sub-región (Lejano oriente, Asia), que representa más del 50% del total y se pronóstica un volumen sin precedentes de 627 millones de toneladas, o sea, 2,1 por ciento más que la de 2009, debido principalmente a una recuperación de este cultivo en la India y Filipinas (FAO, 2010).

La demanda de la producción de arroz sigue en aumento debido al continuo crecimiento de la población mundial, se prevé llegar a unos 8 mil millones de habitantes en el 2030 y por tanto hay una necesidad de seguir aumentando la producción de arroz en un 40% en los próximos 20 años (Bernier et al., 2008). 

Por ser una planta que reúne tales propiedades alimenticias los colonizadores españoles vieron en ella una fuente barata para la nutrición de las dotaciones de esclavos, los que se encargaron de transmitir a la población cubana el hábito de consumo que aún hoy se mantiene, siendo uno de los principales consumidores de arroz en América Latina, con un per cápita aproximado de 72 kg/año, lo que eleva la demanda nacional a 450 mil t anuales (Gonzáles, 2011). 

La FAO en su informe anual del 2011 reporta que el precio del arroz (618 USD/toneladas arroz blanco o consumo), sigue una tendencia superior al del trigo y los demás cereales secundarios desde el año 2008, además de un incremento en el consumo del arroz en un 4 % con respecto al trigo, situación que nos hace pensar que el arroz es el alimento más importante para el consumo humano. 

El alza reciente de los precios internos del arroz se vio impulsada por una oferta menor, debido a los esfuerzos del los Gobierno por reducir la superficie plantada con arroz para economizar agua de riego, además de los precios del petróleo FAO (2010).

Según la FAO (2010) la producción de arroz se cifra en 466 millones de toneladas, un 2,3 por ciento más que en 2009. Entre los cereales principales (trigo, arroz y maíz), se pronostica que la utilización mayor en términos porcentuales corresponderá al arroz, pero también debería aumentar el uso del trigo y de los cereales secundarios. Lo más importante es que el aumento del consumo humano de cereales probablemente supere un poco el ritmo del crecimiento demográfico, lo que daría lugar a un ligero aumento del consumo humano de cereales per cápita alrededor de 153 kilogramos por año (FAO, 2010).

La producción de arroz se enfrenta a retos del calentamiento global, la escasez de agua y otros factores que limitan la capacidad de los agricultores a sembrar la cosecha (Krishnan y Surya Rao 2005; Bouman et al., 2007; Krishnan et al., 2007; Ainsworth, 2008). La sequía se ha convertido en el mayor obstáculo para la producción de arroz, con más de 25 millones de hectáreas afectadas en Asia según Yuqin et al., (2009).
1.3.3. La producción actual del arroz en Cuba.
La producción arrocera en Cuba esta organizada por el Grupo Agroindustrial Arrocero (GAIA), quién agrupa grandes complejos agroindustriales conformando el Sector Especializado (Empresas Estatales), donde se producen más de 127 000 t de arroz en 104 860 ha de suelo, distribuidas en ocho zonas arroceras en igual número de provincias; también el GAIA orienta y controla por otros mecanismos el Sector Cooperativo Campesino, integrado por más de 200 000 productores, los que en la actualidad cubren la tercera parte del consumo nacional, en este último sector se aplica la tecnología de trasplante en más del 93 % de sus áreas (Gonzáles, 2011), con lo cual se garantizan rendimientos más altos con menos insumos productivos.

Por la información que se dispone los productores cubanos distan mucho de los rendimientos que se logran en otras regiones del mundo, donde se aplican las mismas tecnologías de producción y se emplean variedades con similares características, lo que está motivado según el MINAG (2009) por muchas causas; incumplimiento de lo establecido en los Instructivos Técnicos del Cultivo del Arroz (indisciplinas tecnológicas); pérdida de la productividad de los suelos; mala aplicación de la tecnología del transplante; carencia de indicaciones técnicas específicas para las diferentes condiciones edafoclimáticas, donde se produce arroz por el sector no especializado; insuficiente disponibilidad de agua para enfrentar las campañas de siembra.

En Cuba, la cosecha de arroz en 2010, descendió aproximadamente un 4 por ciento comparada con la de 2009, como consecuencia de la sequía, pero aún así superará en un 20 por ciento el nivel medio de los cinco años anteriores (FAO, 2010).

Es objetivo importante la reducción del consumo de agua, debido a la gran necesidad que tiene este cultivo en comparación otros (Feng et al., 2007). A nivel mundial, el monto anual de recursos hídricos para la agricultura está disminuyendo debido a la creciente competencia de desarrollo industrial y urbano. La escasez del recurso agua dulce en los principales productores de arroz del mundo, como China y la India sea han visto amenazados para cultivarlo por inundación (Singh et al., 2006).

En Cuba, el cultivo de arroz se desarrolla en tres condiciones diferentes de manejo del agua (MINAG, 2005, 2008). La primera es, en condiciones de riego o aniego, que necesita suficiente disponibilidad de agua para garantizar una lámina al cultivo en toda o en gran parte de su ciclo. La segunda es, el arroz de secano dependiente de las precipitaciones durante todo su ciclo de vida, que exige como promedio aproximado 200 mm de agua por mes y es importante tanto la cantidad como la frecuencia de las lluvias. Bajo estas condiciones, el cultivo sufre la falta de agua a lo largo de su ciclo cuando no existen abundantes precipitaciones ni fuente estable de abasto de agua. Por último, el cultivo de arroz en condiciones de secano favorecido, también dependiente de las lluvias y que en ocasiones recibe abastecimiento de riego (MINAG, 2005, 2008).
De forma general, se conocen las principales fases del cultivo con mayor demanda de agua. Dentro de las más susceptibles, se encuentra la germinación, desde los 20 a 25 días antes de la floración y desde los 5 a 15 días después de iniciada la floración (García, 2009).

Aspectos de la fisiología en la planta de arroz 
En plantas de arroz se distinguen tres fases de desarrollo, las cuales tienen períodos de crecimiento definidos en cuanto a la diferenciación de la planta y los días de duración. Las fases son: vegetativa, reproductiva y la maduración (CIAT, 2005; FAO, 2012).

Según la FAO (2012) y González y Zamorano (2012) las etapas de crecimiento de la planta de arroz comienzan con la germinación hasta la madurez, transitando por diferentes fenofases (Tabla 1 y figura 1). La fase vegetativa (figura 1) se refiere al período desde la germinación hasta el macollaje. La fase reproductiva se refiere al período desde la iniciación de los primordios de la panoja hasta la floración y la etapa de la maduración se refiere al período desde la espigazón a la madurez.

Tabla 1. Fase y fenofase en el cultivo del arroz (FAO, 2012).
	Fases
	Etapa
	Descripción

	Vegetativa
	Germinación
	Desde la siembra hasta la emergencia del coleóptilo de la semilla

	
	Plántula
	Desde la emergencia del coleóptilo hasta la aparición de la quinta hoja (contando como primera hoja la primera hoja sin lámina)

	
	Macollaje o ahijamiento
	Desde la aparición del primer macollo hasta la iniciación de la panoja

	Reproducción
	Elongación y engrosamiento de la vaina
	Desde la iniciación de la panoja hasta su completo desarrollo dentro de la vaina de la hoja bandera

	
	Espigazón
	Desde la aparición de la punta de la panoja fuera de la vaina de la hoja bandera hasta más de 90% de emergencia de la panoja

	
	Floración
	Desde la primera floración hasta que se completa la floración de la panoja

	Maduración
	Estado lechoso
	El cariópside desde estado acuoso a lechoso

	
	Estado pastoso
	El cariópside desde estado de masa blanda a dura

	
	Maduración
	Maduración de más del 80% de las espiguillas en la panoja. El cariópside está completamente desarrollado en tamaño, duro y sin tonalidades verdosas


Es de interés profundizar en el conocimiento de las bases fisiológicas relacionadas con el aumento del rendimiento y de los procesos limitantes de la productividad de las variedades en condiciones semi-controladas con diferentes disponibilidades de agua.
La duración de la fase vegetativa depende de diferentes factores, y entre ellos se encuentra la disponibilidad de agua en el suelo. En Cuba, se ha encontrado que en el arroz cultivado durante la época de siembra poco lluviosa en condiciones de aniego desde la siembra hasta el cambio de primordio y hasta el 50 % de floración, la duración de la fase vegetativa ha sido de 62 días en variedades de ciclo corto, y de 75 días en variedades de ciclo medio (García, 2009).

[image: image1.png]Caracteristicas
* Incremento de

¢ del grano.
« Almidon y
azlicares se

i las vainas, hoja
|'bandera y

/ Reproductiva i Maduracién j
,M ;
>

111 1 i 4§ L1 T4 113
HER NS | AR
° g 3 LEH RN
i : LI

translocan desde’ |

altura de la planta fem)





Figura 1. Esquema fenológico de crecimiento y desarrollo del arroz. Fuente. (González y Zamorano, 2012)
Fase reproductiva 

La fase reproductiva incluye el período desde la formación del primordio floral, emisión de la panícula y la floración. Se caracteriza porque disminuye la velocidad de crecimiento de las hojas, comienza la formación de la panícula y la elongación de los entrenudos del tallo. Además, ocurre la diferenciación del primordio de la primera bráctea, alrededor de los 30 días antes de la emisión de la panícula. La emisión de la panícula desde la vaina de la hoja bandera (HB) marca el comienzo de la etapa de floración e inmediatamente ocurre la antesis de las flores en el tercio superior de la panícula (IIG, 2004). Esta fase tiene como tiempo de duración entre 35 y 40 días, aunque depende de diferentes factores como la humedad en el suelo. En Cuba, se ha detectado durante la siembra en la época poco lluviosa, que la aplicación de déficit hídrico hasta el cambio de primordio o durante todo el ciclo del cultivo, incrementó en 10 a 11 días la duración de la fase reproductiva en las variedades de ciclo corto, mientras que entre 11 hasta 24 días más en las variedades de ciclo medio en comparación a las condiciones de aniego. Este resultado demostró la importancia de la disponibilidad de agua en la formación de la panícula y su efecto en el rendimiento (Ramírez et al., 2001). En la fase reproductiva, se define el número de granos por panícula, otro de los componentes del rendimiento (Aguilar, 2001). 

Fase de maduración 

La fase de maduración abarca desde la emisión de la panícula, llenado y desarrollo de los granos (estado lechoso y pastoso) y termina con la maduración del grano que coincide con la cosecha. Durante esta etapa, tienen lugar cambios en el tamaño y la masa del grano, pigmentación, textura, senescencia de las hojas, alteraciones en los orgánulos citoplasmáticos, síntesis de proteínas de carácter enzimático, degradación, cambios en las sustancias de reserva y en la respiración (IIG, 2004). El crecimiento del grano se debe al incremento de su masa seca y decremento de su contenido de agua. Consta de tres etapas: a) lechosa, donde los carbohidratos almacenados son trasladados rápidamente desde los tallos y otras partes de la planta hasta formar el grano; b) pastosa, cuando cambia la consistencia del grano y comienza a tornarse amarillento y, finalmente c) maduración, se alcanza a los 30 días después de la floración cuando la planta está fisiológicamente madura y los granos muestran un color amarillo pálido (IRRI, 2002). Esta última etapa tiene una duración entre 30 y 40 días, aunque varía muy poco de una variedad a otra. En esta fase se define la masa de mil granos, otro de los componentes el rendimiento (Tanaka et al., 1995).

El estudio de la distribución de los fotoasimilados de reserva en varios órganos de la planta de arroz como en la hoja bandera, las vainas foliares, y el tallo como fuente de carbohidratos para el llenado de los granos, ha posibilitado conocer la contribución de los fotoasimilados acumulados en estos órganos al rendimiento en diferentes condiciones de cultivo (Hirano et al. 2005; Yang y Zhang, 2006; García, 2009).
1.1. Importancia de los hongos micorrízicos arbusculares en las plantas.
Las micorrizas son una simbiosis, normalmente mutualista, de carácter biotrófico en la que el huésped autótrofo. La planta, proporciona compuestos carbonados, procedentes de la fotosíntesis al simbionte heterótrofo, el hongo, así como un microhábitat protegido, siendo el tipo de simbiosis más extendido en la biosfera, ya que alrededor del 90 % de las plantas terrestres son capaces de establecer algún tipo de micorrizas (Smith & Read 2008; Angelard, 2010). Sin embargo, las micorrizas no sólo se limita a mejorar la nutrición mineral de las plantas, también contribuyen a la protección de las mismas frente a patógenos del suelo y mejoran la tolerancia frente a estreses abióticos (salino, hídrico o debido a la presencia de metales pesados) (Van Tichelen et al., 2001; Azcón-Aguilar et al., 2002; Ruiz-Lozano 2003).

Las bases fundamentales sobre las que se establece la simbiosis MA son nutritivas. Como ya se indicó, la planta cede al hongo compuestos carbonados procedentes de la fotosíntesis, mientras que éste cede a la planta nutrientes minerales, especialmente aquellos menos asequibles para la misma, en virtud de la mayor accesibilidad del micelio externo del hongo a recursos del suelo más distantes de la capacidad de acceso del sistema radical (Barea et al., 2008; Smith & Read, 2008; Ferrol & Pérez-Tienda, 2009).

Los HMA tienen un efecto marcado en las relaciones hídricas de la planta y del suelo en condiciones de estrés, pues modifican la conductividad estomática, la tasa fotosintética y de transpiración, el potencial hídrico de hojas, la concentración de osmolitos, la eficiencia en el uso de agua y la asimilación de nutrimentos del hospedero (Harris-Valle et al., 2009), mientras que los exudados fúngicos promueven la cohesión de las partículas del suelo e incrementan la retención de agua en el sustrato (Rillig y Mummey, 2006).

1.1.2. Evolución y características generales de los hongos micorrízicos arbusculares.

Existen evidencias paleontológicas que apoyan la hipótesis de que estos hongos se desarrollaron en simbiosis con organismos fotoautótrofos bastante antes de que se produjera la evolución de las plantas terrestres (Yuan et al., 2005). Esta íntima asociación entre hongos micorrízicos y plantas terrestres tiene una antigüedad de más de 460 millones de años (Redecker et al., 2000), Sin embargo los datos obtenidos por aproximaciones moleculares incluso sugieren un origen bastante anterior para el Phylum Glomeromycota, entre 600 millones de años (Berbee & Taylor, 2001) y 1000 millones de años (Heckman et al., 2001).

Los hongos MA no poseen una reproducción sexual reconocida, producen esporas de resistencia que se forman sobre hifas vegetativas y son multinucleadas, aunque el número de núcleos es variable pudiendo llegar hasta 20.000 núcleos por espora (Ferrol et al., 2004; Smith & Read, 2008). 

El contenido en ADN de los núcleos varía notablemente en función de la especie de hongo micorrízico, desde las 16.54 Mb en Glomus intraradices (Hijri & Sanders 2004), a las 1058 Mb de Scutellospora gregaria (Hosny et al., 1998). El genoma de los hongos micorrízicos es haploide (Hijri & Sanders 2004 y 2005) y consta tanto de secuencias de copia única, como de secuencias repetidas, ocupando estas últimas entorno al 1.6% del genoma de Glomus intraradices (Hijri & Sanders 2004). 

1.1.3. Germinación de las esporas y etapas de precolonización.

Los hongos micorrízicos producen esporas de origen asexual, caracterizadas por contener un gran número de núcleos y de glóbulos lipídicos. El ciclo de vida se inicia con la germinación de las esporas. Este es un proceso independiente de la presencia de la planta hospedadora, que no requiere más que de unas condiciones adecuadas de humedad y temperatura. Sin embargo, se sabe que determinados factores físicos, como exponer a las esporas durante unos días a temperaturas de 4ºC (Hepper 1981), químicos, como concentraciones elevadas de CO2 y biológicos como la presencia de exudados radicales (Becard & Piché 1989) o los derivados de una amplia variedad de hongos y bacterias del suelo (Azcón-Aguilar et al., 1986; Azcón 1987; Hildebrandt et al., 2002) aceleran el ritmo de germinación de las esporas. La germinación se evidencia por la formación de uno o varios tubos de germinación y va acompañada de una activación del metabolismo de la espora, reflejado en cambios en la estructura nuclear y en la replicación del ADN (Sward 1981; Bonfante-Fasolo 1984). En los primeros días de su desarrollo, el tubo de germinación consume trehalosa (Bécard et al., 1991) y, posteriormente, pasa a consumir triglicéridos (Beilby 1980). Durante la germinación el número de núcleos aumenta considerablemente, pasando de los 800 – 2000 que se encontraban en la espora en reposo, a casi 30.000. También incrementa la actividad mitocondrial (Tamasloukht et al., 2003) y de sistemas enzimáticos como la H+ATPasa, principal responsable del transporte iónico, actividad que se localiza fundamentalmente en el ápice del tubo de germinación (Beilby & Kidby 1982). Durante la germinación se inducen genes involucrados en el metabolismo carbonado, como un fosfoglicerato kinasa (Harrier et al., 1998), o en el ciclo celular, como homólogos de TOR2 (Requena et al., 2000) y GmGIN1 (Requena et al., 2002) que podrían estar implicados en los procesos de señalización que ocurren antes de que se establezca la simbiosis.
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Figura 3. Ciclo de vida de Glomus intraradices.

La micorrización arbuscular sigue una serie de etapas distintas (Harrison, 2005; Paszkowski, 2006) a partir de un diálogo presimbiótico molecular que involucra la raíz y los exudado de estrigolactonas (Akiyama et al., 2005; Besserer et al., 2008) y aún no identificado esta molécula en la señalización del hongos MA (Olah et al., 2005; Kosuta et al., 2003, 2008). El primer contacto en la superficie de la raíz está marcada por la diferenciación de las hifas fúngicas en una estructura hinchada y/o ramificados, llamado hyphopodium, de las cuales una hifa de penetración invade la capa de células rhizodermal (Genre et al., 2005). Después de que el hongo ha atravesado las capas de células que se extiende longitudinalmente por el exterior de la corteza interior y forma estructuras muy ramificado, llamado arbúsculos, dentro de las células corticales. Arbúsculos son hipótesis de que el sitio principal de la transferencia de nutrientes desde el hongo a la planta (Harrison et al., 2002).

Cuando el hongo no encuentra una raíz susceptible de ser colonizada se produce un micelio muy reducido, que se mantiene en crecimiento tan sólo unos días tras la producción del tubo de germinación y, transcurrido ese tiempo, comienza a retraer el citoplasma de las hifas hacia la espora entrando ésta nuevamente en reposo (Azcón-Aguilar et al., 1998). La espora tiene capacidad para iniciar el proceso de germinación repetidas veces, y, de hecho, lo iniciará nuevamente cuando las condiciones vuelvan a ser favorables (Bago et al., 1998; Azcón-Aguilar et al., 1998).

Recientemente se ha aislado de exudados radicales de Lotus japonicum un sesquiterpeno, la estrigalactona 5-deoxi-estrigol, que provoca una extensiva ramificación de las hifas de Gigaspora margarita, y que, por tanto, actúa como factor de ramificación (Akiyama et al., 2005). Al igual que el hongo reacciona ante la presencia de una planta hospedadora, también ésta se prepara para el establecimiento de la simbiosis. En este sentido se ha comprobado que factores difusibles producidos por hongos micorrízicos son capaces de activar genes de la nodulación en Medicago truncatula, como ENOD11 (Kosuta et al., 2003), sin que se produzca un contacto físico entre los simbiontes. Sin embargo, la naturaleza de esta molécula señal, a la que se le ha llamado factor myc, aún está por dilucidar. Como se ha indicado anteriormente, si el hongo encuentra una raíz susceptible de ser micorrizada, experimenta una notable estimulación que se manifiesta en una abundante proliferación del micelio y, sobre todo, por una profusa ramificación que aumenta sus posibilidades de contacto con la raíz (Giovannetti et al., 1993). Cuando una hifa contacta con la superficie de la raíz, se adhiere a ella y forma un apresorio, estructura de precolonización a partir de la cual, dos o tres días después, se iniciará la penetración en la raíz de la planta (Giovannetti et al., 1993; Jolicoeur et al., 1998).

La formación de apresorios ha de estar basada en la activación de un programa genético, tanto en la planta como en el hongo, y que dependerá en gran medida, del intercambio de señales entre los simbiontes. En el apresorio se detecta el aumento en la expresión de una de las isoformas de la H+ATPasa de G. mosseae (Requena et al., 2003), de un ortólogo de la proteína 14-3-3 implicada en rutas de señalización en respuesta a estreses bióticos y abióticos en otros organismos, así como de un número de genes implicados en el uso de Ca como segundo mensajero (Breuninger & Requena 2004). Estas observaciones han llevado a proponer que el Ca2+ podría actuar como segundo mensajero en la transmisión de la señal de la planta que da lugar a la formación del apresorio. A nivel de la planta, se ha observado que en el estadio de la formación de apresorios se induce la expresión de proteínas implicadas en el metabolismo primario, transducción de señales, síntesis proteica y de otros de función aún desconocida (Brechenmacher et al., 2004; Weidmann et al., 2004).

1.1.4. Colonización intrarradical.

Los mecanismos que permiten la penetración del hongo en la raíz aún no se conocen en su totalidad. Al parecer no se tiene en cuanta la presión que ejercen los apresorios y las hifas de penetración en su avance por el sistema radical, así como la producción y liberación de una limitada cantidad de enzimas hidrolíticas. En este sentido, se ha comprobado que los hongos micorrízicos son capaces de producir pectinasas y celulasas (García-Romera et al., 1990; García-Romera et al., 1991; Bonfante-Fasolo et al., 1992). En su desarrollo, una vez superadas las primeras capas de células de la raíz, el hongo micorrízico coloniza el córtex de la misma siguiendo dos patrones de desarrollo diferentes, de acuerdo a la estructura de la raíz: Arum o Paris. Las micorrizas de tipo Arum, son las más descritas en la bibliografía, las hifas del hongo se extienden por los espacios intercelulares del córtex, formando a intervalos regulares pequeñas ramificaciones laterales que penetran las paredes celulares y se ramifican dicotómicamente, de forma repetida, dando lugar a los arbúsculos. En las micorrizas tipo Paris, presentes en Ginkgo (Bonfante-Fasolo & Fontana 1985), Taxus (Strullu 1978) y otras especies sin apenas espacios entre las células, la formación de hifas intercelulares está muy limitada, por lo que la colonización se extiende de célula en célula formando bucles, en los que se producen pequeñas ramificaciones a modo de arbúsculos. En ciertas especies de hongos se observa también la formación de vesículas, estructuras ovoides repletas de glóbulos lipídicos cuya función parece ser el acumulo de productos de reserva (Smith & Gianninazzi-Pearson 1988). Salvo que se indique lo contrario, nos referiremos siempre a las micorrizas tipo Arum.

La formación de los arbúsculos supone una alteración profunda de la célula vegetal, lo que se manifiesta principalmente por la deformación y proliferación del plasmalema (Alexander et al., 1988) para acomodar al arbúsculo, el cual nunca penetra al citoplasma. Se produce igualmente una reordenación del citoesqueleto (Genre & Bonfante 1998; Matsubara et al., 1999), lo que conlleva un cambio en la posición del núcleo, que pasa a una posición central, y una fragmentación de la vacuola (Bonfante & Perotto 1995). Se observa, asimismo una menor heterocromaticidad del núcleo de la célula, lo que indica una mayor actividad transcripcional y un aumento del metabolismo (Balestrini et al., 1994). No sólo la célula vegetal se altera, el propio hongo experimenta cambios en su estructura que se manifiestan en una progresiva reducción del grosor de la pared celular a medida que se producen las ramificaciones más finas, pasando de unos 500 nm de grosor en las hifas intercelulares, a los 50 nm en los ápices de los arbúsculos (Bonfante- Fasolo et al., 1992). La observación de que en la membrana periarbuscular se localizan transportadores de fosfato específicos de la simbiosis (Rausch et al., 2001) y una H+-ATPasa (Gianinazzi-Pearson et al., 2000), indica que es a nivel de los arbúsculos donde se produce el intercambio de nutrientes entre la planta y el hongo. 

La vida media de los arbúsculos es muy breve, aproximadamente 7 días (Alexander et al., 1988). Transcurrido este tiempo, los arbúsculos degeneran y la célula cortical recupera su morfología original e incluso puede ser colonizada de nuevo. El colapso arbuscular podría estar inducido por el reconocimiento por parte de la planta del arbúsculo como una estructrura extraña (García-Garrido & Ocampo 2002). De hecho, diferentes estudios han mostrado la expresión de genes implicados en respuestas de defensa en células colonizadas por arbúsculos (Blee & Anderson 1996), las cuales podrían desempeñar un papel clave en la regulación del desarrollo del hongo. Sin embargo, no es descartable que el colapso arbuscular sea parte del programa de desarrollo de los hongos micorrízicos. En este caso, la degeneración ocurriría por autolisis (Peterson & Bonfante 1994). Este hecho podría explicar la acumulación de Ca o de especies reactivas de oxígeno en el arbúsculo senescente (Ryan et al., 2003; Lanfranco, et al., 2005), esto es, pudiendo servir estos iones como detonantes de eventos apoptóticos en el arbúsculo.

Este complejo patrón de desarrollo evidencia la existencia de una compleja maquinaria genética que controla la penetración del micelio en la planta. Estudios realizados en plantas leguminosas afectadas en la nodulación han revelado que parte de la ruta de transducción de señales que permite este proceso en la simbiosis Rhizobium-leguminosa, regula también la colonización por hongos micorrízicos (Parniske 2004; Harrison 2005, Porcel et al., 2006).

1.1.5. Ventajas de la colonización micorrízica.

Además de los efectos positivos que ejercen los HMA en la nutrición de las plantas, estas reciben otros beneficios de la asociación simbiótica. En resumen, y de acuerdo con la información recientemente revisada, las MA realizan las importantes acciones en los sistemas suelo-planta: (i) mejoran el enraizamiento de las plantas (producción de fitohormonas), (ii) incrementan el suministro de nutrientes a las plantas, (iii) mejoran la estructura del suelo (formación de agregados hidroestables), (iv) protegen a la planta frente a estreses bióticos (patógenos) y abióticos (salinidad, sequía, estados de deficiencia o exceso en nutrientes, exceso de metales pesados, degradación del suelo), y (v) favorecen la diversidad de las comunidades de plantas y la sucesión vegetal, ya que cada planta muestra un nivel de compatibilidad mayor con determinados ecotipos de hongos micorrízicos, por lo que la conservación de la diversidad de estos hongos, beneficia la diversidad y sucesión de las plantas (Barea et al., 2005 y 2008; Pozo & Azcón-Aguilar, 2007; Smith & Read, 2008; González-Guerrero et al., 2009; Sánchez-Castro, 2009).

1.1.6. Algunos estudios realizados en plantas de arroz inoculadas con HMA.

Hongos micorrízicos arbusculares colonizan las raíces de la mayoría de las monocotiledóneas y las dicotiledóneas a pesar de su arquitectura de las raíces y los diferentes patrones de las células. Entre los anfitriones de cereales colonizados por los hongos micorrízicos arbusculares se encuentra el arroz (Oryza sativa L.), el cual posee un sistema de raíces peculiar, compuesto de tres diferentes tipos de raíces: las raíces de la corona, grandes raíces laterales y raíces laterales(Gutjahr et al., 2009). Durante esta íntima asociación, el micelio de hifas extraradical adquiere minerales de la tierra más allá de la zona accesible por la propia raíz.
En el arroz ocurren variación en las propiedades simbióticas, entre los diferentes tipos de raíces y la inducción de los tejidos preferidos por los hongos micorrízicos arbusculares, al punto de estimular el crecimiento de las grande raíces laterales de forma significativa, cuando la planta es colonizada por G. intraradice (Gutjahr et al., 2009).

Glomus intraradices (Schenk y Smith), pertenece al filo Glomeromycota, se utiliza frecuente en investigaciones de micorrízica. Se encuentra ampliamente distribuido, con una alta tasas de colonización en la naturaleza y también de crecimiento relativamente rápido en condiciones de cultivo monoxénico (Smith y Read, 2008). Teniendo en cuenta estas características biológicas entre otras y el tamaño relativo pequeño genoma, G. intraradices ha sido seleccionado como un organismo modelo en la parte de la simbiosis hongo HMA (Marulanda-Martínez, 2010) y muy utilizada en las prácticas agrícolas (Smith y Read, 2008).
Maiti et al., (2011) en condiciones de secano evaluaron el porcentaje de colonización a los 90 DDG las plantas de arroz, observándose diferencias significativas en el porcentaje de colonización entre la inoculación de HMA y la simbiosis nativa, porcentaje estuvo determinado por la riqueza fúngica existente en el suelo y la inoculación, además de un incremento en la masa seca, panículas por metro cuadrado y por consiguiente en el rendimiento. 

El rendimientos del grano en el cultivar de arroz "Prakash" se ha mejorado con la inoculación con Glomus intraradices y G. fasciculatum, en un 11% y 8%, respectivamente, en comparación con un control sin inocular. Los resultados indican que la cantidad de fertilizante fosfórico que se aplican al arroz se pueden disminuir en un 50%, sin afectar el rendimiento, si se inocula G. intraradice (Secilia and Bagyaraj, 1995).
El riego intermitente se utiliza para reducir los aportes de agua en la producción de arroz. El cual crea las condiciones aeróbicas en el suelo que estimulan la colonización de las raíces del arroz por micorrizas arbusculares (MA) y otros hongos (Vallino et al., 2009).

En otros estudios realizados en condiciones aeróbicas se lograron porcentaje de colonización de hasta 60%. Además de incrementar el crecimiento aéreo y del sistema radical de la planta con respecto al testigo. (Gutjahr et al., 2008, 2009; Vallino et al., 2009).

Efecto de los HMA y las relaciones hídricas en la planta.

En varios estudios se ha descrito cómo la micorrización mejora el estado hídrico de diversas especies vegetales, cuando se presenta un déficit de agua se incrementa la asimilación relativa del agua, las tasas de transpiración y de intercambio de CO2 y la eficiencia en el uso de agua (Harris-Valle et al., 2009).
Estudios recientes (reportado por Harris-Valle et al., 2009) relacionados con el efecto de los hongos micorrízicos arbusculares (HMA) en el crecimiento, asimilación de nutrimentos y estado hídrico en especies vegetales silvestres y de interés comercial, en condiciones de estrés hídrico se relaciona en las tabla 2.

Tabla 2. Efecto de los hongos micorrízicos arbusculares (HMA) en el crecimiento, asimilación de nutrimentos y respuestas bioquímicas (Harris-Valle et al., 2009)
	Especie vegetal
	HMA
	Efecto
	Referencia

	Triticum aestivum L. 
	G. mosseae y G. etunicatum 
	↑ Biomasa y producción de grano†
↑ [P] y [Fe] en tejido aéreo†
	Al-Karaki et al., (2004)

	Phaseolus vulgaris L. 
	G. intraradices 
	L y CRA iguales vs. plantas NE¶
↑ PIMP (acuaporinas) 
	Aroca et al., (2006)

	Poncirus trifoliata (L.) Raf. 
	G. versiforme 
	↑ K en hojas y Ca2+ en raíces†
↑ Contenido de glucosa y sacarosa†
	Qiang-Sheng et al., (2007)

	Cucurbita pepo L. 
	G. intraradices 
	↑ ∆ψ hoja††
	Augé et al., (2008)

	Zea mays L. 

 
	G. mosseae 

 
	↑ Biomasa y contenido de clorofila

↑ Asimilación CO2 y CF†
	Sheng et al. (2008)

	Capsicum annuum L. cv. ‘San Luis’
	G. fasciculatum y HMA nativos

del desértico
	↑ Biomasa seca y [carotenoides]†
Mantienen coloración y [clorofila]†
	Mena-Violante et al., (2006)

	Sorghum bicolor L. 
	G. intraradices 

 
	↑ gs del suelo al cierre 

estomático y ψπ†
	Cho et al. (2006)

	Trifolium alexandrinum L. 

 
	G. mosseae y HMA nativos del Desértico
	↑ [Proteínas totales], [P], [prolina] y [Azúcares totales] en hoja††
	Ben-Kaled et al., (2003)

	Atriplex nammularia Lindl. 
	G. fasciculatum 

 
	↑ Crecimiento†† 

↑ Asimilación de P y Mg††
	Ashgari et al., (2005)

	Retama sphaerocarpa Boiss. 
	G. intraradices 
	↓ Requerimientos de agua†† 
	Marulanda et al., (2006)


Leyenda: † Estrés por sequía; †† Estrés por salinidad; ¶ Estrés por sequía y salinidad; [ ] Concentración; ↑ Incremento; ↓ Disminución; L=Conductancia hidráulica de raíz; CRA=Contenido relativo de agua; CF=Capacidad fotosintética; gs=Conductancia estomática; ∆ψ hoja=Gradiente de potencial hídrico de la hoja inducido por transpiración; NE=No estresadas; PIMP=Proteínas integrales de membrana plasmática; ψ hoja=Potencial hídrico de la hoja; ψπ=Potencial osmótico.

Uno de los hongos más eficientes que estimula la absorción de agua por las plantas es G. intraradices, mientras que G. mosseae mostró una disminución de la capacidad para mejorar la absorción de la planta de agua. Esto puede sugerir que la estrategia de ambos hongos para proteger a la planta huésped contra el déficit de agua es diferente. Glomus intraradices parece tener una importante capacidad para aumentar la tasa de absorción de agua por las raíces de lechuga (Martina, 2006). 

Dell´ Amico, 2002 demostró que la infección micorrizógena de las raíces produjo un efecto beneficioso en el estatus hídrico de las plantas, lo que se manifestó a través de una mayor conductividad hidráulica de las raíces por unidad de masa seca; esto favoreció considerablemente la conductancia estomática y por tanto una mayor tasa fotosintética, por lo que se vio reflejado un mayor crecimiento en biomasa seca de la parte aérea de las plantas y en el área foliar en el cultivo de tomate.

Los HMA también ayudan a contrarrestar la fotoinhibición o fotodestrucción de pigmentos en condiciones de estrés hídrico, al incrementar el contenido de carotenoides en los tejidos vegetales y presentar mayor tasa fotosintética relacionada directamente con un aumento en la concentración de clorofila foliar (Abo-Ghalia y Khalafallah, 2008).

Estrés hídrico en plantas.

El agua es la molécula esencial para la vida; en las plantas constituye típicamente del 80 al 95% de la masa de los tejidos en crecimiento y desempeña varias funciones únicas. Es el solvente más abundante y mejor conocido y, como tal, permite el movimiento de moléculas dentro y entre las células. Debido a sus propiedades polares, tiene gran influencia en la estructura y la estabilidad de moléculas tales como proteínas, polisacáridos y otras (Kirkham, 2005).

El agua viaja desde las zonas donde el potencial hídrico es mayor (menos negativo) hacia las zonas donde este es menor (más negativo). El potencial hídrico se define según la ecuación: (Ψw = p – s), donde “Ψw” es el potencial hídrico; “p” es la presión de turgor o la fuerza hidrostática ejercida en la célula vegetal contra la pared celular y es de signo (+), y “s” es la presión osmótica, que es una medida de la concentración de los solutos (Taiz y Zeiger, 2006).

El estrés hídrico (comúnmente conocido como déficit de agua o sequía) es un estrés abiótico que afecta gravemente a la productividad de los cultivos (Saini and Westgate, 2000; Sharp et al., 2004). El arroz (Oryza sativa L.) como cultivo de los arrozales es particularmente susceptible a la escasez de agua (Inthapan and Fukai, 1988; Tao et al., 2006). Se estima que el 50% de la producción mundial de arroz se ve afectado más o menos por la sequía (Belder et al., 2004; Bouman et al., 2005). El crecimiento y el desarrollo de las plantas puede ser inhibido por la falta de agua en cualquier momento en los ciclos de vida del cultivo, pero la sensibilidad al estrés hídrico es especialmente grave durante el desarrollo reproductivo, porque la reproducción implica varios procesos que son extremadamente vulnerables a un cambio en el estado hídrico de la planta. La fase de meiosis se considera el período más sensible al estrés en la reproducción de todas las plantas estudiadas (Saini and Westgate; Belder et al., 2004).

La sequía es el factor limitante más importante para la producción agrícola y se está convirtiendo en un problema creciente en muchas regiones del mundo (Passioura, 2007). Según las estadísticas, el porcentaje de zonas afectadas por de sequía es más del doble desde 1970 hasta la década de 2000 en el mundo (Mostajera y Rahimi-Eichi, 2009). La propagación de la sequía es un grave problema mundial que influye en la producción de granos y su calidad de arroz, asociado a esto el aumento de la población y el cambio climático hace que la situación sea más grave (Hongbo et al., 2005). 

El estrés, se define como cualquier factor medioambiental capaz de inducir cambios y alteraciones en el crecimiento y el desarrollo de las plantas (Lascano et al., 2001; Flexas et al., 2002). El déficit hídrico es el factor abiótico asociado a una disponibilidad menor de agua (Chaves y Oliveira, 2004).

El estrés por déficit hídrico o por sequía se produce en las plantas en respuesta a un ambiente escaso en agua, en donde la tasa de transpiración excede a la toma de agua. El déficit hídrico no sólo ocurre cuando hay poca agua en el ambiente, sino también por bajas temperaturas y por una elevada salinidad del suelo (Moreno, 2009).

Entre los cereales el arroz, necesita gran cantidad de agua, cuya escasez tiene una influencia negativa en el crecimiento de las plantas y en el rendimiento (Vallino et al., 2009).

El arroz (Oryza sativa L.) es una planta semi-acuáticos, la cual prefiere los humedales, y se cultiva en condiciones sumergidas, siempre y cuando el agua está disponible. Sin embargo, con la creciente escasez de agua en la agricultura, el área donde los productores de arroz no pueden obtener agua suficiente para inundar sus campos está aumentando en todo el mundo (Kato & Okamai, 2010).

Cuando el déficit hídrico ocurre lentamente, las plantas pueden presentar respuestas de aclimatación que tienen efectos sobre el crecimiento, como la disminución de la expansión foliar y el aumento del crecimiento radicular (Potters et al., 2007; Shao et al., 2008). Aunque el área foliar es importante, pues de ella depende la fotosíntesis, una rápida expansión foliar puede afectar negativamente la adaptación a la poca disponibilidad de agua. Otro proceso que se modifica es el crecimiento radicular. La disponibilidad de agua afecta la relación entre el crecimiento de la parte aérea y la raíz; la raíz continúa su desarrollo mientras que la parte aérea deja de crecer por causa del estrés. Así, las plantas son capaces de continuar el desarrollo de sus raíces en búsqueda de agua en zonas más profundas del suelo (Potters et al., 2007; Shao et al., 2008).

Entre los estreses abióticos en los sistemas de secano, la sequía es el factor más importante que limita la productividad del arroz (Lafitte et al., 2007; Ali et al., 2008; Venuprasad et al., 2008). El arroz es particularmente sensible a la sequía e incluso un estrés leve por sequía puede resultar en una reducción importante de los rendimientos del arroz (Centritto et al., 2009). Con el cambio climático global (en especial el calentamiento por temperatura) continúan la escasez de agua y la sequía se han convertido en una restricción cada vez más grave limitando la producción de arroz en todo el mundo (Wassmann et al., 2009a, b).

Las plantas también responden al estrés por déficit hídrico a nivel celular y molecular (Shinozaki y Yamaguchi- Shinozaki, 2007). Una de las principales respuestas al estrés hídrico es la modificación de la expresión génica, relacionada con la producción de enzimas clave en la vía de síntesis de osmolitos, proteínas con función protectora, enzimas antioxidantes, factores de transcripción y otras proteínas involucradas en las respuestas al estrés hídrico (Bray, 1997; Zhu et al., 2002). Otro mecanismo de resistencia a nivel fisiológico es el cierre de estomas, ya que estos son los responsables de la mayor proporción de pérdida de agua en las plantas (Taiz y Zeiger, 2006).

El cierre de los estomas es a menudo considerada como primera respuesta fisiológica al déficit hídrico, lo que resulta en una disminución, a través de la limitada disponibilidad de CO2 en el mesófilo (Cornic, 2000). Sin embargo, existe una fuerte evidencia de que los procesos de fotosíntesis en el mesófilo, como la actividad Rubisco, la regeneración de RuBP, el ATP de suministro, la tasa de transporte de electrones y la eficiencia de captura de la luz en los fotosistemas se deterioran a medida que aumenta el estrés hídrico (Flexas y Medrano, 2002; Grassi y Magnani, 2005; Zhou et al., 2007).

A nivel celular, otra respuesta de resistencia en el ajuste osmótico, consiste en una disminución del potencial hídrico en los tejidos vegetales, lo cual tiene como consecuencia la entrada de agua y, por tanto, no se presenta una disminución en el turgor o en la productividad fotosintética (Moreno, 2009).

Otro grupo de proteínas que se sobre-expresan durante el estrés hídrico son las enzimas antioxidantes que, junto con compuestos no proteicos, detoxifican a las plantas de los radicales libres. Estos radicales como el superóxido y el peróxido de hidrógeno se generan debido a un aumento en la tasa de fotorreducción del O2 en los cloroplastos (Robinson y Bunce, 2000). Entre las principales enzimas están la superóxido dismutasa (SOD), la catalasa (CAT), la ascorbato peroxidasa (APX), la peroxidasa (POD), la glutation reductasa (GR) y la monodehidroascorbato reductasa (MDAR) (Apel y Hirt, 2004).

El estrés hídrico en las hojas por un período de 15 días alcanzó potenciales entre -0.4 en horas tempranas de la mañana hasta -1.8 Mpa a las 12 del día. En el momento de la cosecha el potencial hídrico de las hojas de la panícula fue de -0.4 hasta -0.8 Mpa. Además se observó que el estrés hídrico no vario el peso de 1000 granos, pero si la cantidad de granos por metros cuadrados (Yang et al., 2008).
El estrés hídrico durante el crecimiento vegetativo, la floración y en el período terminal del cultivo de arroz, puede interrumpir la iniciación de la floración (que causan esterilidad de la espiguilla) y el llenado del grano, respectivamente (Kamoshita et al., 2004; Botwright et al., 2008). Por otro lado, se ha propuesto que el llenado del grano está estrechamente relacionado con el proceso de senescencia de toda la planta (Mi et al., 2002; Yang et al., 2006). Por lo general, la falta de agua en el proceso de llenado del grano induce la senescencia temprana y acorta el período de llenado de grano (Asseng & Herwaarden, 2003; Plaut et al., 2004).

El estrés hídrico al inicio de la fase de reproducción provoca disminución en el rendimiento entre un 25 y 50% con respecto a los tratamientos inundados (Yang et al., 2008). El déficit hídrico en la fase de reproductiva induce una reducción en la elongación del pedúnculo y la longitud de la espiga. Por lo tanto, la comprensión del mecanismo molecular de la elongación pedúnculo nos ayudará a manipular este proceso durante la sequía y la fase de recuperación, es decir, después de la eliminación de la sequía (Muthurajan et al., 2011).

El arroz es sensible a la sequía, en particular durante la etapa de floración, lo que resulta en pérdidas considerable en el rendimiento (Liu et al., 2006; Muthurajan y Shobbar, 2011). 

El aumento de la concentración de carbohidratos solubles y prolina en las hojas de tres cultivares de arroz fueron notables durante la sequía. Estos resultados sugieren que la producción de estos ajustes osmótico es una respuesta común de las plantas bajo condiciones de sequía. El papel de la prolina en la adaptación y la supervivencia de las plantas había sido observado por Watanabe et al., (2000) y Saruhan et al., (2006).

El ajuste osmótico a través de la acumulación de solutos celulares, tales como la prolina, se ha sugerido como uno de los posibles medios para superar el estrés osmótico causado por la pérdida de agua (Caballero et al., 2005). La prolina es un aminoácido no proteico que se forma en la mayoría de los tejidos sometidos a estrés hídrico y junto con el azúcar, se metaboliza fácilmente en la recuperación de la sequía (Singh et al., 2000; Mostajera y Rahimi-Eichi, 2009). Además de actuar como una osmo-protector, también la prolina sirve como un exitador de energía para regular el potencial redox, como limpiador del radical hidroxilo (Sharma & Dietz, 2006), como un soluto que protege contra la desnaturalización de las macromoléculas y como un medio para reducir la acidez en la célula (Kishor et al., 2005). Sin embargo, Vendruscolo et al., (2007) declaró que la prolina podría conferir tolerancia al estrés por sequía en plantas de trigo mediante el incremento del sistema antioxidante en lugar de un ajuste osmótico.
Otros estudios plantean que la acumulación de prolina mostró un alto coeficiente de correlación significativa con los grano llenos, en ausencia de tratamiento sumergida, por lo tanto pueden ser considerados como indicadores de tolerancia a la sequía (Cechin et al., 2006; Mostajera y Rahimi-Eichi, 2009).

La acumulación de prolina ha sido correlacionada con el grado de deterioro inducido por el estrés y hay autores que plantean que el aumento de este aminoácido podría deberse a una necesidad de la planta de eliminar el exceso de amonio (Amini y Ehsanpour, 2005).

Fotosistema II (FSII).

El fotosistema II es un macro-complejo que, por su actividad bioquímica, puede ser denominado agua-plastoquinona óxido-reductasa, ya que enzimáticamente cataliza la oxidación del agua y la reducción de la plastoquinona, ambas fotoinducidas (Azcón-Bieto y Talón, 2000). En él suceden dos procesos de especial significación para el conjunto de la fotosíntesis: 1- La separación primaria de cargas, consecuencia de la transducción de energía luminosa en energía redox, es decir, la transformación del flujo fotónico en flujo electrónico. Con la primera separación de carga se inicia el transporte electrónico fotosintético. 2- La hidrólisis del agua, que proporciona electrones y protones y también da lugar al oxígeno molecular, liberado como producto residual de la reacción (Daimy tesis 2004).
Otros autores conceptualizan el fotosistema II como un complejo multiproteico que está localizado en su mayor parte en la lamela granal de las plantas superiores, algas y cianobacterias y por lo tanto no está expuesto al estroma (Godoy-Hernández & Vázquez-Flota 2004). El fotosistema emplea la energía solar para catalizar el rompimiento del agua a equivalentes reductores y oxígeno molecular (Shi y Schröder, 2004).

Otros estudios realizados por Gomes et al. (2008) y Echeverría-Zomeño et al., (2009) demuestran que una disminución (-0.7 hasta -1.5) del potencial hídrico provoca disminución en la eficiencia fotosintética de 0.80 hasta 0.73 quantum yield (Qy) en las hojas respectivamente, cuando las plantas fueron sometidas a este potencial durante 14 días en plantas de Quercus ilex.
Durante la fotosíntesis; la energía de la luz solar es capturada y trasladados a dos complejos captadores de luz (fotosistema II y el fotosistema I) en las membranas de los cloroplastos tilacoidales. Una sucesión de reacciones redox se produce dentro de la cadena de transporte de electrones en la luz, hasta que finalmente llegan a los electrones de CO2 en las reacciones oscuras. Sin embargo, no es raro que a través de este camino otros aceptores finales de electrones se utilizan (oxígeno) (Baker 1991).
La fotosíntesis es un proceso de oxidación reducción donde el agua (donador de electrones) se oxida y el anhídrido carbónico u otro compuesto (aceptor de electrones) se reduce. La fotosíntesis ocurre en los cloroplastos y en presencia de la luz. Desde el punto de vista fotosintético, al igual que otros cereales como el trigo y la cebada, el arroz es una planta tipo C3 porque cuando el CO2 se fija en los cloroplastos, primeramente se incorpora al ácido 3- fosfoglicérico de 3 átomos de carbono (Aoki et al., 2003; Sasaki et al., 2005).

Mecanismos de respuesta de las plantas al déficit hídrico o la sequía.

La sequía es una de las manifestaciones más importantes de estrés abiótico en plantas. Es el principal factor limitante de la producción de plantas de cultivo y determina de forma continua la distribución natural de especies de plantas (Cruz de Carvalho, 2008). Las plantas tienen que hacer frente a la sequía, al menos en algún momento de su ciclo de vida. Sin embargo, han desarrollado mecanismos que les permitan adaptarse y sobrevivir a períodos de déficit hídrico, y si no a nivel de toda la planta, en algún nivel o tipo de estructura de la planta. Una de las consecuencias inevitables de la sequía es la producción de ROS en los diferentes compartimentos celulares: en los cloroplastos, los peroxisomas y las mitocondrias. La mejora de ROS en funciones el estrés como una señal de alarma que activa las respuestas de defensa para determinadas vías de transducción de señales que implican H2O2 como segundo mensajero (Cruz de Carvalho, 2008).

La respuesta a la sequía en la planta dependerá de la duración y severidad de la misma. Si la sequía se prolonga en cierta medida, la producción de ROS superará la acción de barrido del sistema antioxidante que resulta en daños celulares y la muerte (Cruz de Carvalho, 2008).

En condiciones normales, las plantas están continuamente produciendo ROS. A diferencia de oxígeno singlete y el radical hidroxilo, cuya producción se mantiene en niveles mínimos (Foyer & Harbinson, 1994; Jakob & Heber, 1996) superóxido y el H2O2 se sintetizan a tasas muy altas en condiciones normales (Nestor & Foyer, 1998). 

Si se mantiene (ROS) en niveles relativamente bajos, es probable que funcionen como componentes de una vía de señalización de estrés, provocando la defensa de estrés / aclimatación en la planta (Dat et al., 2000; Vranova et al., 2002) Sin embargo, cuando se alcanza un cierto nivel de fitotoxicidad las ROS pueden llegar a ser extremadamente nocivas; iniciando descontrolada cascadas de daño oxidativo a la membranas celular y otros componentes celulares como resultado del estrés oxidativo y, finalmente la muerte (Dat et al., 2000; Mittler, 2002).

Glutation reductasa (GR), la última enzima del ciclo ascorbato / glutation, tiene un papel importante en el mantenimiento de la acumulado intracelular de glutation en estado reducido (GSH) (Noctor y Foyer, 1998), GSH puede funcionar como un antioxidante, ya sea directamente (no enzimática), como el ascorbato; para eliminar oxígeno singlete; superóxido o radicales hidroxilo, o indirectamente como un agente reductor que recicla el ácido ascórbico a partir de su forma oxidada a su forma reducida de la enzima dehidroascorbato reductase (Loewus, 1988; Nestor & Foyer, 1998).

El órgano de la planta principal en detectar una limitación en el suministro de agua es el sistema de raíces. Se ha demostrado que además de agua y los minerales, las raíces también envían señales a las hojas a través de la savia del xilema y el ácido abscícico (Jiang & Hartung, 2007). Cuando la señal de estrés llega a las hojas, que provoca el cierre de estomas y la planta se transforma en una estrategia de ahorro de agua. Por lo tanto, mediante el ajuste de apertura de los estomas, las plantas son capaces de controlar la pérdida de agua mediante la reducción del flujo de transpiración, pero simultáneamente limita la entrada de dióxido de carbono (CO2). Esto tiene efectos directos e indirectos sobre la reducción de la fotosíntesis neta y en la producción total de ROS por las plantas en condiciones de estrés por sequía (Dat, et al., 2000). Es probable según Noctor et al., (2002) que la fotorespiración representa más del 70% de la producción total de H2O2 en condiciones de sequía.

En cuanto a H2O2, no sólo es el más estable ROS con la capacidad de difundir fácilmente de un comportamiento celular a otro, pero también puede ser fácilmente asimilables por un sistema antioxidante celular eficiente. Ya que se produce a tasas elevadas en condiciones de sequía, la disminución de su concentración por la acción del sistema antioxidante permite el cambio rápido "on" y "off" de la señal, una condición esencial para que un mensajero secundario para ser eficaz. (Foyer & Nestor, 2000; 2003). Sin embargo, en el citosol, el H2O2 es fácilmente eliminado por el ascorbato a través del ciclo ascorbato / glutation (Cruz de Carvalho, 2008).

Aunque la tasa de producción de H2O2 es más rápido en los peroxisomas y cloroplastos Foyer & Nestor, 2003) mitocondrias son las organelas más vulnerables al daño oxidativo (Bartola et al., 2004). Esto puede ser explicado por una menor amortiguación antioxidante en las mitocondrias, en comparación con los peroxisomas y cloroplastos. En este sentido, las mitocondrias juegan un papel crucial en el establecimiento del estado redox celular y el inicio de las cascadas de transducción de señales en condiciones de sequía.

Los síntomas de daño oxidativo (como la peroxidación de lípidos) se han utilizado para evaluar el aumento en la producción de ROS bajo condiciones de sequía. Sin embargo, la falta de síntomas no implica que el aumento de la formación de ROS no esta ocurriendo, la falta de síntomas es probable que resulte en el aumento concomitante de las defensas antioxidantes celular (Cruz de Carvalho, 2008).

Bajo condiciones de estrés hídrico se observaron diferencias las que podrían estar relacionadas con la edad de la planta y la tolerancia / estrategia con respecto a la falta de agua, sino también a la duración y la intensidad del tratamiento del estrés. Sin embargo, algunos autores han detectado una correlación directa entre el nivel de la inducción del sistema antioxidante y el grado de tolerancia a la sequía de las especies vegetales (Torres et al., 2007).
Se podría sugerir que el aumento de la tolerancia al estrés oxidativo puede tener un efecto positivo sobre la tolerancia a la sequía (Cruz de Carvalho, 2008).

Un estudio realizado en arroz transgénicos presentó una mayor capacidad fotosintética en los tratamientos donde se indujo el estrés hídrico con PEG. Esto llevó a los autores a sugerir que la superóxido dimutasa (SOD) en el cloroplasto tiene un papel fundamental la eliminación de las ROS durante el estrés por sequía, eventualmente a través del ciclo del agua-agua, por lo que la protección del aparato fotosintético disminuyó el daño oxidativo (Wan et al., 2005)

Bajo un estrés hídrico moderado impuesto por un tratamiento con PEG (-0, 7 MPa) en hojas de maíz mostró un aumento significativo en la actividad del ascorbato peroxidasa y el glutation reduciso (APX y GR) respectivamente (Jian Zhan, 2002). Sin embargo, en las plantas de guisantes las enzimas del ciclo ascorbato / glutation mostró una disminución leve en dicha actividad bajo condiciones de sequía moderada (hoja Ψw = -1,30 MPa), seguido por un 50% de disminución de la actividad bajo condiciones severas de sequía (hoja Ψw = -1,93 MPa). Los autores argumentaron que esto probablemente se debió a la reducción en la regeneración de NADPH por la fotosíntesis en condiciones de sequía severa (que demostró que disminuye en un 70%), así como al agotamiento de sustrato (GSH y ASC). 
El glutation es un tripéptido (a-glutamil cisteinilglicina), que se ha detectado prácticamente en todos los compartimentos celulares, tales como el citosol, cloroplastos, retículo endoplásmico, vacuolas y mitocondrias (Foyer y Noctor 2003). El glutation es la principal fuente de proteína no tioles en las células de la mayoría de las plantas. La reactividad química del grupo tiol de glutation lo hace especialmente adecuado para servir a una amplia gama de funciones bioquímicas en todos los organismos. El carácter nucleofílico del grupo tiol es también importante en la formación de enlaces mercaptido con los metales y de reaccionar con seleccionados electrófilos. 
Esta reactividad, junto con la relativa estabilidad de GSH y la alta solubilidad del agua hacen un compuesto bioquímico ideal para proteger las plantas contra el estrés, incluyendo el estrés oxidativo, metales pesados y ciertos productos químicos orgánicos, exógenos y endógenos (Foyer y Doctor, 2005a, b). Glutation participa en el control de H2O2 niveles (Shao et al., 2005, 2007). El cambio en la relación de su reducido (GSH) a oxidado (GSSG) se forman durante la degradación del H2O2 es importante en ciertos redox vías de señalización (Li y Jin 2007). Se ha sugerido que el GSH / GSSG ratio, indicativo del equilibrio redox celular, pueden estar implicado en la percepción del ROS (Shao et al. 2005; Li y Jin 2007). El glutation reducido (GSH) actúa como un antioxidante y está involucrado directamente en la reducción de radicales de oxígeno más activos generados por el estrés. Hubo un estudio que informó de que el glutation, es un antioxidante que ayuda a soportar el estrés oxidativo en las líneas transgénicas de tabaco (Shao et al., 2005).
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