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RESUMO 

 

No presente estudo foram caracterizados mecanismos bioquímicos e fisiológicos 

decorrentes da fotoinibição e que atuam na modulação da atividade fotoquímica e da 

proteção oxidativa, auxiliando na redução de danos fotoxidativos, em reposta aos 

estresses de seca e luminosidade elevada em cajueiro. As mudas foram obtidas a partir 

de sementes e cultivadas em substrato composto pela mistura de areia e vermiculita 

(proporção 1:1) em sacos plásticos, com volume de 2 L. O estresse hídrico foi aplicado 

pela suspenção da rega (±20 dias) em condições de casa de vegetação. Para a exposição 

aos tratamentos de luminosidade e de recuperação ao efeito da luz, as plantas foram 

acondicionadas em câmara com condições controladas de umidade relativa (60% ±5) e 

temperatura (30°C ±2). As plantas submetidas ao estresse hídrico apresentaram uma 

intensa redução da fotossíntese quando expostas ao excesso de luz (combinação de seca 

com luminosidade elevada), se comparadas com aquelas irrigadas. Essa maior 

sensibilidade da fixação de CO2 ao excesso de luz nas plantas sob seca foi relacionada 

com uma maior intensidade de danos no aparato fotoquímico, conforme indicado pelas 

medidas de eficiência quântica efetiva e taxa aparente de transporte de elétrons. A 

redução da atividade fotossintética, em resposta ao excesso de luz, foi atribuída em 

parte ao processo de fotoinibição ocorrido nessas condições, conforme demonstrado 

pela drástica redução da eficiência quântica potencial máxima do PSII (dada pela 

relação Fv/Fm). Os resultados sugerem também que a intensa fotoinibição, 

desencadeada pelo excesso de luz, pode ter auxiliado na fotoproteção, pois nessas 

condições não ocorreu danos oxidativos, conforme indicado pela ausência de mudanças 

no conteúdo de H2O2 e na peroxidação lipídica (conteúdo de TBARS). Essa proteção 

fotoquímica, atribuída a fotoinibição nesse estudo, é reforçada devido a não ocorrência 

de dissipação do excesso de energia por meio do quenching não fotoquímico (NPQ), 

pois esse mecanismo não apresentou mudanças significativas após longos períodos de 

exposição ao excesso de luz. No entanto, a dissipação de energia por meio do NPQ em 

respostas a curtos períodos de exposição ao excesso de luz, aqui observado, indica que 



quando a atividade do PSII está normal esse mecanismo é essencial para a proteção 

fotoquímica. O papel da fotoinibição para a proteção fotoxidativa pode ser atribuido ao 

efeito desse processo na redução da atividade dos PSII e consequente menor atividade 

fotoquímica, o que resultaria na menor transferência de elétrons. Essa  sugestão é ainda 

reinterada no presente estudo com base na redução do conteúdo da proteina D1, um dos 

principais componentes estrutural e funcional do PSII, e da plastocianina (PC), outro 

importante carreador de elétrons. A modulação do conteúdo dessas proteínas pode ter 

contribuído para restringir a formação de EROs e consequente danos oxidativos sob 

condições indutoras de estresse fotoxidativos, como a seca associada com 

luminosidades elevadas, nessa espécie. 

 

 

Palavras-chave: Estresses abióticos, estresse fotoxidativo, fotoquímica, fotoproteção, 

Anacardium occidentale 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



PHOTOCHEMICAL ACTIVITY AND OXIDATIVE PROTECTION IN 

CASHEW SEEDLINGS EXPOSED TO DROUGHT AND HIGH LIGHT 

Author: Cristina Silva de Lima 

Adviser: Prof. Dr. Joaquim Albenísio Gomes da Silveira 

 

ABSTRACT 

In this study were characterized biochemical and physiological mechanisms 

arising from photoinhibition that act in the modulation of photochemical activity and 

oxidative protection, helping to reduce photo oxidative damage in response to drought 

and high light stresses in cashew plants. The seedlings were obtained from seeds and 

grown in substrates by mixing sand and vermiculite (ratio 1:1) in plastic bags, with a 

volume of 2 liters. Drought stress was imposed by withholding the water supply to the 

plants (± 20 days) in greenhouse conditions. For exposure to light treatments and 

recovery to the light effect, the plants were placed in a chamber with controlled 

conditions of relative humidity (60% ±5) and temperature (30°C ±2). The plants 

subjected to drought stress showed a marked decrease in photosynthesis when exposed 

to excess light (combination of drought with high luminosity), compared with those 

irrigated. This higher sensitivity of CO2 fixation to excess light on plants under drought 

was associated with a higher intensity of damage to the photochemical apparatus, as 

indicated by measures of effective quantum efficiency and apparent electron transport 

rate. The data show that the reduction of photosynthetic activity in response to excess 

light, has been attributed in part to process photoinhibition occurred under these 

conditions as shown by a drastic reduction in potential maximum quantum efficiency of 

PSII (given by Fv/Fm ratio). The results also suggest that the intense photoinhibition, 

triggered by excess light, may have assisted in photoprotection, because under these 

conditions there was no oxidative damage, as indicated by the absence of changes in 

H2O2 content and lipid peroxidation (TBARS content). This photochemistry protection, 

assigned to photoinhibition in this study, is enhanced due to non-occurrence of 

dissipation of excess energy through non-photochemical quenching (NPQ), because this 

mechanism did not show significant changes after long periods of exposure to excessive 

light. However, the energy dissipation through NPQ in response to short time of 

exposure to excessive light, observed here indicates that when the PSII activity is 

normal this mechanism is essential to the protection photochemistry. The role of 

photoinhibition for photo oxidative protection can be attributed to the effect of this 



process on reducing the activity of PSII and consequent lower photochemical activity, 

resulting in lower electron transfer. This suggestion is also reiterated in this study based 

on the reduction of the content of D1 protein, a major component of structural and 

functional PSII, and plastocyanin (PC), another major carrier of electrons. The 

modulation these proteins content may have contributed to restrict the formation of 

ROS and consequent oxidative damage under conditions inducing photo oxidatives 

stress such as drought associated with high luminosities, in this species. 

 

Keywords: Abiotic Stress, photo oxidative stress, photochemistry, photoprotection, 

Anacardium occidentale 
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1. JUSTIFICATIVA E CARACTERIZAÇÃO DO PROBLEMA 

 

Em áreas localizadas em regiões semiáridas predomina uma combinação 

complexa de fatores de estresses abióticos, envolvendo seca, salinidade, elevada 

radiação solar e temperaturas relativamente altas (CAVALCANTI et al., 2004; 

MITLER, 2006). Esses stresses, isolados e principalmente combinados, podem afetar 

diversos processos bioquímicos e fisiológicos essenciais que comprometem o 

funcionamento celular (KREPS et al., 2002; RIZHSKY et al., 2004; MITLER, 2006; 

KOTAK  et al., 2007; KANT et al., 2008). O entendimento preciso dos distúrbios 

metabólicos causados pelos efeitos desses fatores abióticos é essencial para a 

identificação e caracterização de mecanismos diretamente responsáveis pela resistênca 

e/ou tolerância vegetal contra esses estresses. 

Mesmo o ambiente semiárido apresentando condições desfavoráveis para o 

desempenho vegetal, algumas espécies vegetais são relativamente bem adaptadas ao 

cultivo nessas áreas. Essas espécies, a exemplo do que ocorre no cajueiro, parecem estar 

condicionadas a esses fatores limitantes por terem desenvolvido mecanismos genéticos, 

moleculares e fisiológicos para lidar com essas condições adversas (SILVEIRA et al., 

2003). De fato, plantas de cajueiro apresentam bom desenvolvimento quando cultivadas 

em locais que apresentam restrição hídrica, excesso de salinidade e temperaturas 

elevadas em diversas áreas do semiárido no Brasil (FERREIRA-SILVA et al., 2008; 

2011).  

O entendimento de componentes metabólicos responsáveis pela proteção à seca 

e luminosidade elevada presentes de forma isolada e combinada, condições típicas no 

semiárido, poderá auxiliar na identificação de metabólitos, proteinas e bem como de 

genes relacionados com mecanismos de defesa celular. No geral, os mecanismos 

moleculares, bioquímicos e fisiológicos envolvidos nas respostas das plantas aos 

estresses combinados são complexos (KREPS et al., 2002; RIZHSKY et al., 2004; 

MITLER, 2006; KOTAK  et al., 2007; KANT et al., 2008). No entanto, informações 

claras desses mecanismos são fundamentais para o desenvolvimento de novas 

estratégias de manipulação genética visando o aumento da resitência das plantas a 

estresses abióticos (VALLIYODAN e NGUYEN, 2006). 

O metabolismo oxidativo é correntemente a área mais promissora da biologia 

vegetal para investigar redes metabólicas complexas, envolvidas na resposta a estresses 

ambientais (MITTLER et al., 2004, GECHEV e HILLE, 2005, MØLLER et al., 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0098847211001365#bib0235
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0098847211001365#bib0120
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0098847211001365#bib0240
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2007; ŚLESAK et al., 2007). Esse consenso é atribuido ao fato de que as mudanças do 

estado de oxido-redução, no ambiente celular, podem modular uma diversidade de 

respostas metabólicas, envolvendo principalmente a atividade enzimática e a expressão 

gênica, podendo levar a uma nova homeostase celular compatível com a resistência 

(PFANNSCHMIDT, 2003; WAGNER et al., 2008; VASSILIEVe BRUCE; 2008;). No 

entanto, apesar de o metabolismo oxidativo representar uma rota comum para as vias de 

sinalização envolvidas com a expressão de genes relacionados com a tolerância a 

estresses (NEILL et al., 2002), o  entendimento preciso destes processos ainda é 

bastante restrito (MITTLER, 2002 e MITTLER et al., 2004).  

Os estresses de luminosidade elevada e de deficiência hídrica podem causar uma 

acumulação excessiva de espécies reativas de oxigênio na celula vegetal, podendo levar 

a expressivos danos oxidativos (BJÖRKMAN e POWLES,1984). Esses fatores podem 

ainda interagir de forma negativa quando presentes simultaneamente, em função do 

excesso de radiação poder intensificar os danos oxidativos causados pelo estresse 

hídrico (BJORKMAN et al., 1980). Nas plantas submetidas à deficiência hídrica há uma 

diminuição da atividade fotossintética causada, em grande parte, pela restrição 

estomática, devido a limitação do influxo de CO2 para o mesófilo foliar (CORNIC, 

2000; CHAVES et al., 2003). Nessas condições, o excesso de luz pode causar uma 

super redução dos sistema de carreamento de elétrons nos cloroplastos, potencializando 

a geração de danos oxidativos (NISHIYAMA et al., 2006).  

Estudos tem demonstrado que a combinação dos estresses de baixa umidade 

relativa e luz elevada predispõem as plantas à fotoinibição, levando a redução da 

fixação de CO2, podendo levar à danos oxidativos e morte celular (CHAVES e 

OLIVEIRA, 2004). Assim, os estresses hídrico e de luminosidade elevada podem estar 

diretamente relacionados com a modulação de processos metabólicos vitais na célula, 

como a fotossíntese e distúrbios oxidativos. Dessa forma, espécies que apresentam 

relativa aclimatação a ambientes onde predominam esses fatores, como o cajueiro, 

podem representar modelos de estudo capazes de apresentar respostas metabólicas 

compatíveis com a proteção celular nessas condições. Ainda mais elucidativos, podem 

ser estudos que utilizam essas espécies quando expostas a aplicação simultânea de dois 

estresses interativos (como seca e excesso de luz), os quais podem contribuir para o 

entendimento dos danos metabólicos que comprometem o desempenho vegetal no 

semiárido.  

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0098847211001365#bib0310
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2. REFERENCIAL TEÓRICO 

 

2.1. Respostas fotossintéticas a deficiência hídrica e ao estresse de luminosidade 

elevada 

 

 A fotossíntese é composta de dois diferentes processos: etapa fotoquímica e de 

fixação de carbono. A fixação de carbono requer a energia do ATP e equivalentes 

redutores NADPH gerados pelas reações fotoquímicas. Esta consiste de uma série de 

etapas realizadas por quatro complexos proteicos localizados na membrana do tilacóide, 

incluindo dois fotossistemas (FSs), um complexo citocromo b6 f e uma sintase do ATP 

(NELSON e BEN-SHEM, 2004; NELSON e YOCUM, 2006) (Figura 1). Os fótons 

absorvidos pelos complexos antena de cada FS é convertido em energia de excitação, 

que é necessária para induzir a separação de cargas no centro de reação (VASSILIEV e 

BRUCE, 2008; MUH et al., 2012). A separação de carga dirige o transporte de elétrons 

entre os dois fotossistemas para gerar NADPH e ATP no processo (NELSON e BEN-

SHEM, 2004). Os quatro supercomplexos nas membranas do tilacóide, cooperam em 

série, para realizar a reação fotoquímica (ANDERSSON e ANDERSON, 1980; 

KOURIL et al., 2012; NEVO et al., 2012) (Figura 2). 

 As plantas crescem sob contínuas mudanças das intensidades de luz, dessa forma 

a luz é o fator ambiental mais dominante na regulação das atividades fotossintéticas 

(NISHIYAMA et al., 2001; VASS, 2012). Aliás, a fotossíntese é o primeiro alvo 

fisiológico de outros estresses ambientais: salinidade, altas temperaturas e seca 

(MUNNS e TESTER, 2008; LIU e HUANG, 2008; CHAVES et al. 2009). O estresse 

hídrico induz muitas respostas fisiológicas, bioquímicas e moleculares em que a 

fotossíntese é bastante afetada (CHAVES et al., 2009). Contudo, há uma antiga 

controvérsia se o estresse hídrico primariamente limita a fotossíntese pelo fechamento 

estomático (CHAVES et al., 2009), através da reduzida condutância do mesófilo 

(MASSACCI e LORETO, 2001; CENTRITTO et al., 2003; FLEXAS et al., 2004) ou 

pelo prejuízo metabólico (BOYER, 1976; LAWLOR, 1995).  

 Geralmente, durante o início do estresse hídrico, a limitação estomática é 

responsável pelo declínio da fotossíntese (CHAVES, 1991; CORNIC, 2000). Com o 

progresso do estresse hídrico e desidratação do tecido, ocorre um prejuízo metabólico 

gradual (KAISER, 1987), incluindo a limitação da fotofosforilação (YOUNIS et al., 

1979; TEZARA et al., 1999), regeneração da Ribulose 1-5 bifosfato (RuBP) 
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(GIMENEZ et al., 1992; GUNASEKERA e BWEKOWITZ, 1993), e atividade da 

Rubisco (MAROCO et al., 2002; PARRY et al., 2002). 

 Embora respostas das plantas ao estresse hídrico sejam relativamente bem 

conhecidas, o desempenho vegetal sob um ambiente mais complexo onde os estresses 

são multiplos é fragmentado. Isto é devido, pelo menos em parte, ao fato de que as 

respostas vegetais a estresses simultâneos (seca, luz excessiva e calor) que podem ter 

ocorrência comum no campo geralmente não são inferidas de estudos de fatores 

individuais (MITLER, 2002). Por exemplo, plantas frequentemente absorvem mais 

energia luminosa do que elas necessitam para fotossíntese sob estas condições de 

estresse. Nesse caso a capacidade das reações que convertem energia solar em energia 

química é limitada e esse distúrbio na captação da energia luminosa pode gerar um 

desequilíbrio na produção de NADPH e ATP e as reações de fixação de carbono da 

fotossíntese, além de reforçar a inativação do FSII quando as plantas estão submetidas à 

condição de deficiência hídrica (BJORKMAN e POWLES, 1984; VALLADARES e 

PEARCY, 1997). 

 

Figura 1. Cloroplasto e organização do tilacóide. Figura esquemática da organização 

A) dos tilacóides no cloroplasto e B) das proteínas membranares fotossintéticas 

na membrana do tilacóide. Modelo modificado por Dekker e Boekema 2005. 

  

 Nessas condições, em que ocorre excesso de absorção da energia luminosa, há 

acúmulo de energia de excitação nos cloroplastos a qual pode causar danos aos centros 

de reações dos fotossistemas (GUO et al, 2007). Esses danos podem levar a foto-

inibição, o que corresponde a um processo fisiológico caracterizado pela redução lenta e 

reversível da atividade fotossintética, como resultado da exposição à radiação excessiva 

(LONG et al., 1994; LI et al., 2009).   
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Figura 2. Reações na fotossíntese. A fotossíntese se inicia com excitação das 

clorofilas no complexo coletor de luz II (LHC). A energia é transferida para o 

centro de reação do fotossistema II. Ao mesmo tempo, uma molécula de água ligada ao FSII no 

lado do lúmen da membrana é oxidada no cluster de manganês (Mn). Um elétron é excitado e 

um próton (H
+
) é liberado. FSII encaminha o elétron excitado através do pool de plastoquinona 

(PQ), citocromo b6f e plastocianina ao FSI onde o elétron é novamente excitado. Através de 

ferredoxina (Fd) e ferredoxina NADP
+
 redutase (FNR) o elétron e um próton formam NADPH. 

Este transporte de elétrons também resulta em um gradiente de próton, o que leva a sintase do 

ATP, a formar ATP. (Rochaix, 2011).  

 

 Quando células fotossintéticas são expostas a luz em qualquer intensidade 

ocorrem dois fenômenos, nomeados, inativação do FSII induzida pela luz (fotodano ou 

fotoinativação) e reparo do FSII fotodanificado. A extensão da fotoinibição do FSII 

depende do balanço entre fotodano e a taxa de reparo. A taxa do fotodano e a taxa de 

reparo do FSII são relacionadas com a intensidade de luz incidente. Sob intensidades de 

luz de aproximadamente 50 a 200 µmol m
-2

s
-1

, a taxa de reparo é muito maior que a taxa 

do fotodano, para a maioria das plantas C3. Quase todo FSII esta na forma ativa, o grau 

de fotoinibição, ou seja, o nível de FSII inativo é baixo. Sob intensidade de luz de 

aproximadamente 1000 µmol m
-2

s
-1

, a taxa de fotodano é maior que a taxa de reparo. A 

900 µmol m
-2

s
-1

, a taxa de fotodano e reparo são balanceadas, onde aproximadamente 

metade do FSII é inativo e a extensão da fotoinibição é aproximadamente 50% 

(MURATA et al., 2012).  

 Como os níveis de radiação não só variam entre diferentes habitats, mas também 

flutuam ao longo do dia e ao longo do ano, as plantas adquiriram diversas habilidades 

para se adaptar a diferentes intensidades de luz (SUORSA et al., 2012). Há ajustes a 

nível morfológico e anatômico, bem como a nível celular e subcelular. Esses ajustes 

podem ser divididos em respostas de curto ou longo prazo, que ocorrem em escalas de 

tempo de segundos e minutos até vários dias, respectivamente (BAILEY et al., 2004; 

DIETZEL e PFANNSCHMIDT, 2008). Tradicionalmente, as respostas de curto prazo 
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incluem: (1) a dissipação do excesso de energia luminosa como calor, que é um 

componente da dissipação não fotoquímica (NPQ) (HORTON et al., 1996; MÜLLER et 

al., 2001); e (2) estado de transição, em que a quinase de estado de transição7 (STN7) 

catalisa a fosforilação no complexo coletor de luz II (LHCII), que transfere energia de 

excitação não apenas para o FSII mas também para o FSI (ALLEN e FORSBERG, 

2001).  

 Contrariamente, respostas de longo prazo à luz, surgem de mudanças na 

expressão gênica, alterando as quantidades e estequiometria das proteínas fotossintéticas 

e complexos proteicos (PFANNSCHMIDT, 2003; WAGNER et al., 2008). Outras 

respostas de aclimatação a luz incluem movimento das folhas e do cloroplasto e 

alterações no grau do empilhamento granal (ANDERSON e ARO, 1994), assim como 

na espessura das cutículas e camadas de tricomas. Isso ocorre porque todo o corpo de 

uma espécie de planta está adaptado para o macroclima predominante em seu habitat 

natural. O tamanho, o número total e o arranjo das folhas estão adaptados ao ambiente 

de luz. Plantas crescidas em regiões de limitação de luz desenvolvem folhas grandes 

para recolher o máximo de luz. Em regiões com alta incidência luminosa as plantas 

desenvolvem pequenas folhas, dispostas de modo que o sombreamento mútuo ocorra. 

Algumas plantas parecem ter evoluído a capacidade de alterar o ângulo das folhas, a fim 

de ajustar a superfície que é exposta à luz (KOLLER, 1990).  

 Dentre os ajustes em um nível celular, espécies-específicas, podemos citar: 

mudança na arquitetura das folhas, a maneira como as células são reunidas, bem como a 

proporção de mesófilo paliçádico e esponjoso. Também as propriedades da epiderme e 

da cutícula, como a presença de pêlos, ceras ou o número de estômatos influencia a 

quantidade de luz absorvida pela planta (BUCHANAN et al., 2000). A nível subcelular 

o número total de cloroplastos e a orientação deles (HAUPT, 1990) e o empacotamento 

da membrana do tilacóide (cloroplasto sombreados) ou pequenos granos (cloroplasto 

ensolarados) podem ser adaptados (LICHTENTHALER et al., 1981). Muitas respostas a 

intensidades variáveis de luz acontecem a nível molecular e bioquímico. A composição 

de proteínas e outros compostos são constantemente arranjados para maximizar o 

desempenho fotossintético e o desenvolvimento em geral (DEMMIG-ADAMS e 

ADAMS, 1992). 
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2.2. Fluorescência como uma medida da atividade fotossintética 

 

O processo de absorção de luz pelos pigmentos fornece um modo de 

determinação do desempenho fotossintético. Clorofilas ou outros pigmentos absorvem a 

luz e as transmitem para os centros de reação. Principalmente clorofila a constitue a 

antena, mas, isto pode variar com as espécies. Se o excesso de radiação age sobre os 

pigmentos, pode não haver centros de reação abertos o suficiente para capturar toda a 

excitação fornecida e mais energia deverá ser dissipada como calor ou fluorescência 

(FALKOWSKI e RAVEN, 1997). Em 1931, Kautsky descobriu que a iluminação de 

uma folha adaptada ao escuro, origina um aumento rápido na fluorescência, seguido de 

um lento declínio - o efeito de Kautsky (GOVINDJEE, 1995).  

Os centros de reação estão abertos, se eles são capazes de utilizar a energia de 

um fóton absorvido para transferir um elétron para plastoquinona. Quando a 

plastoquinona é reduzida, os fótons que chegam ao centro de reação não podem ser 

utilizados até que o próximo aceptor receba o elétron, reoxidando a plastoquinona. 

Nesta situação, os centros de reação encontram-se fechados e nesse caso, mais fótons 

são reemitidos como fluorescência (RUBAN e JOHNSON, 2010).  

Todos os centros de reação são abertos quando as células são adaptadas ao 

escuro. Na fluorometria modulada, um pulso saturante de luz é usado para fechar todos 

os centros de reação rapidamente, e a Fm, fluorescência máxima, é obtida. F0 é a 

fluorescência mínima constante no escuro quando todos centros de reação estão abertos 

(RUBAN e JOHNSON, 2010) e fluorescência variável, Fv é o valor de fluorescência 

que resulta da subtração do F0 a partir de Fm (KOOTEN e SNEL, 1990). O máximo 

rendimento quântico potencial do fotossistema II é dada pela razão Fv/Fm, medido em 

material adaptado ao escuro. 

Se o aparelho fotossintético é submetido a uma dada intensidade de luz actínica, 

a fluorescência basal é denotada como F0'(fluorescência mínima de um aparelho 

fotossintético adaptado a uma dada intensidade de luz actínica), e um pulso de saturação 

na mesma intensidade de luz actínica determina Fm', o máximo de fluorescência em 

dadas condições de adaptação à luz (CARTAXANA e SERÔDIO, 2008), alterando 

consequentemente Fv’.  

Em folhas adaptadas à luz, o rendimento quântico efetivo do fotossistema II é 

dado pelo produto do rendimento quântico dos centros reacionais do fotossistema II 

adaptado à luz pelo coeficiente de extinção fotoquímica, qP, que representa a fração dos 
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centros reacionais abertos do FSII. Curvas rápidas de luz (RLCs) proporcionam ainda 

uma estimativa da eficiência fotossintética (α), a capacidade, dada pelas taxas máximas 

de transporte de eletróns relativos (ETR m) e do índice de saturação de luz (Ek) 

(WHITE e CRITCHLEY, 1999; SERÔDIO et al, 2006; BELSHE et al, 2007), através 

da construção de curvas que relacionam a intensidade PAR e ETR observadas, e mais 

tarde com o ETR esperado (PLATT e JASSBY, 1976). Como tal, os rendimentos 

podem ser utilizados para estimar a atividade fotossintética de cloroplastos em qualquer 

intensidade de luz dada, e em diferentes condições estressantes. 

 

2.3. Estresse fotoxidativo 

 

 Além do fotodano aos centros de reações, a exposição a forte radiância causa 

superexcitação do aparato fotossintético que induz a produção de perigosas espécies 

reativas de oxigênio (EROs) (NISHIYAMA et al., 2001; VASS, 2012). Quando as 

plantas absorvem mais luz do que elas podem usar pela fotoquímica há um excesso de 

entrada de elétrons do complexo de evolução do oxigênio sobre a saída de elétrons via 

redução de CO2 nas reações do ciclo de Calvin. Isto leva a acumulação de elétrons 

dentro da maquinaria fotossintética. Em paralelo, a pressão parcial de O2 é crescente 

devido aos altos níveis de clivagem da água.  Sob condições de alta luz, contudo, o 

relaxamento do estado de energia de um composto específico ocorre muito mais 

lentamente porque a cadeia de transporte de elétrons esta sobrecarregada, assim 

aumentando a probabilidade de transferência de energia para o O2 (NIYOGI, 1999). 

Nestas circunstâncias, quantidades consideráveis de energia são transferida das 

clorofilas ao O2, e com isto altos níveis de EROs são formados (NISHIYAMA et al., 

2006) (Figura 3). 

 As EROs mais proeminentes são os radicais superóxido (O2 
●-

), os radicais 

perhidroxila (HO2
●
), peróxido de hidrogênio (H2O2), hidroxil (OH

●
) e o oxigênio 

singleto (
1
O2). O O2 

●-
, H2O2 e OH

● 
 são produzidos como resultado do transporte de 

elétrons, enquanto o 
1
O2 é produzido como resultado da transferência de energia de 

excitação (ASADA, 1999). Particularmente H2O2 pode facilmente passar as membranas 

biológicas e causar danos às células (KRIEGER-LISZKAY, 2005; VAN BREUSEGEN 

e DAT, 2006). Além disso, quando a disponibilidade de NADP
+
/NADPH for 

essencialmente reduzida, o lado aceptor do FSI e a ferredoxina podem reduzir 
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diretamente o oxigênio molecular (MEHLER, 1951), formando O2
●-

 que é processado a 

H2O2 pela dismutase do superóxido (SOD) (ASADA, 2006). O peróxido de hidrogênio, 

por sua vez pode ser transformado em OH
●
 e OH

-
 por ligantes de metais reduzidos 

(reação de Fenton) como o ferro-enxofre (MITLER, 2002). Assim, nas organelas e 

membranas celulares o dano oxidativo pode se propagar rapidamente, desencadeando 

reações em cadeia geradoras de radicais peroxil (ROO
-
), particularmente em membranas 

enriquecidas com ácidos graxos insaturados, tais como tilacóides ou membrana 

plasmática (NIYOG, 1999).  

 Sendo a principal fonte de formação de EROs, a maquinaria fotossintética é 

também a estrutura mais suscetível de ser danificada pelo excesso de radiação. O alvo 

principal de dano fotoxidativo é o fotossistema II (FSII), especialmente a proteína do 

seu centro de reação D1, que esta ligada a maioria dos cofatores envolvidos na 

separação de carga e transporte de elétrons (BARBER e ANDERSON, 1992; ARO et 

al., 1993; YAMAMOTO et al., 2008). O dano oxidativo a qualquer parte dos 

fotossistemas diminui a eficiência e a taxa máxima de fotossíntese, um processo 

chamado de fotoxidação ou fotoinibição (KOK, 1956; MATSUBAR e CHOW, 2004). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. A produção de EROs na membrana do tilacóide. A produção de EROs é 

aumentada pela luz forte e também pela desaceleração do ciclo de Calvin. As setas 

vermelhas indicam transporte de elétrons e a seta preta indica a transferência de 

excitação de energia. Fd, Ferredoxina; OEC, Complexo Evolução do Oxigênio; PC, 

Plastocianina (NISHIYAMA et al., 2006). 

 

 Para evitar formação massiva de radicais livres, as plantas desenvolveram vários 

mecanismos para prevenir ou reduzir danos oxidativos durante a exposição à 

luminosidade elevada. Eles incluem várias vias alternativas de dissipação de energia 

(Tabela 1) e múltiplos sistemas antioxidantes (JALEEL et al., 2009). 
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Tabela 1.  Processos de fotoproteção e  tempo de ocorrência 

Processo Método de proteção Intervalo de tempo 

Movimento folha/cloroplasto Fuga da luz Minutos-horas- dias 

Redução do tamanho da antena Fuga da luz Horas-dias 

Estado de transição Balanceamento Minutos 

Ciclo das xantofilas Disssipação de calor Minutos 

 

 Entretanto, essas estratégias não são totalmente eficientes e ocorre a formação de 

EROs. Assim, o sistema antioxidativo é sempre ativo, visto que, tanto o transporte de 

elétrons fotossintéticos como o respiratório mitocondrial tem um vazamento basal de 

EROs (ZHANG et al., 2011; FOYER et al., 2012). Cerca de 5% dos elétrons são 

transferidos ao oxigênio também sob condição ambiente (SCHOPFER e BRENNICKE, 

1999). A eliminação das EROs é realizada através de diferentes enzimas e alguns 

antioxidantes de baixo peso molecular, tais como ascorbato (vitamina C), glutationa e α-

tocoferol (vitamina E) (ASADA, 2006; JALEEL et al., 2009).  

Duas enzimas desempenham um papel importante na desintoxicação de EROs 

no cloroplasto: a dismutase do superóxido (SOD), a qual catalisa a reação de 2 O2
●-

 e 2 

H 
+
 a O2 e H2O2, e a peroxidase do ascorbato (APX), a qual oxida 2 moléculas de 

ascorbato para reduzir H2O2 para 2 H2O (IVANOV, 1998). O ascorbato é restaurado 

pela reação espontânea de 2 moléculas de monodeidroascorbato a deidroascorbato e 

ascorbato. Deidroascorbato é reduzido para o ácido ascórbico pela redutase do 

deidroascorbato, que se oxida e condensa 2 moléculas de glutationa nesta reação. As 

glutationas oxidadas são reduzidas pela redutase da glutationa, que usa NADPH como 

doador de elétrons que reduz o pool de NADPH, possibilitando a passagem normal de 

elétrons pela CTE (MASTROPASQUA et al., 2012).  

Outra enzima antioxidante, desta vez responsável pela desintoxicação de EROs 

nos peroxissomos é a catalase que converte 2 H2O2 a 2 O2 e H2O (ASADA, 2006). 

Além das enzimas, temos outras moléculas antioxidantes como o α-tocoferol, que é 

integrado às membranas fotossintéticas e fornece proteção contra oxidação lipídica 

(HAVAUX et al., 2005), e os carotenóides (vitamina A), que têm um papel importante 

como antioxidante em membranas (WOITSCH e RÖMER, 2005).  

 Aliás, os carotenóides presentes nos complexos antena são considerados a 

primeira linha de defesa das plantas contra toxicidade do oxigênio singleto (
1
O2) devido 
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à sua capacidade para extinguir 
1
O2 e clorofilas tripleto através de dois mecanismos, um 

físico e um químico. O primeiro envolve a transferência da energia de excitação seguida 

por dissipação na forma de calor e o segundo envolve a reação química com o 
1
O2 

(EDGE et al., 1997; NOCTOR e FOYER, 1998; STAHL e SIES, 2003; 

TRIANTAPHYLIDÈS e HAVAUX, 2009). O mecanismo químico de extinção do 
1
O2 

com os carotenóides é uma reação secundária de menor importância se comparado com 

o mecanismo físico (EDGE et al., 1997;STAHL e SIES, 2003). 

  O papel desses antioxidantes na proteção do FSII da fotoinibição sempre ficou 

demonstrado em pesquisas anteriores, mas faltava determinar se eles afetavam 

diretamente o fotodano ou o reparo do FSII fotodanificado. O monitoramento da taxa de 

fotodano e da taxa de reparo separadamente e exame dos respectivos efeitos dos vários 

distúrbios nos dois processos, permitiu a indicação de que mais do que proteção do FSII 

ao fotodano, os antioxidantes estimulam a síntese de proteínas, com reparação resultante 

do FSII e mitigação de fotoinibição. (MURATA et al. 2012). 

 

2.4. Mecanismos celulares de fotoproteção 

 

 Para proteger o cloroplasto do dano de energia luminosa excedente durante o 

estresse hídrico, as plantas desenvolveram mecanismos de tolerância para eliminá-los 

rapidamente. Acredita-se que a dissipação térmica da energia luminosa, absorvida em 

excesso (medida como dissipação não fotoquímica, NPQ) pelo complexo antena coletor 

de luz do FSII, seja um dos mais importantes mecanismos regulatórios ativados 

rapidadamente (HOLT et al., 2004; HORTON et al., 2005; LAVAUD e KROTH, 

2006). Em plantas superiores, NPQ é acionado pela formação de um gradiente de 

prótons trans-tilacóide (ΔpH) dirigido pela luz, em que ambos, a protonação do 

complexo antena coletor de luz e a produção de xantofilas de-epoxidadas estão 

envolvidas (LAVAUD e KROTH, 2006). 

 Estes mecanismos de dissipação de energia são indicados por declínios na 

fluorescência da clorofila a, traduzidos pelos coeficientes de extinção da fluorescência, 

(coeficiente de extinção fotoquímico, qP e coeficiente de extinção não fotoquímico, qN) 

mensuráveis com fluorímetros de luz modulada. Então, os efeitos dos fatores climáticos 

ou regimes hídricos no desempenho fotossintético das plantas podem ser rapidamente 

avaliados pela medição da fluorescência da clorofila, que é um método não invasivo e 

não destrutivo (BAKER, 2008). Este método tem sido frequentemente usado como um 
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potencial indicador de estresse ambiental e como um método de seleção de plantas 

resistentes a esses estresses (GUO et al., 2005). Os rendimentos quânticos: i) do FSII 

(ΔF/Fm’), ii) da dissipação de energia regulada (YNPQ ), e iii) da dissipação de energia 

não regulada  (YNO ), que descrevem o destino da energia no FSII, dão indicações 

sobre a capacidade das plantas de se defrontarem com o excesso de energia de excitação 

(KLUGHAMMER e SCHREIBER, 2008). 

   Uma das formas de aliviar a pressão de excitação sobre os fotossistemas é o 

ajustamento do tamanho da antena de coleta. Por mecanismos que são principalmente 

baseados em regulação por retroalimentação, o tamanho da antena pode ser aumentado 

se as taxas da fotossíntese são limitadas pela absorção de luz ou diminuídas durante 

períodos de excesso de luz (NIYOGI, 1999). O tamanho básico da antena é determinado 

em longo prazo pela aclimatação a flutuações de luz dos habitats das plantas e é 

regulada pelos níveis de expressão do gene lhc e/ou degradação da proteína Lhc 

(LINDAHL et al., 1995). Em curto prazo alterações dos complexos antena são 

destacadas e redistribuídas no interior da membrana do tilacóide num processo 

denominado de estado de transição. Este processo é controlado pelo estado redox do 

pool de plastoquinona (ALLEN, 2003). Em condições fotoinibitórias o pool de 

plastoquinona é reduzido. Isso ativa a quinase que especificamente fosforila proteínas 

periféricas LhcII, que, posteriormente, perdem o contato com o complexo nuclear de 

FSII  e são redirecionados e ligados ao complexo núclear de FSI (ALLEN, 1995). 

Enquanto a redução do tamanho da antena do FSII diminui a pressão de excitação em 

FSII, ainda esta sendo discutido de forma controversa, se a transferência para o FSI está 

contribuindo para fotoproteção. Por um lado, a passagem do fluxo de energia de 

excitação para FSI esta proporcionando um melhor fluxo de elétrons através do FSII. 

Por outro lado, há resultados que indicam que o sistema de quinase parece ser inativado 

sob condições de estresse de luz (RINTAMÄKI et al., 1997). 

 Outra estratégia de fotoproteção é drenar as altas taxas de transporte de elétrons 

através da cadeia transportadora de elétrons em condições fotoinibitórias 

(TAKAHASHI et al., 2009). Nisto, os prolongados períodos de meia-vida de estados de 

alta energia de cofatores fotossintéticos são reduzidos e menos energia pode ser 

transferida para o oxigênio, logo, menos radicais são formados. A dissipação de elétrons 

dos fotossistemas sobrecarregados pode ser alcançada através do aumento da função 

oxigenase da ribulose 1,5-bisfosfato carboxilase/oxigenase (Rubisco). Nesse processo, 

chamado fotorrespiração, glicolato-2-fosfato é produzido e posteriormente metabolizado 
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na via fotorrespiratória para formar o intermediário glicerato-3-fosfato do ciclo de 

Calvin. Durante este processo metabólico, CO2 e NH3 são produzidos e ATP e 

equivalentes redutores são consumidos (Figura 4) (FOYER et al., 2009). Embora isto 

leve a uma redução das taxas de assimilação de CO2 fotossintética, precisamente essa 

ineficiência pode servir como dreno de energia e previnir a fotoinibição. (WINGLER et 

al., 2000; TAKAHASHI et al., 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Rota da fotorrespiração. 1- Rubisco; 2- Fosfoglicolato fosfatase; 3- glicolato 

oxidase; 4-serina: glioxilato aminotransferase; 5- glutamato:glioxilato aminotransferase; 

6-glicina descarboxilase; 7-serina hidroximetil transferase; 8-redutase do 

hidroxipiruvato; 9- quinase do glicerato; 10- sintetase da glutamina; 11-  sintase do 

glutamato; 12-trocadores dicarboxilato; 13-catalase. (Foyer, 2009). 

  

 Outro caminho dependente de oxigênio para manter o fluxo de elétrons sob 

condições fotoinibitórias é referido como transporte de elétrons pseudocíclico ou ciclo 

água-água. Este processo se utiliza da elevada eficiência das enzimas de desintoxicação 

das EROs, geradas no lado aceptor de FSI através da reação Mehler (MEHLER, 1951). 

Durante o processo, superóxido esta sendo processado a H2O2 através da SOD seguido 

pela formação de água pela peroxidase do ascorbato. O ascorbato oxidado durante esta 

reação esta sendo reduzido novamente pela redutase do ascorbato, que oxida duas 

moléculas de glutationa. Glutationa condensada é reduzida por NADPH, que é 

produzido pelas reações fotoquímicas. Nesta forma, os quatro elétrons obtidos a partir 

de H2O são consumidos no final da cadeia de transporte de elétrons através da redução 

de O2 para água (ASADA, 1999). Estima-se que este ciclo pode atingir entre 10% e 
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30% dos níveis normais de transporte lineares de elétrons (BIEHLER e FOCK, 1996; 

LOVELOCK e WINTER, 1996). Desta maneira a produção controlada de O2
• -

 e H2O2 

pode ajudar a prevenir a descontrolada formação de EROs.  

 Duas vias de transporte de elétrons (linear e cíclico) ocorrem nas membranas 

fotossintéticas onde os elétrons podem ser alternados entre o FSII ou FSI. Acredita-se 

que este último represente um papel importante na fotoproteção. No lado aceptor do FSI 

basicamente dois sistemas estão competindo pelo poder redutor da ferredoxina. A 

energia pode ser utilizada para reduzir NADP
+
 pela ferredoxina-NADP

+
-redutase, ou 

pode ser oxidado por uma plastoquinona ferredoxina- oxidorredutase (Figura 5) 

(BENDALL e MANASSE, 1995). Ao entrar no segundo sistema, os elétrons são 

reintroduzidos no pool de plastoquinona de onde podem ser passados até citocromo b6 f 

e depois voltar para FSI. Desta forma, o transporte cíclico de elétrons não é apenas 

usado em condições de estresse de luz, mas em todas as condições, quando o ATP 

adicional é necessário, uma vez que a passagem de elétrons de plastoquinol a FSI é 

acompanhado pelo transporte de H
+ 

no lúmen do tilacóide, aumentando a síntese de 

ATP (HALL e RAO, 1999; JOHNSON, 2011). Enquanto a contribuição do transporte 

de elétrons cíclico na fotoproteção de FSII ainda não foi bem elucidada, tem sido 

mostrado que no caso de um pool de plastoquinona largamente reduzido, elétrons de 

alta energia, podem ser transferidos das plastoquinonas e feofitinas para o citocromo b6 

f. De lá, eles podem ser retornados para a clorofila, prevenindo assim a formação de 

clorofila tripleto (BARBER e DE LAS RIVAS, 1993; TAKAHASHI et al., 2009).  

 

 

Figura 5. Modelo da organização estrutural da cadeia fotossintética nas configurações 

de transporte de elétrons linear (esquerda) e cíclico (direita) (Joliot e Johnson, 2011). 
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2.5. Reparo do sistema FSII e turnover da proteína D1 

 

 Elétrons que escapam da cadeia transportadora de elétrons estão livres para 

reagir com o oxigênio e produzir EROs. Formação de EROs pode causar fotoinibição 

do FSII do lado aceptor ou doador (Figura 6). Do lado doador, a transferência de 

elétrons de Tyr Z
+ 

 para P680
+
 é interrompida e o P680

+
 ou Tyr Z

+
  altamente oxidantes 

podem conduzir à oxidação de moléculas vizinhas, tais como pigmentos e aminoácidos 

ou produzir EROs, tais como superóxido (NAPIWOTZKI et al., 1997). P680
+
 parece ser 

a principal causa dos danos diretos à proteína D1 no centro de reação, em condições 

normais de luz (YAMAMOTO, 2001). Por sua vez, na fotoinativação do lado do 

aceptor, a recombinação do aceptor de elétrons primário Pheo
- 
com P680

+
 podem gerar 

P680 tripleto, o qual reage com o oxigênio e gera 
1
O 2 (YAMAMOTO et al., 2008). Isto 

acontece por uma redução excessiva de QA invertendo o fluxo de elétrons, ou pela 

recombinação de carga entre os lados doador e aceptor (MURATA et al., 2007). Se Q A 

é duplamente reduzido a QA 
2
 
- 
 ou estabilizada por protonação (QAH 2), a fotossíntese é 

também  inibida (SARVIKAS et al., 2010). Os elétrons podem também vazar quando 

são transferidos do aceptor secundário de plastoquinona QB ao pool de plastoquinonas, 

originando O2
●- 

(YAMAMOTO et al., 2008). Estas EROs irão danificar os componentes 

do FSII, principalmente a proteína D1.  

Vários mecanismos estão presentes em plantas para protegê-las da formação de 

EROs, especialmente em plantas expostas ao estresse ambiental. Apesar destes 

mecanismos protetores, danos fotoxidativos bem como a fotoinibição são inevitáveis 

(TAKAHASHI e MURATA, 2008). Este ultimo, por sua vez, resulta em danos com 

subsequente degradação da proteína D1 conjuntamente com uma diminuição das 

proteínas do complexo coletor de luz (ARO et al., 1993). As plantas sobrevivem a esta 

fotoinibição através de um sistema de reparação eficiente, que envolve a degradação da 

proteína D1 danificada e a sua rápida substituição por uma cópia sintetizada de novo 

(HAUßÜHL et al., 2001; NIXON et al., 2010). A atividade do FSII depende do balanço 

entre a taxa do fotodano e do seu reparo e a fotoinibição do FSII se torna aparente 

quando a taxa de fotodano excede a taxa de reparo (TAKAHASHI e MURATA, 2008; 

NISHIYAMA et al., 2011).   
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Figura 6. Danos ao FSII pelo fotoinibição do lado aceptor e doador. (A) A fotoinibição 

do lado doador do FSII. (B)Fotoinibição  do lado aceptor. Na fotoinibição do lado 

doador, o P680
+
  parece ser a principal causa dos danos diretos à proteína D1 no centro 

reação FSII, enquanto na fotoinibição do lado aceptor, o excesso de luz induz a 

formação de 
1
O2, que danifica  proteína D1. (Yamamoto et al., 2008). 

 

 Tem sido demonstrado que o fotodano é atribuído à absorção de luz diretamente 

pelo complexo de evolução do oxigênio (Figura 6) (ZHANG et al., 2011). Quando o 

complexo de evolução do oxigênio é danificado, o suprimento de elétrons para o centro 

de reação oxidado (P680
+
) é interrompido. Esse forte oxidante pode danificar os 

aminoácidos próximos, principalmente da proteína D1 (NISHIYAMA et al., 2011). O 

complexo de evolução do oxigênio danificado possibilita o acesso de moléculas de 

oxigênio ao P680, com geração resultante de superóxidos e outras EROs que podem 

causar danos oxidativos aos centros de reação (NISHIYAMA et al., 2006).  

Os danos estruturais da proteína D1 podem levar a mudanças de conformação do 

centro reação do FSII, impedimento de transferência de elétrons e consequente 

inativação parcial ou total do centro de reação FSII (YAMAMOTO et al., 2008). Danos 

e reparos da proteína D1 ocorrem simultaneamente sob estresse de luminosidade 

elevada e seu equilíbrio determina o grau de fotoinibição. Somente quando a taxa de 

reparo é igual à taxa de danos, é que a fotoinibição pode ser evitada. Por conseguinte, a 

manutenção do eficiente turnover de proteína D1 é muito importante para proteger 

aparelho fotossintético de estresses (NIYOGI,  1999). 

O reparo do FSII ocorre via a seguinte sequência de eventos: degradação 

proteolítica da proteína D1 danificada; síntese de novo do precursor da proteína D1 

(pre-D1); inserção do pre-D1 recém-sintetizado na membrana do tilacóide com a 
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concomitante organização de outros componentes do FSII; maturação da proteína D1 

via processamento carboxi-terminal do pre-D1; e organização e reativação do complexo 

de evolução do oxigênio via o auxílio de várias proteínas, como a Psb27 (Figura 7) 

(NOWACZYK et al., 2010; NISHIYAMA et al., 2011). Esse mecanismo de retorno 

eficiente e rápido da D1 mantém a fotossíntese em funcionamento.  

A elevada taxa de síntese e de rotação da D1 é resultado da sua atividade 

constante, uma vez que freqüentemente a proteína D1 sofre dano oxidativo quando 

catalisa a transferência de elétrons da água para plastoquinona através do cluster Mn 

(EDELMAN e MATTOO, 2008; KRIEGER-LISZKAY, 2005; LINDAHL et al., 2000). 

Em condições normais o reparo da D1 é afetado negativamente pelo excesso de 

produção de EROs. Se as células são expostas demasiadamente a elevada radiação, o 

ciclo de reparação não pode manter-se e a fotoinibição ocorrerá. A forma como a 

reparação é conduzida, mesmo em intensidades de luz baixa, permanece sem solução, 

mas as evidências sugerem que D1 é alvo de degradação através de um sinal, e a 

tradução de novos polipéptideos D1 é iniciada. Os polipeptídeos precursores D1 (PD1) 

são direcionados para os complexos danificados onde eles substituem as D1 degradadas 

(NIXON et al., 2010). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Modelo para a reparação de D1. Durante fotodano, pequenas proteínas tipo 

CAB (SCPs, ou HLIPS) protegem o complexo do FSII, provavelmente evitando a 

desfosforilação dos diferentes componentes, incluindo D1, até a chegada ao local de 

reparação nos tilacóides do estroma. Lá, a proteólise de proteína D1 danificadas nas 

membranas tilacóides é conduzida por um complexo protease FtsH2 / 3. Uma cópia D1 

nova é trazida ao local de reparação e é inserido FSII. Adaptado de Nixon et al. (2010) 
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Devido a importância da proteína D1, um dos temas principais desta tese foi 

avaliar o seu papel na proteção ao aparelho fotossintético em plantas de cajueiro 

submetidas aos estresses de luminosidade elevada e estresse hídrico, visto que dentre os 

diversos mecanismos desenvolvidos pela planta este provavelmente possa ter 

contribuído para a prevenção da fotoinibição seja suprimindo o fotodano e/ou 

aumentando os mecanismos de reparo do FSII danificado.  
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3. HIPÓTESE E OBJETIVOS 

 

Hipótese:  

 A ocorrência de fotoinibição modula a atividade fotoquímica, restingindo danos 

fotoxidativos, em respostas aos estresses isolados e combinados de luminosidade 

elevada e seca em mudas de cajueiro.  

 

 

Objetivo geral 

 

 Elucidar mecanismos bioquímicos e fisiológicos decorrentes da fotoinibição que 

atuam na modulação da atividade fotoquímica e proteção oxidativa, reduzindo 

danos fotoxidativos, em repostas aos estresses de luminosidade elevada e 

estresse hídrico em mudas de cajueiro. 

 

Objetivos específicos 

 

1. Induzir o processo de fotoinibição pela exposição ao estresse de luminosidade 

elevada isolada (até 2000 µmol de fótons m
-2

s
-1

) ou combinada com estresse 

hídrico em mudas de cajueiro; 

2. Mensurar parâmetros indicadores da eficiência fotoquímica do FSII (Fv/Fm, 

∆F/Fm´, ETR e NPQ), a partir de medidas de fluorescência da clorofila, em 

mudas de cajueiro expostas aos estresses hídrico e de luminosidade elevada; 

3. Mensurar parâmetros indicadores da eficiência fotoquímica do FSI (Y(I), 

Y(NO), Y(NA), Y(ND), Y(NPQ), ETRI), a partir de medidas de absorbância do 

P700, em mudas de cajueiro expostas aos estresses hídrico e de luminosidade 

elevada; 

4. Caracterizar mudanças de trocas gasosas por meio de medidas de fotossíntese 

(A), condutância estomática (gs), transpiração (E) e concentração interna de CO2 

(Ci) em resposta aos estresses hídrico e de luminosidade elevada em mudas de 

cajueiro; 

5. Demonstrar a ocorrência da fotoinibição com base na redução da PN e da relação 

Fv/Fm (eficiência quântica potencial do FSII) em resposta ao estresse de 

luminosidade elevada isolada ou combinada com estresse hídrico em mudas de 

cajueiro; 

6. Estimar a taxa de assimilação máxima de CO2 (PNmax), a respiração no claro 

(Rd), a taxa de carboxilação máxima da Rubisco (Vcmax) e a taxa de transporte de 

elétrons máxima (Jmax), a partir de curvas A-Ci, em mudas de cajueiro expostas 

aos estresses hídrico e de luminosidade elevada; 
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7. Verificar a ocorrência de danos oxidativos nos tecidos foliares pela medida dos 

conteúdos de H2O2 e TBARS e pelos coramentos in situ do H2O2 e do O2
•-
, em 

resposta aos estresses hídrico e luminosidade elevada em mudas de cajueiro;  

8. Avaliar o aumento de atividade fotorrespiratória por meio das atividades das 

enzimas catalase (CAT) e oxidase do glicolato (GO), e conteúdo de glioxilato, 

em resposta aos estresses hídrico e de luminosidade elevada em mudas de 

cajueiro; 

9. Avaliar mudanças no padrão de expressão das proteinas D1 e plastocianina, 

visando caracterizar o papel destas na limitação fotoquímica, e de Rubisco, para 

avaliar a limitação da fixação de CO2 com o seu conteúdo, sob condições de 

fotoinibição induzida por estresse hídrico e luminosidade elevada em mudas de 

cajueiro; 

10. Caracterizar as limitações do carreamento de elétrons pelas quinonas (QA, QB e 

pool de plastoquinonas), pela análise dos transientes O-J-I-P, durante a cinética 

rápida de indução de fluorescencia da clorofila em mudas de cajueiro expostas 

aos estresses de estresse hídrico e luminosidade elevada; 
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Resumo 

 

Os estresses abióticos de seca e de alta luminosidade são responsáveis por 

perdas significativas da produtividade agrícola nas regiões áridas e semiáridas. Nessas 

áreas, esses estresses estão presentes de forma combinada, causando distúrbios no 

metabolismo vegetal que resultam na redução do crescimento. Esses distúrbios incluem 

danos fotossintéticos, que podem resultar na produção excessiva de espécies reativas de 

oxigênio (EROs) e conseqüente estresse oxidativo. Assim, nesse capítulo foi realizada 

uma caracterização dos efeitos isolados e combinados da seca e da luminosidade 

elevada sobre processos relacionados à eficiência fotossintética e aos mecanismos de 

danos e de proteção oxidativa. A obtenção das mudas de cajueiro e aplicação dos 

tratamentos de seca e luminosidade foram realizados em casa de vegetação. Verificou-

se que sob estresse de seca e de radiação isolados e combinados as mudas de cajueiro 

apresentaram intensa redução dos parâmetros de trocas gasosas quando comparadas 

com as mudas controle. A seca e a radiação isoladas afetaram a fotossíntese líquida e a 

interação dos estresses resultou numa resposta sinérgica. A depressão da taxa 

fotossintética observadas nas plantas expostas a condição de seca isolada, em grande 

parte se deveu ao fechamento dos estômatos. No entanto, os parâmetros da 

fluorescência da clorofila a, indicaram que a inibição da atividade fotossintética nas 

plantas expostas a seca isolada não originou danos fotoinibitórios (decréscimo da 

eficiência quântica máxima, (Fv/Fm) e oxidativos nas folhas. As plantas expostas ao 

estresse isolado de luminosidade elevada apresentaram acréscimos significativos dos 

teores de dialdeído malônico (MDA) e H2O2. Na combinação dos estresses, o efeito da 

seca prevalece. Com relação a proteção oxidativa, a redução do peróxido nas plantas 

expostas a condição de seca foi acompanhado da atividade aumentada de APX e 
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reduzida de catalase, mostrando que a APX foi mais eficiente na remoção do peróxido e 

que APX e CAT tiveram atividades compensatórias. Da mesma forma a atividade da 

SOD respondeu eficientemente na remoção de O2
•-
 acumulado nas mudas expostas à 

seca tanto de forma isolada como combinada com a luz, indicando que o sistema de 

eliminação de espécies reativas de oxigénio, determinante da tolerância a estresses 

abióticos, funcionou de forma eficiente nas mudas de cajueiro expostas a estresses 

isolados e combinados de seca e luz. Com base nos resultados obtidos podemos concluir 

que provavelmente o estresse de luminosidade elevada causou maior distúrbio que o 

estresse de seca, sendo que a combinação dos estresses causaram interações antagônicas 

e sinérgicas. 

 

Palavras – chaves: Estresses abióticos; fotossíntese; fluorescência da clorofila; 

peroxidação lípidica; enzimas antioxidantes.      
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Abstract 

Drought and high light stress are responsible for significant losses in 

agricultural productivity in arid and semi-arid areas. In such areas, these stresses are 

present in combination causing disturbances in the plant metabolism which result in 

reduced growth. These disorders include photosynthetic damage, which may result in 

excessive production of reactive oxygen species (ROS) and consequent oxidative stress. 

Thus, in this chapter we performed a characterization of the isolated and combined 

effects of drought and high light on processes related to photosynthetic efficiency and 

mechanisms of damage and protection oxidative. Cashew seedlings obtaining as also 

the luminosity and drought treatments application were conducted in a greenhouse. It 

was found that cashew seedlings under isolated and combined drought and light stress 

exhibited strong reducing gas exchange parameters when compared with control plants. 

Drought and light isolated affected net photosynthesis and the interaction of stresses 

resulted in a synergistic response. Photosynthesis rate depression observed in plants 

exposed to drought isolated, is due largely to the closure of stomata. However, the 

parameters of chlorophyll fluorescence indicated that the inhibition of photosynthetic 

activity in plants exposed to drought alone did not result in damage photoinhibitory 

(decrease in maximum quantum efficiency, (Fv/Fm) and oxidative leaves, but the 

seedlings exposed light alone showed significant increases in levels of 

malondialdehyde, MDA and H2O2. In the combination of the effect of drought stress 

prevails. The reduction of peroxide in plants exposed to drought was accompanied by 

increased activity of APX and catalase reduced, showing that APX was more efficient 

in the removal of peroxide, and that APX and CAT had compensatory activities. 

Likewise SOD activity responded efficiently in the removal of O2
• - 

accumulated in the 

seedlings exposed to drought both alone and combined with the light, indicating that 
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disposal system of reactive oxygen species, determining the tolerance to abiotic stresses, 

worked efficiently in cashew seedlings exposed to single and combined stress of 

drought and light. Based on the results obtained we can conclude that probably the 

greatest stress disorder that caused light stress of drought, and the combination of 

stresses caused synergistic and antagonistic interactions. 

Key - words: Abiotic Stress; photosynthesis, chlorophyll fluorescence, lipid 

peroxidation, antioxidant enzymes. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

A seca combinada com elevadas temperaturas e alta irradiância é uma das 

maiores limitações à expansão de culturas (CHAVES e OLIVEIRA, 2004), pois inibe o 

crescimento da planta devido aos efeitos negativos sobre os principais processos 

fisiológicos e bioquímicos (TATAR e GEVREK, 2008). O tipo de resposta ao déficit 

hídrico e irradiância elevada depende da espécie, do estádio de desenvolvimento, do 

estado metabólico e da capacidade protetora da planta, assim como da duração e da 

intensidade do estresse (REDDY et al., 2004; SIMOVA-STOILOVA et al., 2008). Estas 

respostas podem incluir, entre outras, a diminuição da abertura estomática, a produção 

de proteínas específicas, o ajustamento osmótico e alterações nos níveis endógenos dos 

reguladores de crescimento (PASSIOURA, 1983).  

A nível celular pode ocorrer a perda de rigidez, mudanças na fluidez e 

composição da membrana, alterações nas concentrações de solutos, e interações 

proteína-proteína e proteína-lípidos (VALLIYODAN e NGUYEN, 2006). Embora a 

expansão celular seja um dos primeiros processos a ser afetado, a fotossíntese é um dos 

processos fisiológicos mais sensíveis ao déficit hídrico e irradiâncias elevadas 

(CHAVES et al., 2002). No caso de um déficit hídrico moderado, o fechamento dos 

estômatos é parcial e a planta recupera rapidamente quando se restabelecem as 

condições hídricas favoráveis (TEIXEIRA e RICARDO, 1983). O mesmo pode não 

acontecer quando o déficit hídrico tem efeitos mais drásticos, conduzindo ao 

fechamento completo dos estômatos. Em tais condições, a planta leva vários dias a 

recuperar e, em casos extremos, a capacidade fotossintética original pode nunca chegar 

a ser restabelecida (TEIXEIRA e RICARDO, 1983). 

 A limitação da assimilação do CO2 em plantas sujeitas ao déficit hídrico e/ou 

luminosidades elevadas provoca uma sobre-redução da cadeia fotossintética de elétrons 

e, se for excedida a capacidade de dissipar energia da radiação em excesso daquela que 

pode ser consumida, desencadeia-se o mecanismo de fotoinibição e a produção de 

espécies reativas de oxigênio (EROs) (DEMMIG-ADAMS e ADAMS, 1996). No 

entanto, as plantas possuem um sistema antioxidante complexo que lhes permite 

confrontarem-se com o EROs (SMIRNOFF, 1993). Contudo, quando a acumulação de 

EROs em condições de estresse (hídrico, térmico, etc.) excede a capacidade de remoção 

do sistema antioxidante, aparecem os danos oxidativos, incluindo a oxidação celular  

dos lipídios e proteínas, destruição dos pigmentos fotossintéticos e inativação das 
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enzimas fotossintéticas (SMIRNOFF,  1993). Então, o desenvolvimento do estresse 

oxidativo é um resultado do desequilíbrio entre a formação de EROs e a sua 

desintoxicação (SIMOVA-STOILOVA et al., 2008).  

Em geral, ficou evidente que os mecanismos diretamente responsáveis pela 

resistência e/ou tolerância vegetal contra os estresses, isolados ou combinados, são 

bastante complexos. Esse capítulo foi elaborado com intuito de caracterizar as respostas 

imediatas das plantas de cajueiro frente aos estresses isolados e combinados de seca e 

luminosidade. Os resultados obtidos nesse capítulo foram importantes para o 

entendimento das estratégias adaptativas da atividade fotossintética ao estresse hídrico e 

de alta luminosidade e primordiais para que possamos avaliar a capacidade de 

resistência ao estresse fotoxidativo. 
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2. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

2.1. Obtenção das mudas e aplicação de tratamentos de seca e de luminosidade 

elevada em casa de vegetação 

 

Sementes de cajueiro anão precoce (Anacardium occidentale), progênie CCP 

06, foram germinadas em uma mistura de areia e vermiculita, na proporção de 1:1, em 

sacos plásticos com capacidade de 2 kg. Durante a germinação e o crescimento inicial 

das plântulas, a umidade do substrato foi mantida próxima da capacidade de campo, por 

irrigações com água destilada. Após atingirem o estádio fisiológico de oito folhas 

expandidas (± 25 dias) as mudas foram divididas em dois lotes, dos quais um 

permaneceu sendo irrigado (controle) e o outro foi submetido ao estresse hídrico por 

meio da suspensão da rega durante 20 dias. Posteriormente, 6 plantas continuaram 

expostas a luz ambiente da casa de vegetação (1700 µmol m
-2 

s
-1

) e 12 plantas foram 

colocadas em baixo de uma tela sombrite (baixa luz: ≈ 10% da luz), sendo que a metade 

destas plantas (3 irrigadas e 3 submetidas a seca) foram mantidas sob a exposição a 

holofotes para aplicação do tratamento de luz alta (2000 µmol m
-2 

s
-1

) (Figura 1). Os 

tratamentos de luz (ambiente da casa de vegetação, baixa luz e alta luz), foram aplicados 

por um período de 12 h. 
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Figura 1. Plantas de cajueiro cultivadas sob condições controle (irrigada) e estressantes 

(suspensão de rega) e expostas ao tratamento de baixa luminosidade (200 µmol m
-2

 s
-1

) 

e de luminosidade elevada (2000 µmol m
-2

 s
-1

), utilizando uma tela sombrite, em casa de 

vegetação. 
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2.2. Medidas realizadas 

 

2.2.1. Curvas de resposta à CO2  

Foram realizadas curvas de resposta da fotossíntese à concentração de CO2. A 

fotossíntese foi acompanhada em diversas concentrações de CO2 na câmara de medida. 

Essas concentrações foram de 400, 300, 200, 100, 50, 400, 600, 800, 1200, 1600 e 2000 

ppm. A partir dessa curva foram calculados a eficiência de carboxilação da rubisco 

(Vcmax), taxa de regeneração de RuBP (Jmax), o ponto de compensação de CO2, a 

fotossíntese máxima, a condutância do mesofilo (gm) e a respiração na presença de luz 

(Rd). Durante a curva de resposta ao Ci, a intensidade de luz de medida no IRGA foi de 

1000 µmol fótons m
-2

 s
-1

(SHARKEY et al., 2007). 

Para realização das duas curvas foi utilizado o IRGA (LI-6400XT, LI-COR, 

EUA) com suprimento de CO2 e fonte de luz acoplados. 

 

2.2.2. Medidas de trocas gasosas e de fluorescência da clorofila 

As medidas da fluorescência da clorofila a foram realizadas em folhas maduras e 

completamente expandidas através do método do pulso de saturação (SCHREIBER et 

al., 1994; van KOOTEN e SNEL, 1990) com um fluorômetro modulado (LI-6400-40, 

LI-COR, EUA), acoplado com IRGA. A partir dos dados de fluorescência foi calculada 

a eficiência quântica máxima do FSII, pela relação [Fv/Fm = (Fm-Fo)/Fm], e os 

seguintes parâmetros: eficiência quântica efetiva do FSII [ΔF/Fm’ = (Fm’-Fs)/Fm’], 

coeficiente de dissipação fotoquímica [qP = (Fm’- Fs)/(Fm’-Fo’)], coeficiente de 

dissipação não fotoquímica [NPQ = (Fm-Fm’)/Fm’] e fluxo de fotons atual do FSII 

[ETR = (ΔF/Fm’ x PPDF x 0.5 x 0.84)]. Para determinar a taxa de transporte aparente a 

nivel de FSII (ETR), 0.5 foi usado como a fração de energia de excitação distribuida ao 

FSII, e 0.84 foi usado como a fração de entrada da luz absorvida pelas folhas.O Fm, Fo 

e Fv representam a fluorescência máxima, mínima e variável após adaptação das folhas 

a 30 min de escuro, respectivamente, e aquelas de Fm', Fo' e Fs representam a 

fluorescência máxima, mínima e no estado de equilíbrio dinâmico na presença de luz, 

respectivamente. As medidas realizadas na presença de luz foram feitas em folhas 

adaptadas às condições de irradiância prevalecentes na câmara de crescimento, após 

exposição por 10s a um feixe de luz de 270 mol m
-2 

s
-1

 fornecido pela própria fibra 

óptica do aparelho. 
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 Após as medidas de fluorescência, foram realizadas as medidas de taxas de 

fotossíntese líquida (A), condutância estomática (gs) e transpiração (E), com um Sistema 

Portátil de Fotossíntese (LI-6400XT, LI-COR, EUA) em folhas completamente 

expandidas submetidas à irradiância saturante (1000 mol m
-2

s
-1

) fornecida por uma 

lâmpada de halogênio externa, para saturar os fotossistemas sem danos. 

  

2.2.3. Determinação do conteúdo de H2O2 

O conteúdo de H2O2 foi determinado pelo método descrito por Gay et al. (1999). 

Neste ensaio, o peróxido de hidrogênio reage com Fe
+2

 a pH baixo, na presença do 

corante alaranjado de xilenol (XO) para a formação de Fe
+3

. A concentração de Fe
+3

 

gerada é calculada pelo aumento da absorbância, ocasionado pela formação do 

complexo Fe-XO. Para isso, 500 mg de tecido fresco de folhas foram macerados na 

presença de nitrogênio líquido. Após a obtenção de farinha homogênea, 1,5 ml de 

tampão borato-bórax 50 mM pH 8,4, foram adicionados, seguido de maceração por 

mais 3 minutos. As amostras foram centrifugadas a 13.000 x g por 20 minutos, a 4 ºC. 

Ao término, o sobrenadante foi coletado (H2O2 total) e o precipitado, descartado. Em 

seguida, alíquotas de 100 µl das amostras (diluídas, caso necessário) foram transferidas 

para tubos de ensaio e adicionado 900 µl de reagente contendo 0,25 mM de FeSO4, 0,25 

mM de (NH4)2SO4, 0,25 mM de H2SO4, 124 µM de alaranjado de xilenol e 99 mM de 

sorbitol. A mistura de reação foi incubada por 30 minutos, a 25 ºC, e posteriormente, 

foram realizadas as leituras de absorbância, no comprimento de onda de 560 ηm. As 

concentrações de H2O2 foram obtidas a partir de curva padrão e os dados serão 

expressos em µmol g
-1

 MS. 

 

2.2.4. Peroxidação de lipídios (TBARS) 

 

 A peroxidação de lipídios foi estimada pelo conteúdo de substâncias reativas ao 

ácido tiobarbitúrico (TBARS) conforme Heath e Packer (1968). Para isso,  0,1 g de 

folhas frescas foram macerados em almofariz na presença de N2 líquido seguido da 

adição de TCA 5% e maceração por mais 3 min. O extrato foi centrifugado a 12.000 x g 

durante 15 min em temperatura de 4 ºC. Em seguida, 0,5 ml do sobrenadante foram 

adicionados a 2,0 ml da solução TCA 20% e TBA 0,5% (p/v) e aquecida em banho 

maria a 95 ºC em tubos hermeticamente fechados durante 1 hora. Em seguida a reação 

foi interrompida em banho de gelo, e foram realizadas leituras a 532 e 660 m. O 
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conteúdo de TBARS foi estimado utilizando o coeficiente de extinção molar de 155 

mM
-1

 cm
-1

 após a subtração da absorbância obtida a 660 m daquela a 532 m.    

 

2.2.5. Detecção in situ de peróxido e superóxido 

 

 A detecção in situ de peróxido (H2O2) foi determinado baseado na metodologia 

proposta por Thordal-Christensen et al., (1997). Discos foliares foram infiltrados a 

vácuo sob condições de escuro com 10 mM de tampão fosfato de potássio, 10 mM 

NaNO3 e 0.1% (w/v) 3,3’- diaminobenzidina (DAB), pH 7.8. Os discos foliares foram 

incubados por aproximadamente 16h em condições de escuro e então descorados com 

0.15% (w/v) de ácido tricloroacético em 4:1 (v/v) etanol:clorofórmio por 48h antes de 

serem fotografadas. A detecção de superóxido (O2
-
) foi feita essencialmente como 

descrito por Jabs et al., (1996). Folhas destacadas foram infiltradas a vácuo com 10 mM 

de tampão fosfato de potássio, 10 mM NaNO3 e 0.1% (w/v) azul de nitrotetrazólio 

(NBT) e 0.05% (v/v) Tween 20, pH 7.8. As folhas destacadas, infiltradas e tratadas com 

NBT foram mantidas por 30 minutos sob condições de luz, antes do descoramento que 

segue o mesmo método descrito acima para detecção de H2O2. 

 

2.2.6.  Atividades enzimáticas 

 

A atividade da catalase (CAT; EC: 1.11.1.6) foi determinada conforme Havir e 

McHale (1987). Alíquotas de 0,05 ml de extrato protéico foram adicionadas de 2,95 ml 

de tampão fosfato de potássio 50 mM, pH 7,0, a 30 °C e acompanhado o decaimento da 

absorbância a 240 nm em espectrofotômetro durante 300 segundos, com leituras 

sucessivas a cada 30 seg. A atividade da enzima foi calculada com base no coeficiente 

de extinção molar de 36 mM
-1

 cm
-1

, a 240 nm, para o H2O2 e expressa em mol H2O2 g
-

1
 MF min

-1
 ou de forma específica.  

A atividade da peroxidase de ascorbato (APX; EC: 1.11.1.1) foi determinada 

conforme método descrito por Nakano e Asada (1981). Alíquotas de 0,1 ml de extrato 

protéico  foram adicionadas ao meio de reação composto de 2,7 ml de tampão fosfato de 

potássio 50 mM (pH  6,0), contendo 0,5 mM de ácido ascórbico. A reação foi iniciada  

pela  adição  de  H2O2 (30 mM) ao meio de reação e acompanhada  pelo  decaimento  da  

absorbância a 290  m  em espectrofotômetro durante 300 seg, com leitura sucessivas 
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em intervalos de 30 seg. A atividade da APX  foi  estimada utilizando o coeficiente e  

de  extinção  molar de 2,8  mM 
-1

 cm 
-1

 para o ascorbato, em  290  m, e expressa como 

µmol AsA g 
-1

 MF min 
-1

 .   

A atividade da dismutase de superóxido (SOD; EC: 1.15.1.1) foi determinada 

conforme metodologia descrita por Gianopolitis  e Ries (1977).  Alíquotas de 0,1 ml do 

extrato  protéico  foram transferidas para meio de reação, em tubos protegidos da luz, 

contendo tampão fosfato de potássio 50 mM (pH 7,8), 0,1 mM de EDTA, 13 mM de L-

metionina e 75 µM de NBT. A reação foi iniciada pela adição de 2 mM de riboflavina e 

rápida transferência dos tubos, sem a proteção da luz, para câmara iluminada por  

lâmpada de 30 wats (30 µmol de fótons m 
-2

s 
-1

), durante 6 minutos. A reação foi 

interrompida pelo desligamento da luz, os tubos foram revestidos por filme escuro e 

realizadas leituras a 540 m. A atividade foi estimada com base na inibição da redução 

do NBT, definindo-se uma unidade de atividade como a quantidade da enzima 

necessária para inibir 50% da fotoredução (Beauchamp e Fridovich, 1971). A atividade 

foi expressa em U.A. g 
-1

 MF min 
-1

. 

A atividade da oxidase do glicolato (GO: EC; 1.1.3.15) foi determinada 

conforme o princípio de reação do método descrito por Baker e Tolbert (1966). Esse 

método se baseia na produção do complexo glioxilato-fenilhidrazona, produzido a partir 

da conversão do glicolato para glioxilato pela GO no meio. Alíquotas de 100 µL do 

extrato foram adicionadas a 2,9 mL de meio de reação contendo tampão fosfato de 

potássio 100 mM, pH 8,3, adicionado de glicolato de sódio 40 mM, L-cisteína 100 mM, 

fenilhidrazina-HCl 100 mM e FMN 1 mM. O incremento da produção do complexo 

(glioxilato-fenilhidrazona), referente à atividade da enzima, será medido a 324 ηm em 

espectrofotômetro durante 5 min. A atividade da GO foi calculada utilizando o 

coeficiente de extinção molar de 17 mM
-1

 e expressa em µmol de glicolato g
-1

 MF min
-1.  

Tendo em vista que a umidade, ou seja, a relação MF/MS, não variou entre os 

tratamentos, as atividades enzimáticas foram expressas na base de MF. 

 

 

2.3. Delineamento estatístico e análise dos dados 

 

O experimento foi realizado em delineamento inteiramente casualizado com os 

tratamentos dispostos num fatorial 2x3, dois níveis de umidade, irrigado e seca, e 3 

intensidades de luz, 200 e 2000 µmol.m
-2

s-
1
 (sombrite)

 
e expostas ao ambiente de casa 
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de vegetação (1700 µmol.m
-2

s-
1
). Cada tratamento foi representado por cinco 

repetições, num total de 30 parcelas experimentais. Os dados foram submetidos ao teste 

F a 0,05 de significância, por análise de variância, e as médias das variáveis submetidas 

ao teste de Tukey no mesmo nível de probabilidade. 

3. RESULTADOS 

 

Alterações fotossintéticas de mudas de cajueiro sob estresses isolados e combinados 

de seca e de luminosidade elevada  

   

Para verificar os efeitos que a seca em conjunto com a alta luz exerceu sobre a 

fotossíntese foram realizadas curvas de PN-Ci para identificar diferenças entre 

parâmetros relacionados a assimilação do CO2 em ambos os grupos de plantas controle 

e expostas a seca (Figura 2A e 2B). Na condição isolada de luminosidade elevada,  a 

PNmax  atingiu valores próximos a 14 mol m
-2 

s
-1

, se aproximando dos valores  da taxa 

máxima de assimilação do CO2 obtidos por Souza et al., 2005, que foi de 17 mol m
-2 

s
-

1
. Contudo a condição de seca isolada reduziu os valores de PNmax para menos que a 

metade quando comparadas às plantas controle. Porém na condição de combinação dos 

estresses, a PNmax retorna aos valores médios do controle, indicando que nesta condição 

(alta luz + seca), a luminosidade elevada favoreceu a assimilação de CO2 na condição 

de estresse combinado.  
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Figura 2. Resposta da assimilação de CO2 (A) a concentração de CO2 intercelular (Ci) 

de plantas de cajueiro crescidas em condições controle (irrigadas) (A) ou submetidas à 

suspensão de rega (B) e expostas a uma luz baixa (círculos brancos) e a uma luz alta 

(círculos pretos). 
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Em condições de casa de vegetação as plantas de cajueiro submetidas ao 

estresse de seca e de luz, isolados e combinados,  apresentaram intensa redução dos 

parâmetros de tocas gasosas quando comparadas com as plantas controle (irrigadas), 

conforme demonstrado pelas reduções das taxas da fotossíntese, condutância estomática 

e transpiração (Figuras 3A, 3B e 3C). As plantas submetidas a seca isolada 

apresentaram os maiores valores de limitação estomática e portanto menor taxa de 

assimialação de CO2. Esse fato se repete nas plantas submetidas a luminosidade 

elevada. Entretanto, aquelas com a combinação dos estresses (seca + alta luz),  

apresentaram a mesma taxa de fotossíntese líquida que as mudas submetidas a luz de 

forma isolada. A transpiração total diferiu estatisticamente entre os tratamentos 

aplicados e seus valores médios acompanharam a condutância estomática. (Figura 3C).  
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Figura 3: Fotossíntese (A), condutância estomática (B) e transpiração (C) de plantas de 

cajueiro submetidas aos estresses isolados e combinados de seca e alta luminosidade. 

Médias seguidas da mesma letra maiuscula não diferem entre os tratamentos, pelo teste 

de Tukey (P<0.05).  
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Parâmetros fotoquímicos 

 

A seca isolada não afetou a razão Fv/Fm, mostrando que as reações 

fotoquímicas do cajueiro nessa condição são pouco ou não afetadas. Contudo sob 

estresse de luminosidade elevada, isolado ou combinado com a seca, esse parâmetro foi 

reduzido de forma significativa, apesar disto, a redução deste parametro não é suficiente 

para indicar a ocorrencia de fotoinibição (valores 0,69-0,7), indicando  que a luz não 

chegou a causar danos no aparato fotossintético (figura 4A). Os dados de eficiência 

quantica efetiva do FSII (ΔF/Fm’), não diferiram estatisticamente nas plantas expostas 

ao efeito isolado e combinado de seca e luz, reforçando a sugestão da não ocorrência de 

danos (Figura 4 B). A dissipação não fotoquímica (NPQ) não variou quando as mudas 

foram expostas a luz alta e quando em combinação com seca, apresentou uma leve 

queda. Apenas na condição de seca isolada, o NPQ  se apresentou aumentado (Figura 

4C). O aumento de NPQ quando as mudas foram expostas a seca isolada era esperado, 

uma vez que essas mudas apresentaram menor taxa fotossintética o que resultaria numa 

maior pressão de excitação sobre os fotossistemas e consequentemente uma maior 

necessidade de dissipação dessa excitação na forma de calor. Resposta oposta foi 

observada nas plantas expostas a luz alta isolada e combinada a seca, resultante da 

melhor assimilação de CO2 e menor pressão de excitação sobre os FSs nessas plantas. 
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Figura 4: Parâmetros de fluorescência da clorofila a: Eficiência quântica potencial do 

fotossistema II (A), eficiência quântica efetiva do fotossistema II (B) e  dissipação não 

fotoquímica (C) em plantas de cajueiro submetidas aos estresses isolados e combinados 

de seca e alta luminosidade. Médias seguidas da mesma letra maiuscula não diferem 

entre os tratamentos, pelo teste de Tukey (P<0.05).  
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Respostas oxidativas de mudas de cajueiro sob estresses isolados e combinados de 

seca e de luminosidade elevada  

 

No presente estudo dois indicadores da ocorrência de estresse oxidativo foram 

medidos e as mensuração dos seus conteúdos demonstraram um maior dano oxidativo 

nos tecidos foliares de mudas de cajueiro expostas a luminosidade isolada  (Figura 5A e 

5B). Contudo, os conteúdos de H2O2 e de TBARS nos tecidos foliares de plantas 

expostas a seca de forma isolada ou combinada com a luz apresentaram –se reduzidos e 

similares, respectivamente, as das plantas controle sugerindo que não ocorreram danos 

oxidativos nessas condições.  
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Figura 5. Determinações do conteúdo de peróxido de hidrogênio (A) e peroxidação 

lipídica (B) em plantas de cajueiro submetidas aos estresses isolados e combinados de 

seca e luminosidade elevada. Médias seguidas da mesma letra maiuscula não diferem 

entre os tratamentos, pelo teste de Tukey (P<0.05).  

 

O coramento com DAB detectou os maiores níveis de H2O2 nas mudas de 

cajueiro submetidas a alta luminosidade, confirmando resultados obtidos pela análise in 

vitro do conteúdo de H2O2 (Figura 6A). Também foram detectados maiores níveis de 

O2
-
 nas plantas submetidas ao estresses de alta luminosidade, tanto isolado como em 

combinação com a seca (Figura 6B).  
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Figura 6. Detecção in situ de peróxido de hidrogênio (A) e de superóxido (B) em folhas 

cajueiro expostas aos estresses de seca e alta luminosidade 

 

Os baixos níveis de H2O2 nas plantas submetidas aos estresses de seca, tanto de 

forma isolada como em combinação com a luz, foram consistentes com o aumento de 

atividade da APX induzida pelo estresse de seca principalmente sob uma alta luz 

(Figura 7B). Apesar da catalase também atuar como enzima removedora de H2O2, as 

APXs se mostraram mais eficientes nesse papel. Enquanto o estresse de seca (isolado ou 

combinado a luz) induziu a atividade de APX, ao mesmo tempo inibiu a atividade de 

catalase, demonstrando que essas enzimas tem atividades compensatórias (Figuras 7A e 

7B). 

 As SODs, por sua vez, catalisam a dismutação do O2
•-
 para H2O2 e O2 

(ALSCHER et al., 2002). No presente estudo, ocorreu aumento na atividade da SOD 

nas mudas expostas à seca de forma isolada e combinada com a luz (Figura 7C), 

indicando que a eficiência da atividade da SOD na remoção do O2
•-
 acumulado.   
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Figura 7. Determinações das atividades enzimáticas de catalase (A), peroxidase do 

ascorbato (B) e superóxido dismutase (C), de plantas de cajueiro submetidas aos 

estresses isolados e combinados de seca e alta luminosidade. Médias seguidas da mesma 

letra maiuscula não diferem entre os tratamentos, pelo teste de Tukey (P<0.05).  

 

 

4. DISCUSSÃO 

 

A imposição do estresse hídrico e da luminosidade elevada (isolados e 

combinados) afetou negativamente a atividade fotossintética das mudas de cajueiro 

(Figura 3A). Os decréscimos nas taxas fotossintéticas, em grande parte, se deveram ao 

fechamento estomático traduzido numa diminuição dos valores da condutância 

estomática (gs). Resultados similares foram obtidos por Ramalho et al. (2000), que 

concluíram que uma redução na  condutância estomática pode diminuir o consumo de 

água através da transpiração e contribuir para a retenção de água na folha, podendo este 

ser um fator chave para evitar efeitos drásticos da seca no crescimento e fotossíntese. 
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Valliyodan e Nguyen (2006), também afirmaram que a redução da atividade 

fotossintética pode resultar do fechamento dos estômatos.  Falhando esta defesa de 

primeira linha (fechamento dos estômatos) a diminuição de PN pode estar relacionada 

com alterações nas estruturas dos cloroplastos, pois segundo Dekov et al. (2000), os 

estresses hídrico e de luminosidade elevada influenciam muitos processos celulares, e 

os cloroplastos e suas membranas estão entre os principais alvos. 

A inibição da fotossíntese detectada em plantas expostas à seca e luminosidade 

elevada foi acompanhada pela alteração de outros parâmetros de fluorescência da 

clorofila a que estão relacionados com a eficiência fotossintética. A alta radiação 

isolada ou combinada com a seca afetou negativamente a eficiência quântica máxima do 

FSII (Fv/Fm), no entanto, a imposição do estresse de seca isolada não provocou 

alterações na razão Fv/Fm, mantendo esta razão perto de 0,8 (valor ótimo segundo 

Chaves et al., 2002), sugerindo que a seca isolada não induziu danos nos centros de 

reação do FSII (Figura 4A). Da mesma forma, as plantas expostas a luminosidade 

elevada também não sofreram danos nos centros de reação do FSII apesar da 

diminuição da razão Fv/Fm para de 0,69 e 0.70. Conjuntamente aos menores valores de 

Fv/Fm, as mudas expostas a luz, apresentarem os menores valores de NPQ, indicando 

que essas plantas são mais susceptíveis aos danos oxidativos, de modo que não são 

capazes de se protegerem dos excessos de radiância, através da dissipação do excesso de 

energia, via ciclo das xantofilas. Contudo, outras vias, como a reação de Mehler e a 

fotorrespiração podem funcionar como dreno de elétrons resultantes do excesso de 

energia quando há baixa disponibilidade de CO2 nos cloroplastos. Estes processos 

estariam envolvidos na proteção do aparelho fotossintético de danos fotoxidativos. 

Ambas as vias, reação de Mehler e fotorrespiração, implicam um aumento na produção 

de espécies de O2 tóxicas, como O2
-
 e H2O2 (SCHWANZ et al., 1996).   

Os resultados do estudo indicaram que sob alta radiação isolada as plantas de 

cajueiro acumularam mais O2
-
 e H2O2, essas plantas também apresentaram o maior 

conteúdo de TBARS (Figuras 5 e 6), indicando que essas plantas são mais suscetíveis 

ao dano oxidativo. O método do TBARS (substâncias reativas ao ácido tiobarbitúrico) é 

utilizado para determinação  da concentração do dialdeído  malônico (MDA) e tem sido 

amplamente utilizado desde os anos 1950 para estimar a peroxidação dos lipídios nas 

membranas e sistemas biológicos (JIANG e HUANG, 2001; CORREIA  et al., 2006). A 

determinação do MDA é considerada como o principal parâmetro para avaliar a 

extensão da oxidação da membrana (AL-GHAMDI, 2009). O dialdeído malônico é 
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formado através da auto-oxidação e degradação enzimática dos ácidos graxos 

polinsaturados nas células (HODGES et al., 1999).   

Os radicais livres podem atacar diretamente os ácidos graxos polinsaturados 

nas membranas e iniciar a peroxidação lipídica provocando danos nas membranas 

(CHEN et al., 2006). Como as membranas são os primeiros alvos de muitos estresses, 

designadamente o hídrico e o luminoso, a manutenção da sua integridade e estabilidade 

é um importante componente da tolerância à seca e às altas luminosidades. Por sua vez a  

danificação das membranas leva a um decréscimo da atividade fotossintética.  

Um potencial danificador da maquinaria fotossintética é o estresse oxidativo 

desenvolvido como um efeito secundário, portanto, a capacidade de resposta dos 

sistemas protetores é um aspecto relevante a considerar na aclimatação a novas 

condições ambientais. Por isso a tolerância às condições ambientais também está 

relacionada com o aumento da capacidade de limpar ou desintoxicar EROs (CHEN et 

al., 2006). 

A proteção de antioxidantes nas células vegetais é complexa e altamente 

compartimentada, compreendendo compostos enzimáticos e não-enzimáticos 

(SIMOVA-STOILOVA et al., 2008) que desempenham um papel importante a fim de 

evitar efeitos nocivos dos radicais livres (TATAR e GEVREK, 2008). Do sistema de 

enzimas antioxidantes fazem parte a dismutase do superóxido (SOD), a catalase (CAT), 

a peroxidase do ascorbato (APX) e a redutase da glutationa (GR). No nosso estudo as 

APXs e SODs se mostraram muito eficientes na remoção do H2O2 e do O2
●-

, 

respectivamente, nas mudas submetidas seca, a atividade aumentada dessas enzimas 

foram responsáveis pelos baixos níveis dessas EROs, tanto na condição isolada como 

combinada com a luz (Figura 7B e 7C). 

Com os resultados já obtidos e com base em outros experimentos realizados no 

laboratório, podemos concluir que os estresses de seca e luminosidade elevada causaram 

alterações oxidativas e na eficiência fotoquímica das plantas de cajueiro. Essas 

alterações possivelmente foram do tipo aclimatativas, a fim de estabelecer ajustamento 

metabólico frente às condições estressantes impostas em casa de vegetação.  
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A fotoinibição atenua danos fotoxidativos  

sob condições de estresse hídrico em mudas de cajueiro   
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Resumo 

 

O cajueiro (Anacardium occidentale L.) é uma planta nativa do Brasil, amplamente 

cultivada na região Nordeste, onde tem grande importância econômica. Plantas adultas 

de cajueiro convivem naturalmente com alta intensidade de radiação solar juntamente 

com baixa disponibilidade de água no solo, e isso leva ao questionamento de como essa 

espécie é capaz de tolerar essas condições ambientais. Seria seu aparato fotoquímico de 

fato resistente aos estresses de seca e alta luminosidade? Para testar a hipótese, foram 

realizados dois experimentos, num primeiro momento as mudas de cajueiro cultivadas 

em condições irrigadas ou com suspensão de rega foram expostas a condições de luz 

crescente (200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2

 s
-1

) por 24h e num segundo momento, 

as mudas de cajueiro nas mesmas condições de umidade (irrigado ou com suspensão de 

rega) foram expostas a alta luminosidade (2000 µmol m
-2

 s
-1

) por 24h seguidas por 

recuperação da radiação (12h claro/12h escuro) a 700 µmol m
-2

 s
-1

, com as demais 

condições ambientais controladas. Foi demonstrado que plantas de cajueiro 

apresentaram fotoinibição em resposta ao aumento da intensidade luminosa, resposta 

esta que foi intensificada nas plantas submetidas ao estresse hídrico. Interessantemente 

o excesso de luminosidade não induziu produção excessiva de EROs, conforme 

indicado pelo conteúdos de TBARS e de H2O2, contudo essa proteção oxidativa não 

pode ser atribuída a dissipação de energia por meio do NPQ. Nessas condições, a 

fotorrespiração pode ter tido esse papel de proteção frente ao estresse de luminosidade 

excessiva,  assim como a redução no teor de clorofilas representou pelo menos em parte, 

um mecanismo de restrição na captação de energia e conseqüente atenuação dos 

fotodanos nessas condições. Hipotetizamos que a indução de uma nova homeostase 
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metabólica, possivelmente conferida por mecanismos foto-protetores, presentes nessa 

espécie foram responsáveis pela efetiva proteção celular mesmo na ausência de 

respostas fotoquímicas diretamente relacionadas com a proteção à foto-danos, tais como 

a indução do NPQ. Nossos dados sugerem que a fotoinibição causada pela luminosidade 

moderada e elevada pode fornecer um mecanismo para a dinâmica da regulação do 

aparato fotossintético, evitando os foto-danos em resposta ao aumento do tempo de 

exposição à luz elevada. 

Palavras-chaves: Estresse abiótico, estresse fotoxidativo, proteção oxidativa. 
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Abstract 

 

 

The cashew (Anacardium occidentale L.) is a native plant of Brazil, widely 

cultivated in the Northeast, which has great economic importance. Cashew plants grown 

naturally coexist with high solar radiation intensity with low water availability in the 

soil and it makes arise a question how this species is able to tolerate such environmental 

conditions. Its photochemical apparatus would in fact resistant to drought and high light 

stress? To test the hypothesis, two experiments were conducted, initially cashew 

seedlings grown in irrigated conditions or irrigation suspension were exposed to 

increasing light conditions (200, 400, 800, 1600 and 2000 μmol m
-2

 s
-1

) for 24h and 

subsequently, cashew seedlings under the same conditions of moisture (irrigated or 

irrigation suspension) were exposed to high light (2000 μmol m
-2

 s
-1

) for 24 hours 

followed by recovery (12 h light/12h dark) to 700 μmol m
-2

 s
-1

, with the rest controlled 

environmental conditions. Our study has shown that cashew plants showed 

photoinhibition in response to increased light intensity. This response that was enhanced 

in plants subjected to drought stress. Intriguingly the excess luminosity not induced 

excessive ROS production as indicated by the content of TBARS and H2O2 but this 

protection cannot be attributed to energy dissipation through NPQ. Under these 

conditions, photorespiration may have had this role of protection against high light, 

stresses as well as a reduction in chlorophyll content represented at least in part a 

constraint mechanism in energy capture and consequent attenuation of photodamage in 

these conditions. We hypothesized that induction of a new metabolic homeostasis, 

possibly conferred by photo-protective mechanisms present in this species were 

responsible for the effective cell protection even in the absence of photochemical 
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responses directly related to the protection of photo-damage, such as induction of NPQ. 

We suggest that the photoinhibition caused by moderate and high luminosity could 

provide a mechanism for the dynamic regulation of photosynthetic apparatus, avoiding 

the photo-damage response to increasing exposure time to high light. 

Key words: abiotic stress, photooxidative stress, oxidative protection. 
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1. INTRODUÇÃO  

 

A luz é essencial para o processo de fotossíntese, porém o excesso de energia 

luminosa pode ser deletério para a maquinaria fotoquímica (JIAO et al., 2004). Quando 

organismos fotossintéticos são expostos à luminosidade intensa, a atividade dos 

fotossistemas II (FSII) diminui rapidamente, caracterizando a ocorrência do fenômeno 

que é denominado de fotoinibição do PSII (KEREN e KRIEGER-LISKAY, 2011).  As 

plantas estão frequentemente expostas a uma intensidade de luz solar que pode 

ultrapassar aquela requerida para o processo de fotossíntese. Nessas condições, o 

excesso de energia luminosa absorvida pelo aparelho fotossíntetico poderá causar uma 

redução da eficiência fotossintética, caso não seja dissipado rapidamente, induzindo a 

fotoinibição e danos fotoxidativos aos centros de reação do FSII (BAKER e 

ROSENQVIST, 2004; MURCHIE e NIYOGI, 2011). 

Essa restrição da fotossintese (PN), induzida por excesso de luz, pode ser ainda 

intensificada caso haja interação com outros fatores ambientais, tais como temperaturas 

elevadas (POWLES et al., 2006), e estresses causados por seca (BJÖRKMAN E 

POWLES, 1984; POULSON et al., 2006) e salinidade (BLINDOW et al., 2003). 

Fotoinibição consiste na redução do rendimento quântico dos fotossistemas e pode 

ocorrer de forma dinâmica ou crônica, lentamente reversível associado com a perda de 

atividade de FSII (BJORKMAN e POWLES 1984, LONG et al.1994). Esse processo é 

caracterizado por reduções paralelas na PN e rendimento quântico efetivo do 

fotossistema II e é acompanhada por um declínio na relação Fv/Fm e um aumento na 

fluorescência mínima (F0) da clorofila (OSMOND e GRACE, 1995). Depois de uma 

exposição prolongada ao excesso de fótons, a taxa saturante de fótons diminui a PN 

(LONG et al. 1994). Durante a estação seca, em ambientes tropicais, a elevada 

irradiância, a alta temperatura, e o déficit de água podem causar fotoinibição, 

determinando uma redução da capacidade fotossintética da planta (POWLES 1984). 

 A deficiência hídrica leva a uma redução substancial da taxa fotossintética 

líquida, devido ao fechamento dos estômatos, o que limita a difusão de CO2 na folha 

(NAYYAR e GUPTA, 2006; YANG et al., 2006), ou fatores não-estomáticos, tais como 

a inibição da Rubisco ou síntese do ATP (YARDONOV et al., 2003; ZLATEV e 

YORDANOV, 2004). Em conseqüência, a deficiência de CO2, ATP ou Ribulose 1-5 

bifosfato (RuBP) bem como a inibição da Rubisco irá diminuir a oxidação de NADPH 

no ciclo de Calvin (CHAVES et al., 2009). Consequentemente, o receptor primário para 
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os elétrons fotossintéticos, o NADP
+
, não é suficientemente disponível, e uma baixa 

irradiância é necessária para saturar a fotosíntese sob condições de estresse hídrico. 

Portanto, quando uma alta irradiância é imposta às plantas estressadas pela seca a 

susceptibilidade à fotoinibição pode ser aumentada (FLEXAS e MEDRANO, 2002). 

 Acredita-se que o fotossistema II (FSII) desempenhe um papel fundamental na 

resposta da fotossíntese aos estresses ambientais (BAKER, 1991). O FSII é o 

componente  mais vulnerável do aparato fotossintético (ANDERSON e BARBER, 

1996; YIN et al., 2010;). Estudos sugerem que o estresse hídrico pode causar danos 

consideráveis ao centro de reação do PSII, pelo aumento a degradação da proteína CP43 

assim como da proteína D1, interferindo com a fosforilação de proteínas do núcleo do 

PSII (GIARDI et al., 1996; CORNIC, 2000). Durante o processo de reorganização, o 

turnover da proteína D1 é reforçado pelo estresse hídrico para reconstruir e manter o 

restante do FSII funcional. No entanto, a menor quantidade da proteína D1 em folhas 

sob estresse hídrico sugere que a síntese aumentada da proteína D1 pode não 

corresponder a sua degradação (GIARDI et al., 1996). 

 Vários fatores podem contribuir para a proteção contra a fotoinibição, incluindo 

mecanismos que diminuem a absorção de radiação – movimento de folhas, pilosidade, 

refletância –, a fotorrespiração, a redução do oxigênio no fotossistema I (FSI), que leva 

à formação de água (ciclo água-água), e a dissipação de energia por mecanismos não 

fotoquímicos – perda de calor ou dissipação não radiativa (KASAHARA et al., 2002; 

TAKAHASHI et al., 2007). A fotorrespiração é mais efetiva na proteção contra a 

fotoinibição do que o transporte alternativo de elétrons para o oxigênio no ciclo água- 

água, pois a fotorrespiração dissipa o excesso de ATP e NADPH produzidos durante a 

fase fotoquímica da fotossíntese (WU et al., 1991). 

 Porém, sob excesso de luz, mais de 90% da luz absorvida pode ser dissipada via 

dissipação não fotoquímica. Nesse mecanismo, há a transferência de energia das 

clorofilas para alguns carotenóides do ciclo da xantofila que leva à dissipação de energia 

na forma de calor, que ocorre no complexo coletor de luz do FSII (DEMMIG-ADAMS 

e ADAMS, 1992; NILKENS et al., 2010). Apesar de existirem estudos sobre 

fotoinibição da fotossíntese, pouco é o conhecimento sobre como os fatores de estresse, 

tais como a seca, interagem com o excesso de luz para desencadear esse processo. O 

objetivo deste trabalho foi determinar os efeitos da luminosidade e da seca na atividade 

do FSII, caracterizando a susceptibilidade de processos associados à fotoinibição, além 
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de avaliar a dinâminca da recuperação da fotoinibição após a exposição à luminosidade 

excessiva na presença de estresse hídrico em mudas jovens de cajueiro. 

2. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

2.1. Experimentos realizados 
 

O presente estudo foi realizado com base em dois experimentos. Após a realização 

da caracterização das alterações fotossintéticas e oxidativas das mudas de cajueiro 

frentre aos estresses de luminosidade elevada e seca, chegou-se a conclusão que seria 

interessante investigar o efeito fotoinibitório da alta luminosidade com 24 h de 

exposição. Baseado nisso, foi então implantado o experimento I, onde as mudas de 

cajueiro previamente cultivadas sob condições irrigadas ou submetidas ao estresse 

hídrico, foram expostas a intensidades crescentes de luminosidade durante 24 horas de 

forma contínua. Em seguida, foi realizado o experimento II no qual as mudas irrigadas e 

expostas à seca foram submetidas a luminosidade moderada (700 µmol m
-2

s
-1

) ou 

elevada (2000 µmol m
-2

s
-1

), por 24 horas. Em seguida, as plantas submetidas ao 

tratamento de luminosidade elevada foram expostas a um período de recuperação de 

12h esc/ 12h claro a 700 µmol m
-2

s
-1

. 

 

Descrição dos experimentos 

 

Experimento I: 

 

Obtenção das mudas e aplicação de tratamentos de seca e de luminosidade em casa 

câmara de crescimento 

 

As plantas utilizadas nesse estudo foram obtidas como descrito no Experimento 

I, capítulo II. Para os tratamentos de luz as plantas controle ou submetidas à seca foram 

transferidas para uma câmara de crescimento com condições controladas, de 

temperatura e umidade relativa, e expostas a diferentes níveis de radiação (200, 400, 

800, 1600 e 2000 µmol de fótons m
-2

s
-1

) durante 24 horas de forma contínua (Figura 1). 



82 
 

 
 

Figura 1. Desenho experimental utilizado para a exposição das plantas aos efeitos dos 

estresses de seca e de luminosidade. As plantas cultivadas em condições controle 

(irrigadas) ou expostas a seca, em casa de vegetação, foram submetidas à luminosidade 

crescentes (200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2 

s
-1

) por 24 horas, de forma contínua. 

Para a exposição aos tratamentos de luminosidade as plantas foram acondicionadas no 

Fitotron, com umidade relativa de 60% ±5 e temperatura de 30 °C ± 2. 

 

 

 

Experimento II: 

 

Aplicação de tratamentos da recuperação do estresse de luz 

 
 As plantas utilizadas nesse estudo foram obtidas como descrito no Experimento I. 

As mudas de cajueiro previamente crescidas em condições de casa de vegetação, sob 

condições irrigadas ou de seca (suspensão da rega) por 20 dias, foram submetidas aos 

tratamentos de luminosidade moderada (700 µmol m
-2

s
-1

) e elevada (2000 µmol m
-2

s
-1

) 

em câmara de crescimento (Fitotron) por 24 h consecutivas, sob condições controladas. 

Em seguida, um grupo de plantas que passaram pelo tratamento de alta luminosidade 

foram submetidas ao tratamento de recuperação do estresse de luz pela exposição a 12 h 

de escuro seguido de 12 h de luminosidade moderada (700 µmol m
-2

s
-1

) (Figura 2).  
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Figura 2. Desenho experimental utilizado para exposição das plantas a combinação dos 

estresses de seca e luminosidade elevada, seguido do tratamento de recuperação do 

estresse luz. As plantas cultivadas em condições controle (irrigadas) ou expostas a seca, 

em casa de vegetação, foram submetidas a uma luz moderada (700 µmol m
-2 

s
-1

)
 
ou 

elevada (2000 µmol m
-2 

s
-1

) por 24h, de forma contínua. O tratamento de recuperação 

do estresse de alta luz foi realizado pela exposição das mudas a 12 horas de escuro 

(18:00 às 06:00h), seguido de 12 horas (06:00 às 18:00h) em luminosidade moderada 

(700 µmol m
-2 

s
-1 

por 12h). 

 

Delineamento estatítico e análise dos dados 

 

O experimento I foi realizado em delineamento inteiramente casualizado com 

os tratamentos dispostos num fatorial 2x5, dois níveis de umidade, irrigado e seca, e 6 

níveis de intensidades de luz, 200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2

s
-1

, respectivamente. 

Cada tratamento foi representado por cinco repetições, num total de 50 parcelas 

experimentais. O experimento II também foi realizado em delineamento inteiramente 

casualizado, dispostos num fatorial 2x3, dois níveis de umidade, irrigado e seca, e 3 

intensidades de radiação (luz moderada, luz elevada e luz de recuperação). Cada 

tratamento foi representado por cinco repetições, num total de 30 parcelas 

experimentais. Os dados foram submetidos ao teste F a 0,05 de significância, por 

análise de variância, e as médias das variáveis submetidas ao teste de Turkey no mesmo 

nível de probabilidade. 
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2.2. Medidas realizadas 
 

2.2.1. Conteúdo relativo de água  

O conteúdo relativo de água (CRA) das folhas foi determinado pelas diferenças 

de pesos fresco, túrgido e seco, conforme metodologia descrita por Fidalgo et al. 

(2004). Durante a coleta das mudas foram amostrados 20 discos foliares (10 mm de 

diâmetro) e determinada à massa fresca (MF) imediatamente. Após a pesagem os discos 

foram imersos em água deionizada em placas de petri por 6 horas, até atingirem o peso 

túrgido. Após breve secagem com papel toalha, visando eliminar o excesso de água, foi 

determinada a massa túrgida (MT). Para determinar a massa seca (MS) os discos foram 

secados em estufa a 70ºC durante 48 h. O CRA foi estimado pela seguinte relação: [(MF 

– MS)/(MT-MS)] x 100. 

 

2.2.2. Dano de membrana 

 

Os danos de membranas foram determinados com base no vazamento de 

eletrólitos por medidas da condutividade elétrica, conforme proposto por Shanahan et 

al., (1990). Ao final do ensaio foram coletados vinte discos foliares (10 mm de 

diâmetro) que foram imersos em 10 ml de água deionizada, em tubos fechados e 

incubados a 25 ºC por 6 horas e determinada à condutividade elétrica da solução (C1).  

Em seguida, os tubos foram incubados a 100 ºC por 1 h e após atingir a temperatura 

ambiente foi determinada à condutividade elétrica da solução (C2). Os danos de 

membranas (DM) foram estimados pela seguinte relação: (C1/C2) x 100.   

 

 

2.2.3. Conteúdo de clorofilas 

Para extração destes pigmentos folhas frescas foram maceradas 

(aproximadamente 200 mg) com acetona 80% gelada, em almofariz de porcelana, 

sendo, posteriormente, os extratos filtrados em funil com papel de filtro e transferidos 

para tubos de ensaios (10 ml), protegidos da luz. Os teores dos pigmentos presentes nos 

extratos foram medidos, por meio de leituras de absorbâncias, em espectrofotômetro, 

nos comprimentos de onda de 663 m, 645 m para o cálculo dos teores de clorofila 

total 470 m para o cálculo dos teores dos carotenóides e calculados, conforme 

Lichtenthaler (1987), utilizando as seguintes equações, dadas em µg mL 
-1

: 
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Clorofila total:  

Carotenóides totais:  

Clorofila a:  

Clorofila b:  

  

Os valores foram corrigidos para miligramas de pigmento fotossintético por 

grama de massa fresca através da multiplicação do resultado pelo volume final do 

extrato (mL), dividido pela massa fresca (g) e multiplicado por 0,001, sendo o resultado 

final expresso em miligramas de pigmento por grama de massa fresca (mg g 
-1

 MF). 

 

2.2.4. Conteúdo de antocianinas 

 

A quantificação de antocianinas foi realizada segundo método proposto por 

Lees e Francis (1972). 100 mg de folhas frescas foram maceradas em almofariz de 

porcelana em banho de gelo com 3 ml de solução extratora (85% de Etanol concentrado 

+ 15% de HCL 1,5N). O extrato foi transferido para tubos de ensaio, revestidos com 

papel alumínio, ficando em repouso em geladeira por 24 h. Posteriormente, os extratos 

foram filtrados em pano de seda de trama fina, com auxilio de 5 ml da solução extratora, 

deixando-se em descanso por mais duas horas. A leitura de absorbância foi realizada no 

comprimento de onda de 535 m, utilizando o coeficiente de extinção molar de 98,2 

mM
-1 

cm
-1

. 

 

2.2.5. Medidas de trocas gasosas e de fluorescência da clorofila 

 

As medidas da fluorescência da clorofila a foram realizadas em folhas maduras e 

completamente expandidas através do método do pulso de saturação (SCHREIBER et 

al., 1994; van KOOTEN e SNEL, 1990) com um fluorômetro modulado (LI-6400-40, 

LI-COR, EUA), acoplado com IRGA. A partir dos dados de fluorescência foram 

calculados: eficiência quântica máxima do FSII, pela relação [Fv/Fm = (Fm-Fo)/Fm], a 

eficiência quântica efetiva do FSII [ΔF/Fm’ = (Fm’-Fs)/Fm’], coeficiente de dissipação 

fotoquímica [qP = (Fm’- Fs)/(Fm’-Fo’)], coeficiente de dissipação não fotoquímica 

[NPQ = (Fm-Fm’)/Fm’] e fluxo de fotons atual do FSII [ETR = (ΔF/Fm’ x PPDF x 0.5 
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x 0.84)]. Para determinar a taxa de transporte aparente a nivel de FSII (ETR), 0.5 foi 

usado como a fração de energia de excitação distribuída ao FSII, e 0.84 foi usado como 

a fração de entrada da luz absorvida pelas folhas. O Fm, Fo e Fv representam a 

fluorescência máxima, mínima e variável após adaptação das folhas a 30 min de escuro, 

respectivamente, e aquelas de Fm', Fo' e Fs representam a fluorescência máxima, 

mínima e no estado de equilíbrio dinâmico na presença de luz, respectivamente. As 

medidas realizadas na presença de luz foram feitas em folhas adaptadas às condições de 

irradiância prevalecentes na câmara de crescimento, após exposição por 10s a um feixe 

de luz de 270 mol m
-2 

s
-1

 fornecido pela própria fibra óptica do aparelho. 

 Após as medidas de fluorescência, foram realizadas as medidas de taxas de 

fotossíntese liquida (A), condutância estomática (gs) e transpiração (E), com um Sistema 

Portátil de Fotossíntese (LI-6400XT, LI-COR, EUA) em folhas completamente 

expandidas submetidas à irradiância saturante (1000 mol m
-2

s
-1

) fornecida por uma 

lâmpada de halogênio externa, para saturar os fotossistemas sem danos.  

 

2.2.6. Peroxidação de lipídios (TBARS) 

A peroxidação de lipídios foi estimada pelo conteúdo de substâncias reativas 

ao ácido tiobarbitúrico (TBARS) conforme Heath e Packer (1968). Para isso,  0,1 g de 

folhas frescas foram macerados em almofariz na presença de N2 líquido seguido da 

adição de TCA 5% e maceração por mais 3 min. O extrato foi centrifugado a 12.000 x g 

durante 15 min em temperatura de 4 ºC. Em seguida, 0,5 ml do sobrenadante foram 

adicionados a 2,0 ml da solução TCA 20% e TBA 0,5% (p/v) e aquecida em banho 

maria a 95 ºC em tubos hermeticamente fechados durante 1 hora. Em seguida a reação 

foi interrompida em banho de gelo, e foram realizadas leituras a 532 e 660 m. O 

conteúdo de TBARS foi estimado utilizando o coeficiente de extinção molar de 155 

mM
-1

 cm
-1

 após a subtração da absorbância obtida a 660 m daquela a 532 m.    

. 

 
2.2.7. Determinação do conteúdo de H2O2 

 

O conteúdo de H2O2 foi determinado pelo método descrito por Gay et al. 

(1999). Neste ensaio, o peróxido de hidrogênio reage com Fe
+2

 a pH baixo, na presença 

do corante alaranjado de xilenol (XO) para a formação de Fe
+3

. A concentração de Fe
+3

 

gerada é calculada pelo aumento da absorbância, ocasionado pela formação do 



87 
 

complexo Fe-XO. Para isso, 500 mg de tecido fresco de folhas foram macerados na 

presença de nitrogênio líquido. Após a obtenção de farinha homogênea, 1,5 ml de 

tampão borato-bórax 50 mM pH 8,4, foram adicionados, seguido de maceração por 

mais 3 minutos. As amostras foram centrifugadas a 13.000 x g por 20 minutos, a 4 ºC. 

Ao término, o sobrenadante foi coletado (H2O2 total) e o precipitado, descartado. Em 

seguida, alíquotas de 100 µl das amostras (diluídas, caso necessário) foram transferidas 

para tubos de ensaio e adicionado 900 µl de reagente contendo 0,25 mM de FeSO4, 0,25 

mM de (NH4)2SO4, 0,25 mM de H2SO4, 124 µM de alaranjado de xilenol e 99 mM de 

sorbitol. A mistura de reação foi incubada por 30 minutos, a 25 ºC, e posteriormente, 

foram realizadas as leituras de absorbância, no comprimento de onda de 560 ηm. As 

concentrações de H2O2 foram obtidas a partir de curva padrão e os dados serão 

expressos em µmol g
-1

 MS. 

 

 

2.2.8. Conteúdo de glioxilato 

O conteúdo de ácido glioxilato foi determinado baseado em metodologias 

desenvolvidas por Hausler et al. (1996), a partir de extração por maceração de 100 mg 

MF em 1 ml de HCl 100mM. Os extratos foram centrifugados a 12.000 rpm/ 10 min/ 8 

°C e o sobrenadante foi recolhido. Alíquotas de 200 µl do extrato foram acrescidas a 

300 µl de Fenilhidrazina 1% em HCl 100mM e colocadas em banho- maria a 95ºC por 2 

min. A reação foi paralisada com banho de gelo e as leituras realizadas a 324 ηm. O 

conteúdo de glioxilato foi calculado utilizando o coeficiente de extinção molar de 17 

mM
-1

 e expresso em µmol g
-1

 MF min
-1.  

 

2.2.9. Atividade da catalase 

A atividade da catalase (CAT; EC: 1.11.1.6) foi determinada conforme Havir e 

McHale (1987). Alíquotas de 0,05 ml de extrato protéico foram adicionadas de 2,95 ml 

de tampão fosfato de potássio 50 mM, pH 7,0, a 30 °C e acompanhado o decaimento da 

absorbância a 240 m em espectrofotômetro durante 300 segundos, com leituras 

sucessivas a cada 30 seg. A atividade da enzima foi calculada com base no coeficiente 

de extinção molar de 36 mM
-1

 cm
-1

, a 240 m, para o H2O2 e expressa em µmol H2O2 g
-

1
 MF min

-1
 ou de forma específica, µmol H2O2 mg

-1
 prot. min

-1
.  

2.2.10. Curvas de resposta à CO2  
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Foram realizadas curvas de resposta da fotossíntese à concentração de CO2. A 

fotossíntese foi acompanhada em diversas concentrações de CO2 na câmara de medida. 

Essas concentrações foram de 400, 300, 200, 100, 50, 400, 600, 800, 1200, 1600 e 2000 

ppm. A partir dessa curva foram calculados a eficiência de carboxilação da rubisco 

(Vcmax), taxa de regeneração de RuBP (Jmax), o ponto de compensação de CO2, a 

fotossíntese máxima, a condutância do mesofilo (gm) e a respiração na presença de luz 

(Rd). Durante a curva de resposta ao CO2, a radiação foi de 1000 µmol fótons m
-2

 s
-

1
(SHARKEY et al., 2007). 

Para realização das duas curvas foi utilizado o IRGA (LI-6400XT, LI-COR, 

EUA) com suprimento de CO2 e fonte de luz acoplados. 

 

 

3. RESULTADOS 

 

A alta intensidade de luz acentua a fotoinibição transiente e reduz a atividade do 

fotossistema II sob condições de deficiência hídrica em mudas de cajueiro 

 

 Para avaliar as respostas da atividade fotoquímica das mudas de cajueiro 

submetidas a seca em exposição a intensidade de luz crescente, foram medidos vários 

parâmetros da fluorescência da clorofila a. Tanto nas plantas controle como nas mudas 

expostas a seca foi verificada drástica queda da eficiência quântica potencial do 

fotossistema II (Fv/Fm) em resposta ao aumento da intensidade luminosa, com registros 

de queda de 0.3 unidades, sugerindo forte indicativo de fotoinibição (Figura 3). O 

aumento de luminosidade não só causou reduções significativas na relação Fv/Fm como 

também na eficiência quântica efetiva (relação ΔF/Fm’) do FSII (Figura  4B). Essa 

redução ocorreu associada com uma forte restrição da taxa aparente de transporte de 

elétrons (ETR), principalmente nas plantas expostas a seca se comparado com aquelas 

irrigadas (Figura 4A). Esses resultados indicam que elevada radiação (acima de 1000 

µmol de fótons m
-2

s
-1

) pode afetar intensamente o funcionamento do aparato 

fotoquímico da espécie, um efeito que é intensificado nas plantas expostas ao estresse 

hídrico.   
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Figura 3. Mudanças na eficiência quântica potencial do fotossistema II (Fv/Fm) em 

mudas de cajueiro cultivadas em condições irrigadas ou de estresse hídrico (suspensão 

da rega por 20 dias), após a exposição a intensidade crescente de luminosidade (200, 

400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2

 s
-1

) durante 24 horas de forma contínua. As medidas 

representam médias de três repetições ± desvio padrão.  

 

 

 

 A dissipação do excesso de energia na forma de calor, pelo quenching não 

fotoquímico (NPQ), foi reduzida em respostas ao aumento da luminosidade nas plantas, 

na ausência e na presença do estresse de seca, sugerindo que esse mecanismo parece 

não ter tido grande importância para a proteção de fotodanos nessas condições (Figura 

4C).  
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Figura 4. Parâmetros de fluorescência da clorofila a: taxa aparente de transporte de 

elétrons (A), eficiência quântica efetiva do fotossistema II (B) e coeficiente de extinção 

não-fotoquímica da fluorescência (C) de mudas de cajueiro cultivadas em condições 

irrigadas (círculo branco) ou suspensão de rega (círculo preto) e sob intensidades de luz 

crescentes (200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2

 s
-1

), durante 24 horas. As medidas 

representam médias de três repetições ± desvio padrão.  

 

 

 

 Pelo fato da luz não ter intensificado a fotoinibição nas mudas expostas a seca 

nós nos questionamos da reversibilidade dos danos causados pela luz e um experimento 

de recuperação do estresse de luz foi instalado para responder se os fotodanos causados 

pelo aumento da intensidade de luz poderiam ser reversíveis. 

 Conforme já havia sido observado, o estresse por luminosidade elevada causou 

aparente fotoinibição, como indicado pela redução da eficiência quântica potencial 

(relação Fv/Fm)  (Figura 3). Na condição de luz moderada, plantas expostas a seca e irrigação 

não diferiram entre si. O efeito da luz não foi revertido nos dois tratamentos após recuperação. 

(Figura 5A). A alta luz induziu decréscimo significativo na eficiência fotoquímica potencial do 
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fotossistema II - FSII (Fv/Fm), sendo esse efeito ligeiramente maior nas mudas expostas a seca 

em comparação com mudas irrigadas (Figura 5A).  

 As medidas da taxa aparente do transporte de elétrons (ETR) e da eficiência 

quântica efetiva dos fotossistemas II (∆F/Fm’) nas plantas irrigadas indicaram que a 

luminosidade elevada reduziu os percentuais desses parâmentros em 16% e 50%, 

respectivamente, enquanto essas reduções atingiram cerca de 32% e 50% nas mudas 

previamente expostas ao estresse hídrico quando comparadas as plantas expostas a luz 

moderada (Figura 5B e 5C).  

 Nas plantas submetidas ao tratamento de recuperação para o estresse de radiação 

foi demonstrado tanto para os processos relacionados com a transferência de elétrons 

(indicado por ETR) quanto para os processos relacionados com a eficiência fotoquímica 

(indicados pela relação ∆F/Fm’), que apenas o ETR, não se recupera do estresse de 

luminosidade elevada. O mais interessante é notar que nas plantas expostas ao estresse 

hídrico esses processos foram sempre mais afetados, tanto quando da exposição aos 

estresses quanto após o período de recuperação. Esses dados, em conjunto, indicam que 

os estresses por seca e por luminosidade excessiva isolados podem afetar severamente a 

capacidade dos processos fotoquímicos nessa espécie, e que esses efeitos são 

intensamente aumentados pela interação desses fatores abióticos (seca x luminosidade). 

 A dissipação do excesso de energia por meio da quenching não fotoquímico 

(NPQ) aparentemente teve pouco efeito na proteção fotoquímica em resposta ao estresse 

por  elevada radiação, e esse efeito foi ainda mais restrito nas plantas expostas ao 

estresse hídrico (Figura 5D). Nas plantas irrigadas e naquelas pré-cultivadas na seca e 

expostas a luminosidade elevada ocorreu reduções significativas do NPQ em 

comparação com as plantas expostas a luminosidade moderada, destas, apenas as 

irrrigadas recuperaram do estresse de luminosidade excessiva, retornando aos mesmos 

níveis daquelas expostas a luz moderada. 
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Figura 5. Medidas da eficiência quântica potencial do fotossistema II (A), da taxa 

aparente de transporte de elétrons (B), da eficiência quântica efetiva do fotossistema II 

(C) e do coeficiente de extinção não fotoquímica (D) em plantas de cajueiro cultivadas 

em condições irrigadas (barras brancas) ou de seca (barras pretas) medidos após 24 h de 

exposição a luminosidade moderada (700 µmol m
-2

 s
-1

), ao estresse de radiação (2000 

µmol m
-2

 s
-1

) e 24 horas após a recuperação do estresse de luz elevada. Médias seguidas 

da mesma letra maiuscula não diferem entre os tratamentos de luz, enquanto aquelas 

seguidas pela mesma letra minuscula não diferem dentro de cada intensidade de luz, 

pelo teste de Tukey (P<0.05).  
 
 
 

Não houve estresse oxidativo em plantas de cajueiro submetidos à seca em exposição 

a intensidades de luz crescentes. 

 

 As medidas dos conteúdos de dois indicadores da ocorrência de estresse 

oxidativo demonstram uma aparente ausência de danos oxidativos nos tecidos foliares 

de mudas controle e expostas à seca em resposta ao aumento da intensidade luminosa 

(Figura 6A e 6B). Os conteúdos de H2O2 e de TBARS nos tecidos foliares também 

foram mensurados no experimento de recuperação da intensidade luminosa e os 

resultados foram os mesmos, (redução dos conteúdos em respostas aos efeitos isolados 

dos estresses causados por luminosidade e por seca) (Figura 7A e 7B), sugerindo que 

não ocorreram danos oxidativos nessas condições.       
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Figura 6. Conteúdo de peróxido de hidrogênio (A) e na intensidade  da peroxidação 

lipídica (B) em folhas de plantas de cajueiro cultivadas em condições irrigadas ou de 

estresse hídrico (suspensão da rega por 20 dias), após a exposição a intensidades 

crescentes de luminosidade (200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2

 s
-1

) durante 24 horas 

de forma contínua. As medidas representam médias de três repetições ± desvio padrão. 
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Figura 7. Conteúdos de peróxido de hidrogênio (A) e peroxidação de lipídios (B) em folhas 

mudas de cajueiro cultivadas sob condições irrigadas (barras brancas) ou de seca (barras pretas) 

após 24 h de exposição ao estresse de luminosidade elevada (2000 µmol m
-2

 s
-1

) e 24 horas após 

a recuperação ao estresse de luz. Médias seguidas da mesma letra maiúscula não diferem 

entre os tratamentos de luz, enquanto aquelas seguidas pela mesma letra minúscula não 

diferem dentro de cada intensidade de luz, pelo teste de Tukey (P<0.05).  

 

O não aumento do conteúdo de H2O2 nas mudas de cajueiro pode ser explicado 

em parte pela atividade da CAT que foi relativamente maior nas mudas expostas ao 

estresse de luz se comparado com expostas a seca , indicado que atividade da enzima  é 

bastante modulada pela luz (Figura 8). As enzimas catalases são as principais 
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peroxidases envolvidas na remoção do H2O2 produzido pela a atividade da GO nos 

peroxissomos (MITTLER, 2002; MHAMDI et al., 2010).  
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Figura 8. Atividade da enzima catalase , em folhas de plantas de cajueiro cultivadas sob 

condições irrigadas (círculo branco) ou sob suspensão da rega (círculo preto) e sob 

intensidades de luz crescentes (200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2

 s
-1

) (A); em folhas 

de plantas de cajueiro cultivadas sob condições irrigadas (barras brancas) ou de seca (barras 

pretas) após 24 h de exposição ao estresse de luminosidade elevada (2000 µmol m
-2

 s
-1

) e 24 

horas após a recuperação ao estresse de luz (B). Médias seguidas da mesma letra maiúscula 

não diferem entre os tratamentos de luz, enquanto aquelas seguidas pela mesma letra 

minúscula não diferem dentro de cada intensidade de luz, pelo teste de Tukey (P<0.05).  

 

Caracterização morfo-fisiológica indica a susceptibilidade das plantas de cajueiro 

expostas a seca sob intensidades de luz crescente.  

 

Análises comparativas de folhas maduras foram realizadas usando plantas 

controle e as que tiveram a suspensão da rega por 20 dias. Ambos os grupos de plantas 

foram submetidos à irradiância de luz crescente (200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol.m
-2

.s
-

1
) por 24 horas. Na figura 9, podemos observar alguns danos ocasionados pela seca.  O 

déficit hídrico pode reduzir a fotossíntese de três maneiras e uma delas é pela redução 

da área foliar disponível pela interceptação da radiação solar. Em nossos resultados 

verificamos que a seca reduziu 51,5% a massa fresca das folhas (dados não mostrados), 

além disso, foi observado movimento foliar nas mudas sobmetidas a seca, que se 

mostraram mais inclinadas na vertical em relação às mudas controle, evidenciando uma 

possível fuga da exposição ao excesso de luz como mecanismo fotoprotetor em 

respostas a combinação da seca com o excesso de luz (Figura 9A). 

 Outro sintoma apresentado foi o roxeamento das folhas, indicando talvez a 

ativação do ciclo das antocianinas (Figura 9B-E). Esse acúmulo de pigmentos 

apresentou um comportamento antagônico. Quando as mudas eram expostas a luz baixa 

(200 mol m
-2

s
-1

), a concentração de antocianina se mostrou bastante elevada apenas 
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nas mudas expostas a seca, contrariamente quando as mudas eram expostas a alta 

luminosidade a concentração de antocianinas era maior nas mudas irrigadas em 

comparação com aquelas pré- expostas a seca  (Figura 9B-E e 11D). 

 

 

 

 

Figura 9. Aspectos morfológicos de mudas de cajueiro expostas aos estresses hídrico e 

de elevada radiação. A) Movimento foliar observado nas mudas sobmetidas a seca 

(folhas mais inclinadas na vertical) em relação as mudas controle (posição normal), 

evidenciando uma possível fuga da exposição ao excesso de luz como mecanismo 

fotoprotetor em respostas a combinação da seca com o excesso de luz; B-E) Maior 

acúmulo de pigmentos (coloração escura) no tecido foliar de mudas expostas a seca (C) 

em comparação ao controle (B) após a exposição a 200 µmol de fótons m
-2 

s
-1

 durante 

24 horas;
 
(D-E) Maior acúmulo de pigmentos (coloração escura) no tecido foliar em 

mudas controle (D) em relação as mudas estressadas pela seca (E) após a exposição a 

2000 µmol de fótons m
-2

s
-1

 por 24 horas. 
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As plantas de cajueiro expostas à seca apresentaram redução do CRA foliar 

quando comparadas com o controle em todos os pontos da cinética de luz crescente 

(Figura 10A) e o dano de membrana, estimado com base na condutividade elétrica (CE), 

mostrou que a partir de 400 µmol m
-2

.s
-1

 de fótons de luz houve um efeito negativo 

sobre a integridade celular tanto das mudas controle como das mudas expostas a seca 

(Figura 10B).  
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Figura 10. Mudanças do conteúdo relativo de água (A) e do dano de membrana (B) em 

folhas de mudas de cajueiro cultivadas em condições irrigadas ou de estresse hídrico 

(suspensão da rega por 20 dias), após a exposição a intensidades crescentes de 

luminosidade (200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2

 s
-1

) durante 24 horas de forma 

contínua. As medidas representam médias de três repetições ± desvio padrão. 

 

 Nas plantulas submetidas à seca, houve redução da clorofila total, como foram 

dos conteúdos de carotenóides e antocianinas em resposta ao aumento da intensidade 

luminosa (Figuras 11A-D). Contrariamente, nas mudas controle, os conteúdos de 

clorofilas totais não foram afetados em função do aumento da luminosidade, porém os 

conteúdos de carotenóides, e principalmente de antocianinas, demonstraram um 

significativo aumento em resposta ao aumento da luminosidade, sugerindo que nessas 

condições (irrigado) esses antioxidantes podem representar um importante mecanismo 

de proteção oxidativa. Esses resultados demonstram que nas mudas submetidas ao 

estresse hídrico a exposição a intensidades elevadas de luminosidade pode comprometer 

os conteúdos de clorofilas e conseqüentemente afetar o papel desses pigmentos nos 

processos de captação e utilização de energia luminosa. 
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Figura 11. Mudanças nos conteúdos de clorofilas totais (A) e razão clorofilas a/b (B), e 

nos conteúdos dos pigmentos carotenóides (C) e antocianinas (D) em mudas de cajueiro 

cultivadas sob condições irrigadas ou de estresse hídrico (suspensão da rega por 20 

dias), após a exposição a intensidades crescentes de luminosidade (200, 400, 800, 1600 

e 2000 µmol m
-2

s
-1

) durante 24 horas de forma contínua. As medidas representam 

médias de três repetições ± desvio padrão. 

 

 

Fotorrespiração como mecanismo de fotoproteção utilizado pelas mudas de cajueiro 

submetidas à alta luz 

 

 O aumento da intensidade luminosa resultou em pouca variação no conteúdo de 

glioxilato, um importante indicador de atividade fotorrespiratória (Figura 12). A 

atividade da catalase, também outro importante indicador da atividade fotorrespiratória, 

respondeu ao aumento da intensidade de luz com um maior incremento na sua atividade, 

por outro lado, nas mudas expostas ao estresse de seca, o aumento da intensidade 

luminosa ocasionou pouco aumento da atividade desta enzima sugerindo que na 

condição de luminosidade elevada, as mudas irrigadas tiveram uma maior atividade 

fotorrespiratória se comparado com aquelas submetidas a seca (Figura 8 A e 8B). 
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Figura 12. Conteúdo de glioxilato em mudas de previamente cajueiro cultivadas sob 

condições irrigadas (círculo branco) ou sob suspensão da rega (círculo preto) e sob 

intensidades de luz crescentes (200, 400, 800, 1600 e 2000 µmol m
-2

 s
-1

). As medidas 

representam médias de três repetições ± desvio padrão. 

 

 

4. DISCUSSÃO 

 

  

 As plantas de cajueiro apresentaram fotoinibição em resposta ao aumento da 

intensidade luminosa, resposta esta que foi intensificada nas mudas submetidas ao 

estresse hídrico. Em condições extremas de alta luz, o aparato fotossintético pode ser 

danificado de forma irreversível. Uma das estratégias de sobrevivência das mudas 

expostas a alta luz é a eliminação do excesso de energia absorvida na forma de calor 

(dissipação térmica), a qual pode ser medida como o quenching não fotoquímico (NPQ) 

a partir da fluorescência da clorofila a. Entretanto, neste estudo essa proteção não pode 

ser atribuída a dissipação de energia por meio do NPQ, conforme mostrado nas figuras 

4E e 5D.  

 Associado a mecanismos de dissipação do excesso de energia, por meio do 

NPQ, outros processos metabólicos como a fotorrespiração e a proteção oxidativa, 

conferidas por enzimas antioxidantes, podem contribuir para evitar foto-danos em 

plantas em condição de excesso de luminosidade. Aqui, o excesso de luminosidade 

também não induziu estresse oxidativo, conforme indicado pelo conteúdos de TBARS e 

de H2O2 (Figuras 6 e 7). Esses dados sugerem que a espécie é capaz de apresentar 

mecanismos de foto-proteção eficientes para evitar os foto-danos nessas condições. Os 

resultados reforçam assim a hipótese de que essa espécie deve induzir outros 

mecanismos de foto-proteção capazes de lidar com o excesso de energia luminosa, ao 
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ponto de evitar a ocorrência de danos oxidativos, mesmo frente a combinação de seca 

com luminosidade elevada. 

 A fotorrespiração pode ter tido esse papel de proteção frente a esses estresses de 

seca combinado a luz alta. É sabido que a atividade fotorrespiratória é considerada uma 

via metabólica que pode atuar como dreno de elétrons durante condições de restrição do 

processo de fotossíntese (PETERHANSEL e MAURINO, 2010). A fotorrespiração 

representa um importante dreno de elétrons sob condições em que ocorre estímulo da 

atividade de oxigenase da ribulose 1-5 bifosfato carboxilase oxigenase (FOYER et al., 

2009), pelo consumo direto/indireto de poder redutor (NADPH) e consequente 

aumentos da relação NADP
+
/NADPH, auxiliando na redução de sobrecarga da CTE 

cloroplástica (FOYER e NOCTOR, 2000). Por esse mecanismo a fotorrespiração pode 

atenuar a produção excessiva de EROs, embora represente per si a mais importante via 

metabólica produtora de H2O2, uma importante espécie reativa de oxigênio, na célula 

vegetal (TAKAHASHI e BADGER, 2010).    

 Nas plantas irrigadas e expostas a alta luz, uma discreta, porém maior, atividade 

de fotorrespiração pode ter atuado como um mecanismo de dissipação de elétrons, o que 

teria restringido a produção de EROs e conseqüentemente atenuando os danos 

oxidativos. Além disso, o resultado inalterado do conteúdo de peróxido de hidrogênio 

pode sugerir uma sincronia entre as atividades de GO e de catalases (CAT). Conforme 

observado na figura 8, a atividade da CAT foi relativamente maior nas mudas irrigadas 

e expostas a luminosidade elevadas se comparado com aquelas submetidas a seca. Esse 

resultado pode explicar a ocorrência da maior atividade de CAT associada com o não 

aumento do conteúdo de H2O2 nas mudas irrigadas sob condição de luz alta. As enzimas 

catalases são as principais peroxidases envolvidas na remoção do H2O2 produzido pela a 

atividade da GO nos peroxissomos (MITTLER, 2002; MHAMDI et al., 2010).   

 A proteção oxidativa celular é conferida por uma integração envolvendo 

protetores de natureza enzimática e não enzimática (MØLLER et al., 2007). Como 

demonstrado acima, a CAT apresentou papel importante na proteção contra o excesso 

de H2O2 gerado em função da atividade fotorrespiratória, particularmente nas mudas 

expostas ao estresse de luz isolado. Além dessa proteção, foi observada uma 

significativa redução no conteúdo de clorofilas, os principais pigmentos envolvidos na 

captação da energia luminosa para os processos fotoquímicos, principalmente nas 

mudas sob estresse de seca (Figura 10). Assim, essa redução no teor de clorofilas pode 
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representar, pelo menos em parte, um mecanismo de restrição na captação de energia e 

conseqüente atenuação dos fotodanos nessas condições.  

 Essa ausência de foto-danos nas mudas de cajueiro expostas ao excesso de luz 

isolada, ou em combinação com a seca, após 24 horas de tratamento contínuo de luz 

mostrou um resultado conflitante. Essa resposta nos levou a levantar a hipótese de que a 

indução de uma nova homeostase metabólica, possivelmente conferida por mecanismos 

foto-protetores presentes nessa espécie, foram responsáveis por essa efetiva proteção 

celular mesmo na ausência de respostas fotoquímicas diretamente relacionadas com a 

proteção à foto-danos, tais como a indução do NPQ. Sugerimos que a fotoinibição 

causada pela luminosidade moderada e elevada poderia fornecer um mecanismo para a 

dinâmica da regulação do aparato fotossintético, evitando os foto-danos em resposta ao 

aumento do tempo de exposição à luz elevada. 
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Resumo 

 

 Neste estudo, pretendeu-se analisar o desempenho fotossintético e o metabolismo 

oxidativo em plantas de cajueiro submetidas ao estresse hídrico combinado com dois 

níveis de irradiância (moderado e elevado). Foram determinados atividade fotoquímica, 

conteúdo de pigmentos, peroxidação lipídica, detecção in situ de peróxido e superóxido 

e atividades enzimáticas de peroxidase do ascorbato e dismutase do superoxido. Plantas 

de cajueiro submetidas a suspensão de rega por 20 dias foram expostas aos diferentes 

tratamentos de luz. A fluorescência da clorofila foi determinada a cada três horas do 

tempo de exposição à luz e as análises bioquímicas ao final de cada tratamento de luz. 

As plantas de cajueiro irrigadas apresentaram fotoinibição apenas quando as plantas 

foram expostas a luminosidade elevada, ao contrário das plantas submetidas ao estresse 

hídrico, que já apresentaravam ocorrência de fotoinibição a partir de seis horas de 

exposição a luz moderada, demonstrando que a luminoisdade elevada per se afeta esse 

parâmetro, contudo não exacerba o efeito negativo sobre a condição de seca. A 

exposição à luz causou danos estruturais e disfunção da atividade do FSII, observados 

pelos valores de F0 e Fm. Esses danos foram correlacionados com elevados níveis de 

degradação da proteína D1, particularmente em mudas expostas a seca e submetidas à 

luz elevada. Isso pode ter contribuído para diminuição na eficiência do FSII, observado 

pelos valores de ΔF/Fm’ e ETR, nessas condições. Sob condições de seca o FSI também 

apresentou queda na sua eficiência, bem como uma menor taxa de transporte de 

elétrons. O imunoblot da PC, proteína responsável pelo fluxo de elétrons entre o FSII e 
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FSI, revelou menor expressão dessa proteína nas plantas expostas à seca combinadas 

com alta luz. O coramento por NBT revelou que nas mudas submetidas à seca a 

formação do radical O2
- 

foi bem mais retardada, possivelmente pelo menor fluxo de 

elétrons observados nestas plantas. Esse conjunto de dados nos sugerem que a 

fotoinibição teve um papel importante para a proteção fotoxidativa atribuído ao efeito 

desse processo na redução da atividade do FSII e consequente menor atividade 

fotoquímica, o que resultou em menor transferência de elétrons. Essa sugestão foi ainda 

reiterada no presente estudo com base na redução do conteúdo da proteína D1, um dos 

principais componentes estrutural e funcional do FSII, e da plastocianina (PC), outro 

importante carreador de elétrons. A modulação do conteúdo dessas proteínas pode ter 

contribuído para restringir a formação de EROs e consequente danos oxidativos sob 

condições indutoras de estresse fotoxidativos, como a seca associada com 

luminosidades elevadas, nessa espécie. 

 

Palavras-chaves: Estresse de seca, Estresse de Luminosidade Elevada, 

Fotoinibição, Fotossistema I, Fotossistema II e Fotoproteção. 
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Abstract 

 

In this study, we sought to analyze the photosynthetic performance and oxidative 

metabolism in cashew plants subjected to drought stress combined with two levels of 

irradiance (moderate and high). Photochemical activity, pigment content, lipid 

peroxidation, in situ detection of superoxide and peroxide and enzymatic activities of 

superoxide dismutase and ascorbate peroxidase were determined. Cashew plants 

subjected to withholding the water supply for 20 days were exposed to different light 

treatments. The chlorophyll fluorescence was measured every three hours of exposure 

time to the light and biochemical analyzes after each light treatment. The cashew plants 

irrigated presented photoinhibition only when plants were exposed to high luminosity, 

unlike the plants subjected to drought stress, which has presented photoinhibition after 

six hours of exposure to moderate light, demonstrating that the high light per se cause  

affect about this parameter, however does not exacerbate the adverse effect on the 

drought stress condition. Light exposure caused structural damage and dysfunction of 

PSII activity, observed by the values of F0 and Fm. These damages have been 

correlated with high levels of D1 protein degradation, particularly seedlings exposed to 

drought stress and subjected to high light stress. This may have contributed to a 

decrease in efficiency of PSII, observed by values of ΔF/Fm and ETR in these 

circumstances. Under drought stress condition the PSI also decreased in efficiency as 

well as presented lower electron transport rate. The immunoblot of the PC, this protein 

is responsible for electron flow between PSII and PSI, revealed lower expression of this 

protein in plants exposed to drought combined with high light. The staining by NBT 

revealed in this seedlings subjected to drought stress the O2
-
 radical formation was much 

delayed, possibly due to lower electron flow observed in these plants. This set of data 
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suggests that the photoinhibition had an important role to photooxidative protection 

attributed to the effect of this process on the reduction of PSII activity and consequent 

lower photochemical activity, which resulted in lower transfer of electrons. This 

suggestion was further enhanced in this study based on the reduction of the content of 

D1 protein, a major structural and functional component of PSII, and plastocyanin (PC), 

another major carrier of electrons. The modulation of the content of these proteins may 

have contributed to restrict the formation of ROS and consequent oxidative damage 

under photooxidative stress-inducing conditions such as drought associated with high 

luminosities, in this species. 

 

Key words: Drought stress, High Light Stress, Photoinhibition, Photosystem I, 

Photosystem II  and Photoprotection.  
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1. INTRODUÇÃO 

 

A fotoinibição é um processo fisiológico induzido em plantas quando os fótons 

absorvidos pelo aparato fotossintético excedem sua utilização na assimilação de carbono 

(BAKER e ROSENQVIST, 2004; MURCHIE e NIYOGI, 2011). Usualmente, é 

observada uma depressão da capacidade fotossintética induzida pela luz (ANDERSON 

e BARBER, 1996) e isso afeta tanto a produtividade como o crescimento (ARO et al., 

1993; LONG et al., 1994). A fotoinibição é reforçada quando as plantas são expostas a 

estresses ambientais como seca, salinidade, altas temperaturas e alta irradiância 

(MURATA et al., 2007). Seca severa restringe a produtividade e a distribuição 

territorial de plantas. Sob condições de campo, é geralmente caracterizada pela 

combinação de escassez de água, alta temperatura e alta irradiância (FLEXAS et al., 

2002).  

 Estresse de seca leva a uma redução substancial na taxa fotossintética, devido ao 

fechamento estomático, que restringe a difusão do CO2 na folha (CORNIC e 

MASSACCI, 1996; FLEXAS e MEDRANO, 2002), ou fatores não estomáticos, tais 

como inibição da Rubisco ou síntese de ATP (LAWLOR e CORNIC, 2002; FLEXAS e 

MEDRANO, 2002). Em consequência, a deficiência de CO2 e ATP assim como a 

inibição da atividade da Rubisco diminuirá a oxidação de NADPH no ciclo de Calvin. 

Consequentemente, o aceptor primário de elétrons, NADP
+
, não é suficientemente 

acessível, e uma baixa irradiância é requerida para saturar a fotossíntese sob deficiência 

hídrica. Em contrapartida, quando a alta irradiância é imposta a plantas submetidas à 

seca, a suscetibilidade a fotoinibição pode ser aumentada (FLEXAS e MEDRANO, 

2002). 

 Há diversos mecanismos de proteção da fotoinibição, tais como dissipação não 

fotoquímica, transporte de elétron para o oxigênio, nos processos de fotorrespiração 

e/ou reação de Mehler (ZHOU et al., 2007), e mudanças de concentração nos conteúdos 

de clorofila (PASTENES et al., 2005).O reforço da capacidade fotoprotetora, que 

compete com a fotoquímica pela energia absorvida, resulta em uma fraca regulação da 

fotossíntese, que é mostrada pela diminuição do rendimento quântico do fotossistema II 

(GENTY et al., 1989). No entanto, tem sido documentada em plantas nativas de regiões 

do semiárido, que o transporte de elétrons está associado com processos de elevada 

absorção de O2 (reação de fotorrespiração e Mehler), o que, presumivelmente, mantem 
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um elevado ΔpH e NPQ, dissipando excesso de luz como calor e fornecendo 

fotoproteção ao aparato fotossintético (ZHOU et al., 2007). 

 Tanto a disponibilidade de luz como a de energia para biossíntese de moléculas 

são fatores críticos para o reparo da função fotossintética (ANDERSON et al., 1995; 

HUNER et al., 1998). A exposição a baixa ou moderada irradiância durante tratamento 

de curto prazo combinado com outros estresses ambientais  é muitas vezes benéfico 

para as plantas, diminuindo a extensão de danos causados ao aparato fotossintético, 

especialmente o fotossistema II (FSII) (HAVAUX, 1994; HAVAUX et al, 1991). 

 A exposição à luminosidade elevada, no entanto, aumenta a magnitude de 

inibição da reparação dos danos ocasionados ao aparato fotossintetico induzida por 

outros estresses ambientais (AL-KHATIB e PAULSEN, 1989; KRESLAVSKI e 

KHRISTIN, 2003). Por exemplo, a deficiência hídrica pode causar uma super redução 

ao longo do cadeia de transporte de elétrons fotossintéticos (GOLDING e JOHNSON, 

2003), limitando o fluxo de elétrons na CTE. O fluxo de elétrons cíclico em torno do 

FSI desempenha um papel importante como uma fonte extra de ATP, requerido para a 

síntese de proteínas e de reparação total do FSII (ALLAKHVERDIEV et al., 2005). 

Este pode ser um motivo para o qual o transporte de elétrons cíclico protege FSII da 

fotoinibição (MIYAKE e OKAMURA, 2003) visto que o acúmulo de elétrons ao redor 

do FSI pode levar a maior formação de espécies reativas de oxigênio (EROS) 

(NISHIYAMA et al., 2006). As EROS podem não só danificar diretamente o aparato 

fotossintético (ASADA, 1999; CHOW e ARO, 2005), mas também inibir a síntese 

proteica, a qual é necessária para a reparação de fotodano (NISHIYAMA et al. 2001, 

2005, 2006, 2011, OHNISHI et al. 2005). 

 Neste estudo foram examinadas as respostas do metabolismo fotossíntetico ao 

estresse hídrico combinados com dois níveis de irradiância em folhas de cajueiro e 

como o aparato fotossintético lida com o excesso da entrada de energia. Nós 

estabelecemos a inter-relação entre a atividade e a tolerância do aparato fotossintético 

em plantas pré-expostas a deficiência hídrica. Nós hipótetizamos que a fotoinibição 

causada pela luminosidade elevada poderia fornecer um mecanismo para a dinâmica da 

regulação do aparato fotossintético, evitando os foto-danos em resposta ao aumento do 

tempo de exposição a luz elevada. 
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2. MATERIAIS E MÉTODOS 

2.1. Aplicação dos tratamentos de seca e luminosidade (alta e moderada) em 

curto intervalo de tempo 

 

As plantas utilizadas nesse estudo foram obtidas como descrito no Experimento I 

e II, do capítulo anterior. Objetivando-se obter uma cinética de todos os parâmetros 

fotoquímicos, mas principalmente, a do excesso de energia e encontrar o período de 

tempo onde houve a máxima dissipação desse excesso de energia, plantas irrigadas e 

submetidas à seca foram expostas a duas intensidades de luz (700 e 2000 µmol m
-2 

s
-1

), 

desta vez em uma escala de tempo menor  até 12h, conforme planejamento apresentado 

abaixo. 

 
 

 

 

 

 

 

Figura 1. Desenho experimental utilizado para a exposição das mudas aos efeitos dos 

estresses de seca e de radiação. As plantas cultivadas em condições controle (irrigadas) 

ou expostas a seca, em casa de vegetação, foram submetidas a duas intensidades de luz 

(700 e 2000 µmol m
-2

s
-1

) por 12 horas, com medições dos parâmetros fotoquímicos 

realizadas a cada 3h. Para a exposição aos tratamentos de luminosidade as mudas foram 

acondicionadas no Fitotron, com umidade relativa de 60%  ± 5 e temperatura de 30 °C ± 

2. 

 

Delineamento estatístico e análise dos dados 

 O experimento foi realizado em delineamento inteiramente casualizado com os 

tratamentos dispostos num fatorial 2x2x4, dois níveis de umidade, irrigado e seca, duas 

intensidades de luz (700 e 2000 mol m
-2

s
-1

) e 4 intervalos de tempo: 3, 6, 9 e 12h. 

Cada tratamento foi representado por cinco repetições, num total de 80 parcelas 

experimentais. Os dados foram submetidos ao teste F a 0,05 de significância, por 

análise de variância, e as médias das variáveis submetidas ao teste de Tukey no mesmo 

nível de probabilidade. 

 

 

 

 

 

Irrigado/Seca

(20 dias)

12 h escuro

Luminosidades

(Baixa/Alta)

Diferentes tempos de 

exposição a luz

(0, 3,6,9,12 h)

Recuperação

700 ou 2000 µmol.m-2.s-1

Casa de vegetação

Plântulas 

15 DAP

(0 h)(3; 6; 9 e 12) 
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2.2. Medidas realizadas 
 

2.2.1. Medidas de trocas gasosas e de fluorescência da clorofila 

 

As medidas da fluorescência da clorofila a foram realizadas em folhas maduras e 

completamente expandidas através do método do pulso de saturação (SCHREIBER et 

al., 1994; van KOOTEN e SNEL, 1990) com um fluorômetro modulado (LI-6400-40, 

LI-COR, EUA), acoplado com IRGA. A partir dos dados de fluorescência foram 

calculados: eficiência quântica máxima do FSII, pela relação [Fv/Fm = (Fm-Fo)/Fm], a 

eficiência quântica efetiva do FSII [ΔF/Fm’ = (Fm’-Fs)/Fm’], coeficiente de dissipação 

fotoquímica [qP = (Fm’- Fs)/(Fm’-Fo’)], coeficiente de dissipação não fotoquímica 

[NPQ = (Fm-Fm’)/Fm’] e fluxo de fotons atual do FSII [ETR = (ΔF/Fm’ x PPDF x 0.5 

x 0.84)]. Para determinar a taxa de transporte aparente a nivel de FSII (ETR), 0.5 foi 

usado como a fração de energia de excitação distribuída ao FSII, e 0.84 foi usado como 

a fração de entrada da luz absorvida pelas folhas. O Fm, Fo e Fv representam a 

fluorescência máxima, mínima e variável após adaptação das folhas a 30 min de escuro, 

respectivamente, e aquelas de Fm', Fo' e Fs representam a fluorescência máxima, 

mínima e no estado de equilíbrio dinâmico na presença de luz, respectivamente. As 

medidas realizadas na presença de luz foram feitas em folhas adaptadas às condições de 

irradiância prevalecentes na câmara de crescimento, após exposição por 10s a um feixe 

de luz de 270 mol m
-2 

s
-1

 fornecido pela própria fibra óptica do aparelho. 

 Após as medidas de fluorescência, foram realizadas as medidas de taxas de 

fotossíntese líquida (A), condutância estomática (gs) e transpiração (E), com um Sistema 

Portátil de Fotossíntese (LI-6400XT, LI-COR, EUA) em folhas completamente 

expandidas submetidas à irradiância saturante (1000 mol m
-2

s
-1

) fornecida por uma 

lâmpada de halogênio externa, para saturar os fotossistemas sem danos. 

 

2.2.2. Extração de proteínas 

 

A extração de proteína foi realizada conforme Zimmermam et al., (2006), com 

modificações. Amostras de folhas frescas (0,1 g) foram maceradas em almofariz na 

presença de N2 líquido seguido da adição de tampão Tris-HCl 100 mM (pH 8,0), 

contendo 30 mM de DTT, 20% de glicerol e 3% de PEG–6000. Após a extração, o 

extrato foi centrifugado a 14.000xg em temperatura de 4 °C durante 30 min. O 

sobrenadante foi utilizado para determinação das atividades enzimáticas, zimogramas e 
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imunoblots. O conteúdo de proteínas solúveis foi determinado conforme Bradford 

(1976) e estimado com base em curva padrão, utilizando BSA. 

 

2.2.3. Imunoblot para Rubisco, plastocianina, proteína D1 e catalase 

 

As mudanças no conteúdo da Rubisco, plastocianina, proteína D1 e catalase 

foram avaliadas por imunoblot, utilizando anticorpo específico contra a subunidade 

maior da rubisco, plastocianina, fragmentos C-terminal de PsbA e catalase 

respectivamente. Após a separação das proteínas por eletroforese em gel desnaturante 

(SDS-PAGE) 12,5% (Rubisco, proteína D1 e catalase) e 15% (plastocianina), foi 

realizada uma eletrotransferência das proteínas para uma membrana de nitrocelulose em 

sistema úmido. Em seguida foi realizada a detecção das subunidades maior da Rubisco 

(SMR), plastocianina e fragmentos PsbA C- terminal  por imunoblot utilizando os 

seguintes anticorpos específicos: (R4404, Sigma), (AS06 141, Agrisera), (AS05 084, 

Agrisera) e (AS09 501, Agrisera), respectivamente. Na revelação foi empregado um 

anticorpo secundário IgG (A 9046, Sigma) conjugado com peroxidase alcalina, 

conforme Lee et al. (2007). As imagens correspondentes às bandas reveladas foram 

escaneadas utilizando programa específico e apresentadas na forma de gráficos como 

valores relativos. 

 

2.2.4. Indução da cinética rápida da fluorescência e parâmetros relacionados 

 

 As determinações relativas a emissão de fluorescência da Clorofila a foram 

efetuadas à temperatura ambiente (≈ 27°C) in vivo e in situ empregando o fluorímetro 

DUAL PAM 100 (Heinz Walz GmbH., Alemanha). 

 A luz de excitação utilizada nos ensaios foi padronizada em 3000 µmol fótons 

m
-2

s
-1

 na superfície da folha e a indução rápida da fluorescência da Chl a  foi realizada 

no intervalo de tempo de 10 µs a 400 ms. 

 O material vegetal foi pré-adaptado no escuro por 30 minutos antes das 

determinações de fluorescência. O tempo de 30 minutos é suficiente, para o relaxamento 

de todo o sistema transportador de elétrons fotossintéticos (OLIVEIRA, 1995), 

garantindo o estado oxidado dos  receptores de elétrons. 
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 A partir do emprego de luz saturante (3000 mol m
-2

s
-1

) e da condição de 

completo relaxamento do sistema, o pico de fluorescência emitido foi considerado como 

FM. A fluorescência a 50 µs foi considerado como valor F0 (transiente O) e a 

fluorescência máxima obtida como FM (transiente P), de acordo com Strasser et al. 

(2004). A curva de indução da fluorescência foi plotada em escala de tempo logaritmica 

permitindo a visualização de transição. A determinação do tempo de surgimento para 

transientes de fluorescência rápida J e I foi de 2 ms para o transiente J e 30 ms pra o 

transiente I, segundo Strasser et al. (2004). 

Para uma análise detalhada da curva de indução de fluorescência, calculamos a 

área integrada entre o sinal de fluorescência medido e Fm, dada por: 

area =  (1) 

                     

Tm é o tempo necessário para se atingir a iluminação Fm. O parâmetro Sm, 

uma medida da energia necessária para fechar o CR FSII ativo e foi calculado 

dividindo-se a área por Fv: Sm = área / Fv (Strasser et al, 2000). 

  

2.2.5. Medidas dos parametros do FSI 

 

Parâmetros do FSI foram determinados através do sistema  Dual PAM-100 

(Heinz Walz, Effeltrich, Alemanha) conectado a um computador com software 

“WinControl” usando modulação de amplitude de pulso (COOPMAN et al., 2010). 

Pulsos de saturação (PS), introduzidos  principalmente para a medição de fluorescência 

PAM foram também aplicados para avaliar os parâmetros P700. Os sinais de P700 (P) 

podem variar entre nível mínimo (P700 totalmente reduzido) e o nível máximo (P700 

totalmente oxidado). O sinal P máximo foi determinada através da aplicação de PS após 

pré-iluminação com vermelho distante. Sob condições limitadas do lado doador 

(produzido pela exposição vermelho-distante), PS transitoriamente induz a completa 

oxidação P700. Depois que o PS foi aplicado, o sinal P mínimo foi medido quando 

P700 se encontrava totalmente reduzido. A diferença do sinal  entre os estados 

totalmente reduzidos e oxidados é denominada por Pm. A iluminação actínica foi 

iniciada, e PS foi fornecido cada 30 s, com os mesmos pulsos utilizados para 

fluorescência e análises P700. Cada PS foi seguido por um período de 1 s no escuro 

para determinar o nível de sinal mínimo P (P0; P700 totalmente reduzido). P foi 

registrado antes da aplicação de PS e brevemente depois PS foi fornecido (Pm’), quando 
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foi observada a oxidação máxima de P700, e finalmente no fim do intervalo de 1 s no 

escuro após cada PS (determinação P0). Os sinais P e Pm’ foram comparados com P0. 

Deste modo, desvios de sinais inevitáveis (por exemplo, devido a alterações no estado 

da água) não interromperam as medidas reais dos parametros de P700. 

Três tipos de rendimentos quânticos complementares de conversão de energia 

em FSI foram calculados de acordo com os métodos descritos por Erhard et al. 2008: Y 

(I), Y (ND) e Y (NA). Rendimento quântico fotoquímico efetivo [Y (I)] = (Pm’ - P)/Pm. 

Y (ND) (limitação do lado dos doadores) representa a fração do P700 global que se 

torna oxidado em um dado estado, que é reforçada por um gradiente de próton trans-

tilacóide (controle fotossintético no complexo cytb / f, bem como a baixa regulação do 

FSII ) e fotodano ao FSII. Y (ND) foi calculada utilizando a fórmula Y (ND) = (P – P0) 

/ Pm. 

O Y (NA) (limitação lado aceptor) representa a fração do P700 total que não 

pode ser oxidado pelo PS num dado estado devido a falta de receptores, e é reforçada 

por adaptação ao escuro (desativação de enzimas-chave do ciclo de Calvin-Benson) e 

dano no local de  fixação de CO2. Y (NA) foi determinada com base na equação Y (NA) 

= (Pm – Pm’ )/Pm. 

 

2.2.6. Detecção in situ de peróxido e superóxido 

 A detecção in situ de peróxido (H2O2) foi determinado baseado na metodologia 

proposta por Thordal-Christensen et al., (1997). Discos foliares foram infiltrados a 

vácuo sob condições de escuro com 10 mM de tampão fosfato de potássio, 10 mM 

NaNO3 e 0.1% (w/v) 3,3’- diaminobenzidina (DAB), pH 7.8. Os discos foliares foram 

incubados por aproximadamente 16h em condições de escuro e então descorados com 

0.15% (w/v) de ácido tricloroacético em 4:1 (v/v) etanol:clorofórmio por 48h antes de 

serem fotografadas. A detecção de superóxido (O2
-
) foi feita essencialmente como 

descrito por Jabs et al., (1996). Folhas destacadas foram infiltradas a vácuo com 10 mM 

de tampão fosfato de potássio, 10 mM NaNO3 e 0.1% (w/v) azul de nitrotetrazólio 

(NBT) e 0.05% (v/v) Tween 20, pH 7.8. As folhas destacadas, infiltradas e tratadas com 

NBT foram mantidas por 30 minutos sob condições de luz, antes do descoramento que 

segue o mesmo método descrito acima para detecção de H2O2. 
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2.2.7. Atividade enzimática 

A atividade da catalase (CAT; EC: 1.11.1.6) foi determinada conforme Havir e 

McHale (1987). Alíquotas de 0,05 ml de extrato protéico foram adicionadas de 2,95 ml 

de tampão fosfato de potássio 50 mM, pH 7,0, a 30 °C e acompanhado o decaimento da 

absorbância a 240 nm em espectrofotômetro durante 300 segundos, com leituras 

sucessivas a cada 30 seg. A atividade da enzima foi calculada com base no coeficiente 

de extinção molar de 36 mM
-1

 cm
-1

 a 240 nm, para o H2O2 e expressa em mol H2O2 g
-1

 

MF min
-1

 ou de forma específica.  

A atividade da peroxidase de ascorbato (APX; EC: 1.11.1.1) foi determinada 

conforme método descrito por  Nakano e Asada (1981). Alíquotas de  0,1 ml de  extrato  

protéico  foram adicionadas  ao meio de reação composto de 2,7 ml de tampão fosfato 

de potássio 50 mM (pH  6,0), contendo 0,5 mM de ácido ascórbico. A reação foi 

iniciada pela adição de H2O2 (30  mM) ao meio de reação e acompanhada pelo 

decaimento da absorbância a 290 nm em espectrofotômetro durante 300 s, com leitura 

sucessivas em intervalos de 30 s. A atividade da APX foi estimada utilizando o 

coeficiente e de extinção molar de 2,8 mM 
-1

 cm 
-1

 para o ascorbato, em 290 m, e 

expressa como µmol AsA g 
-1

 MF min 
-1

 .   

A atividade da dismutase de superóxido (SOD; EC: 1.15.1.1) foi determinada 

conforme metodologia descrita por Gianopolitis e Ries (1977). Alíquotas de 0,1 ml do 

extrato protéico foram transferidas para meio de reação, em tubos protegidos da luz, 

contendo tampão fosfato de potássio 50 mM (pH 7,8), 0,1 mM de EDTA, 13 mM de L-

metionina e 75 µM de NBT. A reação foi iniciada pela adição de 2 mM de riboflavina e 

rápida transferência dos tubos, sem a proteção da luz, para câmara iluminada por 

lâmpada de 30 wats (30 µmol de fótons m 
-2

 s 
-1

), durante 6 minutos. A reação foi 

interrompida pelo desligamento da luz, os tubos foram revestidos por filme escuro e 

realizadas leituras a 540nm. A atividade foi estimada com base na inibição da redução 

do NBT, definindo-se uma unidade de atividade como a quantidade da enzima 

necessária para inibir 50% da fotoredução (BEAUCHAMP e FRIDOVICH, 1971). A 

atividade foi expressa em U.A. g 
-1

 MF min 
-1

 . 

Tendo em vista que a umidade, ou seja, a relação MF/MS, não variou entre os 

tratamentos, as atividades enzimáticas foram expressas na base de MF. 
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2.2.8. Atividade da oxidase do glicolato 

A atividade da oxidase do glicolato (GO: EC; 1.1.3.15) foi determinada 

conforme o princípio de reação do método descrito por Baker e Tolbert (1966). Esse 

método se baseia na produção do complexo glioxilato-fenilhidrazona, produzido a partir 

da conversão do glicolato para glioxilato pela GO no meio. Alíquotas de 100 µL do 

extrato foram adicionadas a 2,9 mL de meio de reação contendo tampão fosfato de 

potássio 100 mM, pH 8,3, adicionado de glicolato de sódio 40 mM, L-cisteína 100 mM, 

fenilhidrazina-HCl 100 mM e FMN 1 mM. O incremento da produção do complexo 

(glioxilato-fenilhidrazona), referente à atividade da enzima, será medido a 324 ηm em 

espectrofotômetro durante 5 min. A atividade da GO foi calculada utilizando o 

coeficiente de extinção molar de 17 mM
-1

 e expressa em µmol de glicolato g
-1

 MF min
-1.  

 

2.2.9. Zimograma da catalase (CAT)  

 Após a separação das proteínas em gel de poliacrilamida a 7,5% os géis foram 

revelados para atividade de catalases conforme Thorup et al., (1961). Alíquotas (50 µl) 

de extrato protéico foram misturadas ao tampão de aplicação (Tris 25 mM/glicina 190 

mM, pH 8,3), na proporção 1/1 (v/v) e 20 µl da mistura foi submetido à PAGE nativa 

(125 V, 20 mA e 10 W por gel). Após a eletroforese os géis foram pré-incubados em 

H2O2  0,3% (p/V) por 20 min, em agitação suave, seguido de rápida lavagem com água 

destilada e imersão em solução de FeCl3 0,5% (p/v) e K2Fe(CN6) 0,5% (p/v). Após o 

surgimento das bandas acromáticas sobre o fundo verde dos géis a reação foi 

interrompida por lavagens com água destilada. As soluções de FeCl3 e K2Fe(CN6) 

foram preparadas isoladamente, mantidas no escuro, e misturadas somente no momento 

da aplicação sobre os géis.  

 

2.2.10. Conteúdo de glioxilato 

O conteúdo de ácido glioxilato foi determinado baseado em metodologias 

desenvolvidas por Hausler et al. (1996), a partir de extrações por maceração de 100 mg 

MF em 1 ml de HCl 100mM. Os extratos foram centrifugados a 12.000 rpm/ 10 min/ 8 

°C e o sobrenadante foi recolhido. Alíquotas de 200 µl do extrato foram acrescidas a 

300 µl de Fenilhidrazina 1% em HCl 100mM e colocadas em banho- maria a 95ºC por 2 

min. A reação foi paralisada com banho de gelo e as leituras realizadas a 324 ηm. O 
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conteúdo de glioxilato foi calculado utilizando o coeficiente de extinção molar de 17 

mM
-1

 e expresso em µmol g
-1

 MF min
-1.  

 

3. RESULTADOS 

 

O tempo de exposição à luz per se compromete as trocas gasosas de mudas de 

cajueiro 

 

 Os resultados de trocas gasosas demonstraram que as plantas irrigadas até as 6h 

da exposição a luz elevada apresentaram os maiores valores da taxa de assimilação 

líquida de carbono do que aquelas expostas a seca, atingindo o máximo da taxa  

fotossintética líquida, nesse período. Além disso, nas plantas submetidas à seca, a 

fotossíntese permaneceu constante durante todo o período de exposição a luz. Contudo, 

ao fim das 12 h de exposição a luz elevada, a taxa fotossintética de mudas irrigadas e 

submetidas a seca se equiparam, indicando que o maior tempo de exposição à luz alta 

possa estar comprometendo o funcionamento do aparato fotossintético das mudas 

irrigadas (Figura 2A). As variações na fotossíntese líquida foram compatíveis com o 

fechamento estomático e com a perda de água por transpiração observadas nas mudas 

(irrigadas e expostas a seca). De modo que as taxas da transpiração e condutância 

estomática (embora não significativas) foram maiores nas mudas irrigadas do que nas 

mudas expostas a seca, independente do regime lumínico (Figuras 2B e 2C).  

A relação ETR/PN não variou em resposta ao tempo de exposição a luz, os 

resultados indicam que a assimilação de CO2 foi aparentemente suficiente para drenar 

eletrons da fase fotoquímica, portanto outros drenos importantes tais como 

fotorrespiração foram provavelmente pouco utilizados nas condições de alta luz e seca 

(Figura 2 D). 
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Figura 2. Mudanças na fotossíntese líquida (A), transpiração (B), condutância 

estomática (C) e relação ETR/PN (D) em mudas de cajueiro submetidas as condições 

controle ou a suspensão de rega por 20 dias, seguido de submissão a radiação elevada. 

Médias seguidas da mesma letra maiúscula não diferem entre os tratamentos de luz, 

enquanto aquelas seguidas pela mesma letra minúscula não diferem dentro de cada 

intensidade de luz, pelo teste de Tukey (P<0.05). 

Respostas da atividade fotoquímica logo nas primeiras horas de exposição à luz alta é 

crucial para entendimento dos mecanismos de foto-proteção em cajueiro sob 

deficiência hídrica 

 As análises de fluorescência da clorofila a revelaram que as mudas irrigadas, 

sobretudo na luz moderada apresentaram valores de eficiência quântica máxima do FSII 

(Fv/Fm) próximos de 0,8 , ao contrário das mudas submetidas ao estresse hídrico que 

apresentaram valores de Fv/Fm próximos de 0,6 a partir das seis horas de exposição a luz 

moderada (Figura 3A). Na luminosidade elevada, as mudas expostas à seca mantiveram 

os valores baixos da relação Fv/Fm, porém as mudas controle demonstraram discreta 

tendência da redução desse parâmetro em resposta ao aumento do tempo de exposição a 

luz alta (Figura 3B), demonstrando que a luminosidade elevada per se afeta esse 

parâmetro (Fv/Fm), contudo não exacerba o efeito negativo sobre a condição de seca, 

como pensávamos em experimentos anteriores, visto que em luz moderada as mudas de 

seca já apresentavam valores baixos de Fv/Fm. 
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Figura 3. Parâmetros de fluorescência da clorofila a: eficiência quântica potencial do 

fotossistema II (A e B) das mudas de cajueiro cultivadas em condições irrigadas (barras 

brancas) ou sob suspensão de rega (barras pretas) em exposição a luminosidade 

moderada (A ) ou em exposição a alta luminosidade (B). As medidas representam 

médias de três repetições ± desvio padrão. As letras maiúsculas representam a 

interferência da luz nos tratamentos e as letras minúsculas representam as diferenças 

entre os tratamentos em exposição à mesma intensidade de luz, pelo teste de Tukey 

(P<0.05). 
 

A fluorescência mínima (F0) aumentou claramente a partir das 6h de exposição 

a luz moderada e a partir das 3h de exposição a luz elevada nas mudas expostas a seca, 

enquanto que nas plantas controle esse parâmetro permaneceu constante, demonstrando 

a ocorrência de danos na estrutura da membrana tilacóide com parcial dissociação de 

LHCII de FSII apenas naquelas expostas a seca (Figura 4A e 4B). Em contraste, a 

fluorescência máxima (Fm), nas plantas expostas a seca, reduziu abruptamente no 

período de 3-6h de exposição a luz moderada ou elevada, permanecendo contante 

depois desse período. Nas plantas controle a fluorescência máxima tendeu a uma leve 

redução durante a exposição a luz moderada, mas na luz elevada essa redução chegou 

aos mesmos níveis daquelas expostas a seca, indicando que a fotoinibição nas plantas 

expostas a seca e irrigadas se equiparam as 12 h de exposição a luz elevada devido a 

inibição da atividade fotossintética pela disfunção da atividade do FSII (Figuras 4C e 

4D). 
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Figura 4. Fluorescência mínima (A e B) e máxima no escuro (C e D) das mudas de 

cajueiro cultivadas em condições irrigadas (círculo branco) ou sob suspensão de rega 

(círculo preto) em exposição a luminosidade moderada (A e C) ou em exposição a alta 

luminosidade (B e D). As medidas representam médias de três repetições ± desvio 

padrão. 

 

 Além disso, nos momentos iniciais de exposição à luz ocorre uma rápida 

indução da dissipação não-fotoquímica (NPQ), mostrando uma modulação desse 

processos fotoquímico, uma resposta que é ausente após um período prolongado (24 h) 

de exposição a luz (experimentos anteriores). Foi observado que apenas nas plantas 

expostas à seca ocorreu uma indução da dissipação de energia por meio desse processo 

durante as seis horas iniciais de exposição à luz moderada, e por três horas em respostas 

a luminosidade elevada, respostas estas que foram ausentes nas plantas controle (Figura 

5A e B).    
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Figura 5. Coeficiente de extinção não-fotoquímica da fluorescência (A e B) das mudas 

de cajueiro cultivadas em condições irrigadas (círculo branco) ou sob suspensão de rega 

(círculo preto) em exposição a luminosidade moderada (A ) ou em exposição a alta 

luminosidade (B). As medidas representam médias de três repetições ± desvio padrão. 

 

 Os resultados relacionados aos processos de dissipação de energia por meio do 

NPQ mostram que o papel desses processos, em respostas ao estresse por luminosidade, 

ocorre de forma temporal em mudas de cajueiro. Após a exposição das plantas à 

luminosidade esse processo fotoquímico é extremamente ativo, principalmente a 

dissipação de energia via NPQ, e que com o tempo de exposição à luz torna-se 

ineficiente. Esses dados estão compatíveis com as mudanças que ocorreram em 

processos diretamente relacionados com a atividade fotoquímica dos fotossistemas, 

como a taxa aparente do transporte de elétrons e a eficiência quântica efetiva do FSII 

(Figura 6). 

 A taxa de transporte de elétron (ETR) em resposta a luz ocorreu de forma 

sincronizada com a eficiência quântica efetiva do FSII (ΔF/Fm’), tanto na luminosidade 

moderada como na elevada (Figura 6A-D). Nas plantas irrigadas, os valores de ETR e 

ΔF/Fm’ foram relativamente elevados nas horas iniciais da exposição à luz, entre 3 e 9 h 

os valores desses parâmetros reduzem para quase a metade ou menos que isso, 

permanecendo contantes a partir desde ponto quando as mudas foram expostas a 

luminosidade elevada e apresentaram um discreto aumento quando expostas a luz 

moderada. Por outro lado, nas mudas sob o estresse de seca, os valores se apresentaram 

sempre reduzidos mostrando pouco fluxo de elétrons durante todo o tempo de exposição 

à luz moderada e elevada, provavelmente devido ao fechamento estomático bastante 

limitado nestas mudas. 



124 
 

700 mol m-2s-1

E
T

R

(m
m

o
l 

m
-2

 s
-1

)

0

24

48

72

96

120

Controle 

Seca  

2000 mol m-2.s-1

E
T

R

(m
m

o
l m

-2
 s -1

)

0

24

48

72

96

Tempo (h)

0 3 6 9 12

F
/F

m
'

0.0

0.1

0.2

0.3

0.4

Tempo (h)

0 3 6 9 12

F
/F

m
'

0.0

0.1

0.2

0.3

0.4

A B

C D



 

Figura 6. Taxa aparente de transporte de elétrons (A e B) e eficiência quântica efetiva 

do fotossistema II (C e D) de mudas de cajueiro cultivadas em condições irrigadas 

(círculo branco) ou sob suspensão de rega (círculo preto) em exposição a luminosidade 

moderada (A e C) ou em exposição a alta luminosidade (B e D). As medidas 

representam médias de três repetições ± desvio padrão. 
 

 
 

Padrão de expressão de proteínas associadas com a eficiência fotossintética 

 

O imunoblotting de RLS indicou aumento progressivo na quantidade da 

proteína Rubisco, proteína solúvel mais abundante do cloroplasto, em resposta a alta luz 

atingindo os maiores níveis após as 12 h de exposição a luz alta nas mudas controle. 

Nas plantas expostas à seca a quantidade de proteína também aumentou, porém só até as 

6 h de exposição a luz alta. Após esse periodo a quantidade de rubisco foi reduzida para 

menos da metade (Figura 7A). Apesar do papel da Rubisco de fixar CO2, os aumentos 

das quantidades da proteína observados não induziram aumentos nas taxa de 

assimilação de CO2. No entanto, como tem sido observado ao longo deste trabalho, a 

RuBisCO não é o único fator a contribuir para a diminuição de fotossíntese, como 

demonstram os resultados de fluorescência da clorofila. O conjunto de todos os 

processos, desde a captação da luz até à fixação do carbono, formam uma rede 
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complexa de interações, as quais serão afetadas pelos estresse hídrico e de luz em 

diferentes graus, contribuindo de formas diferentes para a redução de fotossíntese. 

Outra proteína, cujo papel é essencial no processo de fotossíntese, analisada 

aqui, foi a plastocianina (PC). A detecção por imunoblotting da PC revelou 

descréscimos da quantidade da proteína em resposta à luz e essa redução foi mais 

acentuada em resposta a seca combinada com a luz alta (figura 7B). A mesma resposta 

foi observada para a detecção da proteína D1, ou seja, a seca e/ou a luz causam efeitos 

negativos na quantidade da proteína, revelando altos níveis de degradação da mesma, 

particularmente nas mudas expostas à seca associada com a luminosidade elevada 

(Figura 7C). 

 

Figura 7. Western blot da Rubisco (A) plastocianina (B) e da proteína D1 (C) em  

mudas de cajueiro cultivadas  em condições irrigadas (C) ou sob suspensão de rega (S)  

e expostas à luminosidade elevada (2000 µmol m
-2 

s
-1

) por 3h, 6h e 12h. 

 

 

 Indução da cinética rápida da fluorescência e parâmetros relacionados 

   

Foi realizado uma curva O-J-I-P em mudas controle e submetidas à seca, cujos 

dados da curva representam a etapa fotoquímica da fotossíntese dependente da 

intensidade luminosa, mais precisamente, a redução de QA para QA
-
, a partir da 

reoxidação do centro de reação do FSII (inflexão O-J, na curva) e os transientes “J-I-P” 

correspondem a fase não fotoquímica da fotossíntese, mas ainda sob a influência da 

acumulação de QA
-
. A fase J-I revela  a simples redução da plastoquinona (PQ) e a fase 

I-P revela a quantidade de PQ duplamente reduzida (HILL  et al., 2004). Quando toda 

QA estiver no estado reduzido (QA
-
), a fluorescência atinge o transiente “P”. 
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 Os resultados da figura 6 representam a cinética da emissão da fluorescência da 

clorofila pelos transientes ‘O-J-I-P’ nas mudas controle e submetidas a seca, e mostra 

que, apesar das  curvas polifásicas O-J-I-P das mudas de cajueiro expostas a luz 

moderada e elevada apresentarem tendências semelhantes, as taxas de crescimento  e as 

amplitudes de suas três fases individuais foram diferentes. Nas mudas submetidas a seca 

e expostas a luz moderada, ocorreu uma menor redução de QA
-
 em comparação com as 

mudas controle, representado pela menor amplitude da subida do sinal de fluorescência 

entre “O” e “J” (Figura 8A). Contrariamente, nas mudas que estavam expostas a luz 

elevada,  a amplitude do sinal da fluorescencia entre O e J foram equivalentes entre 

controle e submetidas a seca  (Figura 8B). A causa provável para isto, seria uma 

limitação por parte da segunda quinona transportadora de elétron (QB) em aceitar os 

elétrons transferidos por QA, além também, da influência causada pelo lado doador de 

FSII (HSU, 1993). Nas fases posteriores, J-P, tanto apos a exposição da luz moderada 

como a elevada, as mudas controle demonstraram um aumento mais rápido da 

fluorescencia em relação as mudas submetidas a seca, repesentado pelo distaciamento 

entre as duas curvas. Os dados da tabela 1 também mostraram limitação no pool de PQ 

visto que os menores valores de Sm nas mudas submetidas a seca estão indicando que 

na cadeia transportadora de elétrons dessas mudas tem menos aceptores de elétrons por 

centro de reação (CR) do FSII. Paralelamente as menores taxas de Sm/Tm nas mudas 

submetidas a seca sugerem que essas mudas tem um menor pool de PQ, reflexo das 

menores taxas de transporte de elétrons dessas mudas sob luz elevada (Figura 6B).   
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Figura 8. Cinética da fluorescência da clorofila a em folhas de mudas de cajueiro sob as 

condições controle  e submetidas a seca em exposição a intensidade de luz moderada 

(A) e elevada(B). As curvas estão representadas na forma dos transientes (OJIP) da 

fluorescência. 

 

 

 

 

 

 

        Tabela 1. Outros parametros da fluorescência da clorofila a 

calculados a partir da curva OJIP de mudas de cajueiro 

  Luz Alta 

  Controle Seca 

F0  0,93   ±0,06a   1,08   ±0,10a  

Sm  33,95   ±1,83a   18,20   ±2,64b  

 Sm/Tm   0,110   ±0,006a   0,059   ±0,009b  

Os valores na tabela são expressos como as médias ± SD (n = 3). 

Médias seguidas da mesma letra não diferem dentro de cada 

tratamento, pelo teste de Tukey (P > 0,05). 
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Fotoinibição no fotossistema I  

  

 Os resultados da figura 9A demonstraram que as plantas submetidas a seca 

tiveram um menor rendimento do FSI, representado pelos menores valores de Y(I). 

Esses valores baixos são principalmente devido a taxa de transporte de elétrons reduzida 

durante a exposição a luz elevada (Figura 9B), além disso, após 12 h de exposição a luz 

elevada há uma limitação do lado aceptor de eletrons, representado pelo alto valor de 

Y(NA) nessas mudas (Figura 9D). Acredita-se que a inativaçao do lado aceptor de 

eletrons do FSI pode ser usado como marcador de fotoinibição do FSI (MUNEKAGE et 

al. 2002, 2004). A instalação de uma super redução do lado aceptor de elétrons do FSI 

pode ser atribuída em parte pela redução dos aceptores de elétrons do FSI como os 

centros FeS, Fd e NADP. A redução desses aceptores se dá pela formação de EROS, 

uma vez que a interação entre ferredoxina e oxigênio molecular (reação de Mehler) leva 

a formação de superóxido (O2
●-

) e H2O2, e por sua vez a interação do H2O2 com 

aglomerados FeS reduzidos (reação de Fenton) resulta na formação radical hidroxila 

(OH
●
) que destrói clusters FeS. Os aglomerados FeS inativos (FeSin) induzem alterações 

conformacionais de proteínas do complexo do núcleo FSI, facilitando o  acesso a 

proteases e, posteriormente a degradação dos produtos de gene de proteínas 

componentes dos FS como a PsaA e PsaB, prejudicando dessa forma a eficiência do FSI 

(.YORDANOV e VELIKOVA, 2000). 
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Figura 9. Parâmetros de regulação do FSI  de mudas de cajueiro cultivadas em 

condições irrigadas ou sob suspensão de rega. Mudas controle e submetidas a seca 

foram iluminadas com luz actínica azul (AL) de 550 µmol · m
-2

 · s
-1

 durante 5 minutos. 

Fluorescência da clorofila a e mudanças da absorbância P700 foram registradas em 

paralelo. A partir de dados de fluorescência, os rendimentos correspondentes em FSI 

foram obtidos a partir de medições de P700: Y(I): utilização de energia fotoquímica 

(A); ETR (1): taxa de transporte de eletrons no FSI; Y (ND): dissipação de energia não 

fotoquímica, devido à limitação do lado do doador (C) e Y (NA): dissipação de energia 

não foto-química, devido à limitação do lado receptor (D). As letras maiúsculas 

representam a interferência da luz nos tratamentos e as letras minúsculas representam as 

diferenças entre os tratamentos em exposição à mesma intensidade de luz, pelo teste de 

Tukey (P<0.05). 
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Danos oxidativos em resposta ao aumento da exposição à luz alta 

 

 A análise da acumulação de EROs em resposta ao aumento do tempo de 

exposição à luz alta foi feita in situ pelo coramento das folhas usando NBT e DAB 

como indicadores de O2
- 
 e H2O2. Os níveis do radical superóxido foi significantemente 

maior às 3h e 6h de exposição a luz nas mudas irrigadas se comparadas com as mudas 

submetidas ao estresse hídrico (Figura 10A). As 12h, a concentração de O2
- 

reduz 

significantemente. Nas mudas submetidas à seca a formação do radical O2
- 
é bem mais 

retardada, se acumulando apenas após 12 h de exposição à luz elevada. Esses resultados 

demonstram que a manutenção do fluxo de elétrons nas mudas irrigadas, na presença de 

luminosidade elevada (2000 µmol m
-2

s
-1

), levou a uma maior produção de O2
•-
 em 

relação as mudas sob seca (Figura 10 B). 

3h 6h 12h

(A)

(B)

 

Figura10. Detecção in situ da formação do radical superóxido em folhas de mudas de 

cajueiro cultivadas em condições irrigadas (A) ou submetidas ao estresse hídrico (B), 

por suspensão de rega, e expostas à luminosidade elevada (2000 µmol m
-2 

s
-1

) por 2h, 6h 

e 12h.  

 

 

 Em contraste, H2O2 foi detectado em todos os tratamentos, mas os níveis mais 

altos foram detectados apenas nas mudas irrigadas, particularmente as 3h de exposição à 

luminosidade elevada, havendo pouco acúmulo desta EROs nos outros tratamentos de 

luz (Figura 11). Para evitar esses danos oxidativos, a célula possui um complexo 

sistema protetor composto por componentes enzimáticos, constituído pelas enzimas 

SODs, APXs e CATs (NOCTOR e FOYER, 1998). As SODs são consideradas a 



131 
 

primeira linha de defesa oxidativa da célula e catalisam a dismutação do O2
•-
 para H2O2 

e O2 (ALSCHER et al., 2002). No presente estudo, ocorreu elevada atividade da SOD 

nas mudas expostas à seca até as 6h de exposição à luz elevada, no entanto após a 

exposição à 12 horas de luz elevada, estas plantas apresentaram um decréscimo de 40% 

na atividade da SOD (Figura 12A), indicando a eficiência da atividade da SOD na 

remoção do O2
•-
  acumulado.   

 

3h 6h 12h

(A)

(B)

 

Figura 11. Detecção in situ da formação do radical peróxido em folhas de mudas de 

cajueiro cultivadas em condições irrigadas (A) ou submetidas ao estresse hídrico (B), 

por suspensão de rega, e expostas à luminosidade elevada (2000 µmol m
-2 

s
-1

) por 2h, 6h 

e 12 h. 

 

Por sua vez, as APXs são as principais peroxidases que removem H2O2 na 

célula (FOYER, 1996), e atuam em sincronia com as enzimas redutases do 

deidroascorbato (DHAR), do monodeidroascorbato (MDHR) e da glutationa (GR), 

removendo H2O2 no ciclo do ascorbato-glutationa (HALLIWELL, 1987).  Os resultados 

da figura 12B, demonstraram que as a atividade da APX nas mudas irrigadas foi similar 

a das mudas expostas a seca apenas após as 6h de exposição. Por outro lado, após 

exposição de 3 e 12 h à luz alta, essas mudas apresentaram atividade de aproxidamente 

50% superior daquelas submetidas a seca.  
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Figura 12. Atividade da dismutase do superóxido (A) e peroxidase do ascorbato (B) em 

mudas de cajueiro cultivadas em condições irrigadas (barras brancas) ou sob suspensão 

de rega (barras pretas) e expostas à luminosidade elevada (2000 µmol m
-2 

s
-1

) por 2h, 6h 

e 12h. As letras maiúsculas representam a interferência da luz nos tratamentos e as 

letras minúsculas representam as diferenças entre os tratamentos em exposição à mesma 

luz, pelo teste de Tukey (P<0.05). 

 

 

 

Fotorrespiração como mecanismo de foto-proteção utilizado pelas mudas de cajueiro 

submetidas à luz alta 

 

Os parâmetros utilizados para avaliar os indicadores de fotorrespiração 

variaram muito pouco, exceto a atividade da catalase, que  mostrou um aumento 

gradativo em resposta ao tempo de exposição a luz alta, alcançando os maiores níveis as 

12h de exposição a luz. Nas mudas submetidas à seca a tendência foi a mesma, porém 

em menor escala. Esses dados foram confirmados por western blot e zimograma e estão 

mais relacionados com seu papel de proteção contra o excesso de H2O2 gerado, 

particularmente nas mudas irrigadas onde o efeito da luminosidade foi mais negativo 

(Figura 13 A e B). As catalases, apesar de possuírem menor afinidade pelo H2O2 se 

comparado as APXs,  são essenciais na remoção de H2O2 oriundo da fotorrespiração 

(FOYER e NOCTOR, 2000). Assim, o baixo conteúdo de H2O2 no tecido foliar além de 

estar relacionado com atividade das APXs pode também estar relacionado com a 

atividade da catalase, que mostrou variações significativas. 
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Figura13. Western blot da catalase (A) e determinações das atividades enzimáticas da 

catalase em gel (B) e in vitro (C) em mudas de cajueiro cultivadas em condições 

irrigadas (barras brancas) ou sob suspensão de rega (barras pretas) e expostas à 

luminosidade elevada (2000 µmol m
-2 

s
-1

) por 2h, 6h e 12h. As letras maiúsculas 

representam a interferência da luz nos tratamentos e as letras minúsculas representam as 

diferenças entre os tratamentos em exposição à mesma luz, pelo teste de Tukey 

(P<0.05). 
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Os outros parâmetros indicativos de fotorrespiração, como o conteúdo de 

glioxilato e atividade da oxidase do glicolato se mantiveram constantes tanto nas mudas 

controle como nas submetidas a seca, exceto para a pequena redução, porém não 

significativa, da atividade de GO  as 12h de exposição a luz elevada (Figura 14 B e C).  
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Figura 14. Medidas de indicadores da atividade de fotorrespiração: conteúdos de 

glioxilato (A)  e atividade da oxidase do (B) glicolato em mudas de cajueiro cultivadas 

em condições irrigadas (barras brancas) ou sob suspensão de rega (barras pretas) e 

expostas à luminosidade elevada (2000 µmol m
-2 

s
-1

) por 2h, 6h e 12h. As letras 

maiúsculas representam a interferência da luz nos tratamentos e as letras minúsculas 

representam as diferenças entre os tratamentos em exposição à mesma luz, pelo teste de 

Tukey (P<0.05). 
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4. DISCUSSÃO 

 

 A fotoinibição em mudas submetidas à seca ocorreu indiferente a combinação da 

luz empregada, resultado corroborado pela insuficiência da performance fotossintética 

nessas mudas (figura 2A e 3A e B). Por um lado, nas mudas irrigadas a fotoinibição só 

ocorreu sob a exposição elevada da luz. Por outro lado, a combinação de luz associada a 

seca só reforçou os prejuizos causados ao aparato fotossintético. A alta irradiância induz 

a fotoinibição e fotooxidação em mudas tropicais (WISE, 1995). 

As análises das respostas fotoquímicas do FSII demonstraram que nas primeiras 

seis horas de exposição a luz (moderada e elevada) houveram respostas atribuídas a 

foto-proteção (Figura 5 A e 5 B) nas mudas expostas a condição de seca, mas a partir 

deste período as mudas apresentaram um maior estresse oxidativo (Figura 10). Ficou 

evidente que as melhores performance fotoquímicas (maior dissipação não fotoquimica,  

menores valores de ETR e ΔF/Fm’) e menores danos oxidativos não só occorriam de 

forma mais rápida, mas também de forma mais precisa nas mudas submetidas a seca até 

as seis horas de exposição a luz elevada (Figura 5,6 e 10). Esses achados suportam o 

argumento de que o estresse de seca, associado ao estresse de luz alta ou moderada, pelo 

menos no cajueiro, até as 6h de exposição a luz elevada manteve aparato fotossintético 

não danificado, porém essa condição não pode ser mantida com o aumento do tempo de 

exposição a luz, como podemos inferir pela degradação de proteínas componentes dos 

FSs, indicando danos ao aparato fotossintético (Figura 7). 

A atividade fotoquímica relacionada com a função da ETR nas mudas irrigadas 

expostas a luminosidade moderada e elevada foi bastante ativa nas horas iniciais (até 6 

horas) de exposição a luz (Figura 6 A e B). Esses resultados indicam que durante esse 

período de exposição a luz a atividade fotoquímica nas mudas irrigadas foi mantida, 

incluindo a captação e a transdução de energia luminosa pelos FSII e o fluxo  de 

elétrons via CTE cloroplástica. 

No entanto, o transporte de elétrons, indicado pela ETR, nas mudas sob 

condições de seca foi severamente afetado. Esse fator foi responsável pela queda e 

baixo valor na eficiência do rendimento quântico do FSII nas mudas irrigadas e 

expostas a seca, respectivamente (Figura 6 A - D). 

 A análise do transporte de elétrons do lado aceptor do FSII, na curva OJIP,  revelou 

um fenomeno similar, de que o transporte de elétrons sob luz moderada ou alta é 

limitado nas mudas expostas a seca (Figura 8A e B). Os valores de Sm representa  o 
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pool de PQ do centro de reação do FSII porque ele reflete a energia necessária para 

reduzir completamente QA. (STRASSER et al., 2000). Os  resultados da Tabela 1 

obviamente revelaram uma menor disponibilidade do pool de PQ (Plastoquinona) 

oxidadas nas mudas de seca expostas a luz moderada ou alta.  

O estado redox do pool de plastoquinona é um fator de regulação do transporte 

de elétrons da membrana do tilacóide. Quando o pool de PQ está super reduzido, 

desencadeia uma série de mecanismos que regulam a distribuição de energia de 

excitação e diferentes vias de transporte de elétrons (KRUSE,  2001 e 

PUTHIYAVEETIL, 2011). A super redução do pool de plastoquinona diminuiu o 

transporte de elétrons a partir de QA a PQ, resultando em uma taxa reduzida do 

transporte linear de eletrons via FSII, demonstrados  pelos valores de Sm e Sm/Tm, que 

representam um menor número de aceptores de elétrons e menor pool de PQ, indicando 

que nessas mudas houve um menor requerimento de transferência de elétrons sob a 

exposição à luz alta (Tabela 1), o que se refletiu numa menor atividade do FSII.  

Uma outra razão importante para diminuição da atividade do FSII sob a 

exposição ao estresse por longo tempo é o prejuízo no reparo da proteína D1, uma 

subunidade do CR do FSII. Na nossa pesquisa, observou-se  uma diminuição no 

conteúdo da proteína  D1 em todos os tratamentos,  mas  muito  mais pronunciada 

quando as mudas foram expostas a seca combinadas com luz alta (Figura 7C). Os 

resultados obtidos na pesquisa sugerem que os elevados níveis de degradação da D1, 

particularmente em mudas expostas a seca e submetidas a luz elevada, pode ter 

contribuído para restringir a formação de EROs e consequente danos oxidativos sob 

condições indutoras de estresse fotoxidativos, como a seca associada com 

luminosidades elevadas, visto que a proteína D1 está envolvida na separação de carga 

primária e transporte de elétron, portanto, os danos estruturais da proteína D1 poderá 

levar a mudanças de conformação do centro reação de FSII, impedimento de 

transferência de elétrons e consequente inativação parcial ou total do centro de reação 

PSII (YAMAMOTO et al., 2008)  e menor formação de EROs. 

Dessa forma, a análise da expressão da proteína D1, foi um bom indicativo 

quanto aos danos provocados na estrutura do fotossistema II, bem como da ocorrência 

de foto-oxidação, visto que a proteina D1 esta envolvida com o processo de 

transferência de elétrons entre P680 (Centro de reação do FSII) e PQ, levando a 

limitação da transferência de elétrons. Essa limitação na transferência de elétrons foi 

avaliada dentro do CR do FSI (Figura 9B). Além da taxa de elétrons reduzida nas 
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mudas  expostas a seca, a análise dos parametros do P700 demonstrou limitação do lado 

aceptor do FSI, representado pelo elevado valor de Y(NA) as 12h de exposição a luz 

elevada nas mudas expostas a seca (Figura 9D).  

Contrariamente, os valores de Y(ND), que indicam limitação do lado doador do 

FSI, não apresentaram diferenças significativas entre os tratamentos, mas apesar disso, 

outros dados indicaram que houve uma restrição na transferência de elétrons no lado 

doador de FSI. Por exemplo, o imunoblot de plastocianina (Figura 7B), revelou 

diminuição do conteúdo desta proteína nas mudas expostas a seca combinado a 

luminosidade elevada. Além disso, os valores de Sm e Sm/Tm, indicativos de menor 

número de aceptores de elétrons e menor pool de PQ indicam também limitação do lado 

doador de elétrons para o FSI (Tabela 1). Esses dados são indicativos da ocorrência de 

fotoinibição do FSI.  

Em muitas espécies de planta, a fotoinibição pode ocorrer nos dois fotossistemas 

simultaneamente (SONOIKE, 2010). A causa para a inativação do FSI por fotoinibição 

pode ocorrer de três maneiras: i)inativação do lado aceptor; ii) destruição do CR do FSI 

e iii) degradação de subunidades dos polipeptideos do CR do FSI ligados a clorofila 

(YORDANOV; VELIKOVA ,2000). Os três casos estão relacionados a geração de 

EROs. Sendo o FSI o sítio de formação de H2O2, O2
-
 e OH

●
, a sequência de eventos 

para inativação do FSI é interação das EROs como OH
●
, e destruição dos complexos 

FeS, inativando-os e dessa forma induzindo mudanças conformacionais nas proteínas do 

complexo FSI facilitando o acesso de proteases, o que posteriormente levará a 

degradação de  de subunidades de polipeptideos do CR do FSI (YORDANOV; 

VELIKOVA, 2000). 

A principal fonte de geração de EROs nos cloroplastos é o fluxo de elétrons na 

CTE dessa organela. Os elétrons carreados são transferidos ao NADP
+
 para produzir 

NADPH, numa reação envolvendo a enzimas ferredoxina e NADPH oxirredutase após 

os FSI (FOYER e NOCTOR, 2000). Essa transferência de elétrons pode ser 

comprometida sob condições em que o conteúdo do aceptor (NADP
+
) for limitante, o 

que comumente acontece sob momentos em que ocorre limitação fotossintética 

(FOYER et al., 2009). 

 Nessas condições, os elétrons podem ser desviados para a redução do oxigênio 

molecular (O2) e gerar o radical superóxido (O2
•-
), umas das principais EROs 

produzidas na célula vegetal (ASADA, 2006; SUZUKI et al., 2011). No presente 

estudo, foi observado que as mudas irrigadas além de apresentaram maior ETR, a 
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detecção de radical superóxido no tecido foliar até as 6h de exposição a luz foi 

significantemente maior se comparado com as mudas submetidas ao estresse hídrico 

(Figura 6A e B ). Esses resultados demonstram que a manutenção do fluxo de elétrons 

nas mudas irrigadas, na presença de luminosidade elevada (2000 µmol.m
-2

.s
-1

), levou a 

uma maior produção de O2
•-
 em relação as mudas sob seca (Figura 10 ). 

Com relação aos baixos níveis de outra EROs analisada no nosso estudo (H2O2), 

os dados indicam que houve uma correlação de potencial tolerância a formação do H2O2 

com o potencial da atividade da catalase para dissipa-lo e assim reduzir os danos 

fotooxidativos nas mudas expostas a luz moderada ou elevadas, irrigadas e expostas a 

seca (Figuras 11 e 13). Organismos fotossintéticos possuem duas formas de superar os 

efeitos danosos da luz e outros estresses oxidativos:  um eficente sistema de enzimas 

antioxidantes, como a catalase (ASADA, 2006) ou através do reparo do fotossistema II 

(ANDERSSON  e ARO, 2001; ARO et al., 1993). 

Os dados sugerem que a fotoinibição teve um papel importante para a proteção 

fotoxidativa atribuído ao efeito desse processo na redução da atividade dos FSII e 

consequente menor atividade fotoquímica, o que resultou em menor transferência de 

elétrons. Essa  sugestão é ainda reinterada no presente estudo com base na redução do 

conteúdo da proteina D1, um dos principais componentes estrutural e funcional do FSII, 

e da plastocianina (PC), outro importante carreador de elétrons. A modulação do 

conteúdo dessas proteínas pode ter contribuído para restringir a formação de EROs e 

consequente danos oxidativos sob condições indutoras de estresse fotoxidativos, como a 

seca associada com luminosidades elevadas, nessa espécie. 
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CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

 Tomados juntos nossos dados sugerem fortemente que as mudas de cajueiro são 

adaptadas a condição de seca combinada com alta luz, pela manutenção de um bom 

grau de hidratação foliar e baixo dano de membrana. 

 A adaptação às condições de seca é associada com uma eficiente modulação nas 

atividades dos fotossistemas I e II, por meio do balanço entre atividade fotoquímica e as 

taxas de carboxilação. Aparentemente, as plantas de cajueiro adaptadas à seca 

desenvolvem mecanismos para aclimatação a luminosidade elevada (“endurecimento ou 

tolerância cruzada”). 

 Na condição irrigada as plantas de cajueiro sofrem foto-danos induzido por luz 

elevada associado com fotoinibição. 

 Tanto as plantas irrigadas, como as sob seca sofrem fotoinibição em alta luz, 

provavelmente como um mecanismo de proteção. No caso das irrigadas, esse 

mecanismo é associado com o aumento dos pigmentos clorofilas, carotenóides e 

antocianinas. Inversamente, as plantas sob seca apresentam redução nesses pigmentos, 

possivelmente como um mecanismo de menor captação de luz;  

 As plantas de cajueiro sob condições irrigadas e de seca possuem mecanismos 

diferentes em termos das enzimas SOD, CAT e APX, mas tanto a seca como a luz 

elevada não induzem aparentemente danos oxidativos indicados pelos níveis de 

peroxidação de lipídios e peróxido de hidrogênio. 

 Os nossos dados reforçam as observações de campo no sentido de que cajueiro é 

capaz a suportar condições extremas de seca combinado com intensidade de luz 

elevada. Novos estudos são necessários para elucidar o quanto à incidência desses 

fatores adversos contribui para redução da produtividade dessa cultura. 
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