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RESUMO 
Em condições de casa de vegetação, o híbrido BRS 1030 (sensível a seca) foi 
submetido a déficit hídrico. Neste estudo, levantamos a hipótese de que a aplicação 
da quitosana e seus derivados nas folhas seriam capazes de minimizar os efeitos da 
imposição do déficit hídrico, associando uma proteção antioxidante eficaz através de 
mecanismos de defesa enzimáticos e não enzimáticos. Alguns estudos já 
evidenciaram que a quitosana induz uma certa tolerância e proteção as plantas. A 
mesma, em outros estudos conferiu uma maior atividade das enzimas antioxidantes, 
dos compostos fenólicos e prolina. A quitosana apresenta uma estrutura química 
nucleofílica o que a torna propicia a modificações estruturais. Tais modificações 
podem conferir um reconhecimento mais rápido dos seus sítios na célula vegetal, 
proporcionando uma cascata de reações químicas que conferem a ativação de 
mecanismos de defesa a planta contra o déficit hídrico. A quitosana e seus derivados 
(N-succinoílico (SUC) e N, O-dicarboximetílico (MCA)) foram aplicadas no híbrido BRS 
1030 através de pulverização foliar no estádio de pré- florescimento. Após a aplicação 
as plantas foram induzidas ao déficit hídrico por 15 dias. As análises de trocas gasosas 
foram realizadas no primeiro e décimo quinto dia de déficit hídrico, através de um 
sistema portátil de fotossíntese. Para este parâmetro avaliou-se a taxa fotossintética 
e a condutância estomática das plantas. Para as análises bioquímicas foram coletas 
as folhas da espiga no primeiro e décimo quinto dia de déficit hídrico. A aplicação dos 
derivados e da quitosana potencializaram as atividades das enzimas antioxidantes 
superóxido dismutase, catalase, ascorbato peroxidase, glutationa redutase e guaicol 
peroxidase; e de moléculas osmoprotetoras como prolina, açúcares solúveis totais, 
aminoácidos totais e amido. A aplicação dos derivados conferiu principalmente uma 
maior atividade fotossintética e condutância estomática e defesa antioxidante 
evidenciando uma maior indução a tolerância ao déficit hídrico. 
 
Palavras – chave: Zea mays L. Bioestimulantes. Antioxidantes 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 
Under greenhouse conditions, hybrid BRS 1030 was submitted to water deficit. In this 
study, we hypothesized that the application of chitosan and its derivatives in the leaves 
would be able to minimize the effects of water deficit imposition, associating an 
effective antioxidant protection through enzymatic and non-enzymatic defense 
mechanisms. Some studies have already shown that chitosan induces a certain 
tolerance and protection of plants. The same, in other studies conferred a higher 
activity of antioxidant enzymes, phenolic compounds and proline. Chitosan has a 
chemical structure of nucleophile, which makes it possible for structural modifications. 
Such modifications may confer a faster recognition of their sites in the plant cell, 
providing a cascade of chemical reactions that confer the activation of plant defense 
mechanisms against water deficit. Chitosan and its derivatives (N-succinoylic (SUC) 
and N, O-dicarboximethyl (MCA)) were applied to the BRS 1030 hybrid by foliar 
spraying at the pre-flowering stage. After the application the plants were induced to the 
water deficit for 15 days. The gas exchange analyzes were performed on the first and 
fifteenth day of water deficit, using a portable photosynthesis system (IRGA, Model LI-
6400 XT, Li-Cor, Lincoln, Nebraska, USA). For this parameter the photosynthetic rate 
and the stomatal conductance of the plants were evaluated. For the biochemical 
analyzes the leaves of the spike were collected on the first and fifteenth day of water 
deficit. The application of the chitosan and chitosan derivatives potentiated the 
activities of antioxidant enzymes superoxide dismutase, catalase, ascorbate 
peroxidase, glutathione reductase and guaicol peroxidase; and of osmoprotective 
molecules like proline, total soluble sugars, total amino acids and starch. The 
application of the molecules conferred a greater photosynthetic activity and stomatal 
conductance evidencing a greater induction of this plant the tolerance to the water 
deficit. 
 
Key words: Zea mays L. Biostimulants. Antioxidants 

  



SUMÁRIO 

 CAPÍTULO I.....................................................................................               11 

1        INTRODUÇÃO................................................................................               11                                                                               

2        REVISÃO DE LITERATURA..........................................................                13 

2.1        EFEITOS DO DÉFICIT HÍDRICO PLANTAS..................................                13 

2.2        ESPÉCIES REATIVAS DE OXIGÊNIO...........................................                14 

2.3       SISTEMA ANTIOXIDANTE ENZIMÁTICO.......................................                16 

2.3.1     SUPERÓXIDO DISMUTASE (SOD EC 1.15.1.1) ..........................                  16 

2.3.2     CATALASE (CAT EC1.11.1.6) .......................................................                16 

2.3.3     ASCORBATO PEROXIDASE (APX EC1.1.11.1) ...........................               17 

2.3.4    GLUTATIONA REDUTASE (GR EC1.6.4.2) ...................................               17 

2.3.5    GUAIACOL PEROXIDASE (GPX EC 1.11.1.9) ...............................               18 

2.3.6     REDUTASE DEIDROASCORBATO (DHAR, EC 1.15.1.1) ...........                18 

2.3.7     FENILALANINA AMÔNIALIASE (FAL EC 4.3.1.5) E TIROSINA  

             AMÔNIALIASE  (TAL, EC 4.3.1) ....................................................                19 

2.4       SISTEMA ANTIOXIDANTE NÃO ENZIMÁTICO..............................               19 

2.4.1    AMINOÁCIDOS EM PLANTAS........................................................               19 

2.4.2     PROLINA.........................................................................................               20 

2.4.3     AÇÚCARES TOTAIS EM PLANTAS...............................................               20 

2.4.4     AMIDO EM PLANTAS.....................................................................                21 

2.4.5     COMPOSTOS FENÓLICOS ME PLANTAS....................................                22 

2.5         BIOESTIMULANTES......................................................................                22 

2.6        QUITOSANA....................................................................................              23 

3.7        EFEITO DA APLICAÇÃO DA QUITOSANA EM PLANTAS............               25 

3          JUSTIFICATIVA...............................................................................              28 

4          OBJETIVOS......................................................................................               30 

4.1       OBJETIVOS GERAIS........................................................................               30 

4.2       OBJETIVOS ESPECIFÍCOS.............................................................              30 

REFERÊNCIAS............................................................................................               30   

CAPÍTULO II: AUMENTO DAS TROCAS GASOSAS, DEFESA  

           ANTIOXIDANTE E METABOLISMO PRIMÁRIO EM MILHO  

           SENSÍVEL AO DÉFICIT HÍDRICO ATRAVÉS DA APLICAÇÃO  

           FOLIAR DE NOVOS DERIVADOS SEMISSINTÉTICOS 

           DE QUITOSANA.................................................................................             37  



11 
 

  CAPITULO I 

1 INTRODUÇÃO  

 

 As alterações climáticas provocaram grandes impactos ao meio ambiente. 

Prevê-se que as temperaturas médias globais do ar aumentem em média 0,3-0,6 ° C 

por década no próximo século, com as ondas de calor se tornando mais frequentes e 

intensas (Painel Intergovernamental sobre Mudanças Climáticas-IPCC, 2013). Frente 

a estas ondas de calor e ao aumento da temperatura na Terra, o ciclo hídrico sofreu 

sérios impactos e sua disponibilidade tornou-se um sério problema, gerando a 

preocupação de comunidades cientificas, governo e da sociedade (JIANPING, 2015).  

 Um dos setores impactados pelas alterações climáticas é a agricultura, uma 

vez que os rendimentos das culturas são influenciados pela duração do período de 

crescimento, sendo este determinado pela temperatura e manejo agronômico (HE et 

al., 2015). Dessa forma a escassez de chuvas pode impactar negativamente na 

produção final das culturas, aumentando a prevalência de estresses abióticos 

(PERDOMO et al., 2017).  

 A fim de minimizar a perda de culturas agrícolas, as áreas de agricultura 

irrigadas aumentaram no mundo, entretanto a mesma passou a utilizar mais de 70% 

das águas dos rios. Ressalva-se que este tipo de agricultura é inviável, devido a 

diminuição dos recursos hídricos e a competição por água limpa (Organização das 

Nações Unidas para Alimentação e Agricultura-FAO, 2002). 

 Culturas como o milho, apresentam grande interesse econômico mundial, 

sendo amplamente utilizado tanto para produção de alimentos humanos quanto 

animal, contudo seu rendimento vem sendo afetado devido as alterações climáticas. 

Em 2015 o Brasil apresentou uma grande queda na produção desta cultura, e o clima 

seco foi um dos principais responsáveis pela perda de produção (CONAB, 2015).   

  A limitação hídrica no solo induz o estresse osmótico nas plantas, diminuindo 

o volume celular, inibindo as enzimas do Ciclo de Calvin, provocando danos no 

aparato fotossintético, e diminuição da assimilação de carbono (PORCEL et al. 2015). 

O déficit hídrico aumenta a produção de Espécies Reativas de Oxigênio (EROs), como 

o peróxido de hidrogênio e superóxido, podendo alterar totalmente o ciclo fisiológico 

da planta (APEL; HIRT, 2004). 

 Para minimizar os efeitos da seca em milho e buscar uma agricultura 

sustentável e menos impactante ao meio ambiente pesquisas vem sendo 
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desenvolvidas utilizando a aplicação de biopolímeros, como a quitina/quitosana. Os 

biopolímeros apresentam baixa ou nenhuma toxicidade ao meio ambiente e podem 

conferir tolerância à seca (IBRAHIM, 2015). 

 A quitina é o segundo polissacarídeo, mais abundante na natureza e sua 

desacetilação resulta no produto quitosana, que vem sendo utilizado em cultivos 

agrícolas, inclusive no milho (MÁRMOL et al., 2013), devido ao seu potencial elicitor, 

antifíngico, protetor e amenizador do déficit hídrico (SAHARAN, 2016). 

Entretanto a maioria dos trabalhos envolvendo a quitosana estão direcionados  

à área médica e farmacêutica. Na agricultura a mesma é mais utilizada no combate a 

patógenos e na permeabilização de alimentos para sua conservação (RAMÍREZ et al. 

2010). Neste contexto é importante que se tenham pesquisas que analisem os efeitos 

e os mecanismos de ação da quitosana e de seus derivados em milho submetido a 

déficit hídrico. Contribuindo assim para o desenvolvimento de uma agricultura 

sustentável e menos impactante ao meio ambiente. 
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2 REVISÃO DE LITERATURA  

 

2.1 EFEITOS DO DÉFICIT HÍDRICO EM PLANTAS DE MILHO 

 

O déficit hídrico ou seca é um dos principais estresses abióticos que limitam o 

crescimento das plantas e a produtividade das culturas (PERDOMO et al. 2017).  

 Assim que o déficit hídrico se intensifica, o potencial de água nas folhas começa 

a decrescer, diminuindo o volume celular, inibindo as enzimas do Ciclo de Calvin, 

impedindo assim o acréscimo da concentração de solutos estomáticos, e por 

conseguinte a inibição regulatória ou dano do aparato fotossintético (SUN et al., 2017). 

A intensificação do déficit hídrico diminuiu o potencial de água nas folhas, 

diminuindo o volume celular, inibindo as enzimas do Ciclo de Calvin (concentração de 

substratos e possível cristalização proteica), impedindo assim o acréscimo da 

concentração de solutos das células estomáticas, e por conseguinte a inibição 

regulatória ou dano do aparato fotossintético (DO CARMO, 2009). Estas alterações 

diminuem a assimilação do carbono, provocando um acúmulo de ATP e NADPH que 

associados a alta radiação provocam um excesso de energia na antena dos 

fotossistemas (principalmente no fotossistema II) (DE SOUZA et al., 2013). 

A baixa disponibilidade de água no solo interrompe o gradiente de potencial de 

hídrico solo-planta-atmosfera (CASSANA, 2016). Esta interrupção ocasiona o Ponto 

de Murchamento Permanente (PMP), onde as plantas apresentam turgescência nula 

mesmo à noite, propiciando o fechamento dos estômatos a fim de evitar a transpiração 

excessiva (saída de água) (KERBAUY, 2008). O fechamento dos estômatos limita 

também a assimilação do carbono (entrada de gás carbônico com subsequente 

fixação) (TAIZ E ZEIGER, 2010; MARTIN‐STPAUL; DELZON; COCHARD, 2017 

Sob déficit hídrico, as clorofilas recebem grande quantidade de energia e os 

pigmentos fotoprotetores (caroteóides e xantofilas) não conseguem dissipar toda a 

energia em forma de calor. Dessa forma, parte desta dissipação vai para o oxigênio 

formando as Espécies Reativas de Oxigênio (EROs) que em maiores concentrações 

gera o estresse oxidativo (GILL; TUTEJA, 2010). 

 O déficit hídrico, pode afetar diversas fases fenológicas do milho. Quando 

atinge a fase de germinação o estresse provoca a redução de plantas por estande. Já 

em fase vegetativa ocorre a redução da área foliar e da taxa fotossintética. Em estádio 

V5 o déficit hídrico afeta o potencial produtivo, uma vez que é nesta fase que ocorre 
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a diferenciação floral. E na fase de florescimento a seca reduz o número de grãos e 

induz a senescência das folhas reduzindo a assimilação de nutrientes para os grãos 

(MAGALHÃES, 2006).  

 

2.2 ESPÉCIES REATIVAS DE OXIGÊNIO  

 

O oxigênio e a água são substancias essenciais para manutenção da vida na 

Terra. Entretanto, este elemento pode apresentar alguns efeitos adversos aos 

organismos aeróbicos. As altas concentrações de O2 atmosférico podem inibir ou 

inativar enzimas (AHMAD, 2013). Dessa forma as EROs são compostos químicos 

resultantes da absorção de energia ou transferência de elétrons do oxigênio molecular 

(CHOUDHURY et al., 2017).  

Pesquisas passadas retratavam as EROs, como subprodutos tóxicos do 

metabolismo, entretanto com o avanço cientifico, sabe-se que as EROs quando em 

pequenas concentrações, atuam como mensageiros na célula, provendo uma cascata 

de reação que podem levar a tolerância a estresses bióticos e abióticos (REJEB; 

ABDELLY; SAVOURÉ, 2014).  

O equilíbrio entre a produção e eliminação das EROs pode ser alterado por 

estresses bióticos e abióticos na planta, provocando um aumento da concentração 

destas moléculas nos compartimentos celulares, gerando um estresse oxidativo 

(APEL; HIRT, 2004; BARBOSA et al., 2014). As EROs são formadas em diferentes 

compartimentos celulares como: cloroplasto, mitocôndrias, peroxissomas, apoplasto 

(ROYCHOUDHURY; BASU; SENGUPTA, 2012).  

As EROs se formam pelo oxigênio molecular (O2) através de absorção energia 

ou transferência de elétrons. A redução do oxigênio em água resulta na formação de 

EROs devido a transferência unieletrônica de 4 elétrons promovendo as espécies 

reativas: superóxido (O2
•-), peróxido de hidrogênio (H2O2) e radical hidroxila (•OH), 

sendo este último altamente reativo e com alto potencial destrutivo as células.  

O radical de hidroxila pode ser gerado em presença de metais de transição 

(Fe+2, Cu+1, Mn+2) pela redução de O2
•- ou na decomposição de H2O2 (reação de 

Haber-Weiss e reação de Fenton), como apresentado na Figura 1(HALLIWELL; 

GUTTERIDGE, 2015).  
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Figura 1: Reação de Haber-Weiss 

                         e-                   e-                         e-                     e- 

O2  O2
•- H2O2  •OH  H2O 

                                                 H+                       H+                   H+ 
Fonte: a autora  

 

Já o oxigênio singleto é uma EROs atípica que não é gerado por transferência 

de elétrons a O2, mas sim por meio da reação de estado da clorofila no sistema antena 

com o O2, assim esta EROs pode colocar em risco todo o aparato fotossintético (DAS; 

ROYCHOUDHURY, 2014). 

A tabela 1 apresenta as principais espécies reativas de oxigênio, local de sua 

formação, modo de ação e remoção nas células.  

 

Tabela 1: Espécies reativas de oxigênio: produção, ação e remoção nos compartimentos 
celulares 

 

Fonte: (HALLIWELL; GUTTERIDGE, 2015). 

 

 Todas as EROs são reativas e citotóxicas. A nível molecular, grandes 

concentrações de EROs pode promover a oxidação do DNA, remoção de 

nucleotídeos, modificação de bases e ligações cruzadas do DNA (GILL; TUTEJA, 

2010; SHARMA et al. 2012). 
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2.3 SISTEMA ANTIOXIDANTE ENZIMÁTICO  

 

 Para combater o estresse oxidativo provocado pelas EROs, as plantas 

desencadeiam uma transdução de sinal que visa promover ajustes metabólicos e uma 

maior atividade de enzimas antioxidantes. Assim, o sistema antioxidante é 

caracterizado por componentes enzimáticos, que atuam na neutralização das EROs, 

prevenindo danos aos componentes celulares e mantendo a homeostase (SHARMA 

et al. 2012).  

 

2.3.1 SUPERÓXIDO DISMUTASE (SOD EC 1.15.1.1) 

 

 A SOD é a primeira enzima a atuar no sistema de defesa antioxidante 

enzimático, removendo o superóxido, eliminando a possibilidades da formação do 

radical hidroxila (LUIS et al. 2018).  

 Esta enzima é denominada metaloenzima, sendo encontrada em três diferentes 

formas de acordo com o componente metálico que está associada: Mn-SOD 

(localizada nas mitocôndrias), Fe-SOD (localizada nos cloroplastos) e Cu / Zn-SOD 

(localizada no citosol, peroxissomos e cloroplastos) (LU; WANG; LIU 2015). Temos 

como produto final da ação da SOD o peróxido de hidrogênio (Fig. 2). (DEUNER et al. 

2008). 

  

Figura 2: Reação de ação da enzima superóxido dismutase 

                                                                       SOD 

2 O2
●- + 2H H2O2

 

Fonte: a autora  

  

Assim, a SOD está intimamente ligada com a atividade da enzima catalase e 

peroxidase, mantendo a interação com tais enzimas reduzindo os riscos de danos 

oxidativos (DEUNER et al. 2008).  

 

 2.3.2 CATALASE (CAT EC1.11.1.6) 

 

 A CAT é a única enzima que degrada o peróxido de hidrogênio em molécula de 

água e oxigênio, não requerendo um equivalente redutor (Fig. 2) (MALLICK; MOHN, 



17 
 

2000). Nas plantas são encontradas três izoenzimas: CAT 1 responsável por 80% da 

atividade desta enzima produzido durante a fotorrespiração em tecidos fotossintéticos, 

está localizada no interior dos peroxissomos e citossol; CAT 2, encontrada nos tecidos 

vasculares; CAT 3 encontrada no mesófilo da folha, entretanto em milho a CAT 3 é 

encontrada nas mitocôndrias (SCANDALIOS et al., 2000; MHAMDI et al., 2010). A 

CAT remove o H2O2 de maneira eficiente em termos energéticos.   

 

Figura 2: Reação de ação da enzima catalase 

 
                                                     CAT 

H2O2 H20 + (1/2) O2 
Fonte: a autora  

 

2.3.3 ASCORBATO PEROXIDASE (APX EC1.1.11.1) 

 

A APX é um componente integral do ciclo Ascorbato-Glutationa (AA-GSH). Esta 

enzima utiliza o ácido ascórbico (AA) como seu doador de elétrons para reduzir H2O2 

à água (Fig. 3), desempenhando sua função principalmente no citosol e cloroplastos, 

esta enzima é possuidora de isoformas denominadas de acordo com seu 

compartimento: mitocôndria (miAPX), peroxissomo/glioxissomo (mAPX), cloroplastos 

(chlAPX) e no citosol (cAPX) sendo este último compartimento possuidor da função 

fisiológica de proteção as plantas sob as diversas condições de estresse (SHARMA 

et al. 2012). 

 
 Figura 3: Reação de ação da enzima ascorbato peroxidase                                     

 
                                            APX 

H2O2 + AA  2H2O + Dehidroascorbato 
Fonte: a autora  

 

2.3.4 GLUTATIONA REDUTASE (GR EC1.6.4.2) 

 

 A GR é responsável por manter os níveis de glutationa reduzida (GSH). Dessa 

forma é importante que a GR esteja ativa nos compartimentos celulares, uma vez que 

a GSH evita a oxidação de tióis, evitando que estes reajam com as EROs. A GR utiliza 

o NADPH para reduzir a glutationa oxidada (GSSG) a glutationa reduzida (GSH) (Fig. 
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4). A GR, uma enzima crucial do ciclo Ascorbato-Glutationa. É encontrada nos 

compartimentos mitocondriais e no citossol (DAS, ROYCHOUDHURY, 2014; 

HERRERO, 2015).   

 

Figura 4: Reação de ação da enzima glutationa redutase 

 

                                                                 GR 

GSSG + NADPH 2GSH + NAPH+ 
Fonte: a autora  

 

2.3.5 GUAIACOL PEROXIDASE (GPX EC 1.11.1.9) 

 

 É considerada uma enzima chave para a remoção de H2O2, pois remove o 

excesso desta EROs tanto em condições de estresse como em condições normais da 

planta. Esta enzima utiliza compostos aromáticos como guaicol para doadores de 

elétrons. A GPX também desempenha um papel fundamental na síntese de lignina. A 

enzima GPX catalisa o H2O2 usando a glutationa reduzida (GSH), e, em seguida, 

estabelece a regeneração da GSSG que é executado pela glutationa redutase (Fig. 5) 

(GIL, TUJETA, 2010; DAS, ROYCHOUDHURY, 2014). 

 

Figura 5: Reação de ação da enzima guaicol peroxidase 

                                                             GPX 

H2O2 + GSH H2O + GSSG 
Fonte: a autora  

 

2.3.6 REDUTASE DO DEIDROASCORBATO (DHAR, EC 1.15.1.1) 

 

 A enzima redutase do deidroascorbato desempenha um papel de defesa contra 

o H2O2, regenerando o ácido ascórbico em uma reação que requer GSH (Fig. 6). A 

DHAR mantém o pool reduzido de AA para a eliminação de H2O2 no ciclo AA-GSH 

(ELTAYEB et al., 2007).  Estudos revelaram que a alta expressão de DHAR 

aumentaram a tolerância ao sal em Arabidopsis e ao déficit hídrico em plantas de 

tabaco (USHIMARU et al., 2006; ELTAYEB et al., 2006). 
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Figura 6: Reação de ação da enzima redutase do deidroascorbato  

                                                                   
                                                                  DHAR  

DHA + 2GSH AA+GSSG  
Fonte: a autora  

 

2.3.7 FENILALANINA AMÔNIALIASE (FAL EC 4.3.1.5) E TIROSINA AMÔNIALIASE 

(TAL, EC 4.3.1) 

 

 A FAL e a TAL são enzimas situadas entre os metabolitos primários e 

secundários, e estão relacionadas com a síntese da via dos fenilpropanóides. Via 

importante para a síntese de compostos fenólicos que também atuam como 

antioxidantes (HATFIELD et al. 2009). A FAL é considerada uma das enzimas mais 

importantes na regulação do metabolismo secundário. Ela é responsável pela 

produção de ácidos trans-cinâmico e a TAL por ácido p-cumárico. Estes ácidos são 

incorporados na formação de diferentes compostos fenólicos, os quais estão 

presentes na formação de ésteres, coumarinas, flavonóides e ligninas (KUHN, 2007; 

SCHWAN-ESTRADA et al. 2008; HATFIELD et al. 2009). 

 

2.4 SISTEMA ANTIOXIDANTE NÃO ENZIMÁTICO  

 

 O sistema antioxidante não enzimático, é constituído por componentes como:  

ácido ascórbico, α-tocoferol, glutationa, carotenóides, fenólicos, flavonóides e 

aminoácidos totais, prolina entre outros formando a outra metade do maquinário 

antioxidante em plantas. Os antioxidantes não enzimáticos desempenham   um papel 

vital no desenvolvimento das plantas através de moduladores da mitose, alongamento 

celular, senescência e morte celular. Entretanto estes antioxidantes funcionam como 

“buffers redox” na eliminação de EROs (DE PINTO; DE GARA, 2004; NOCTOR, 

2005). 

 

2.4.1 AMINOÁCIDOS EM PLANTAS  
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 Os aminoácidos fazem parte do metabolismo das plantas desempenhando 

funções biológicas e fisiológicas. Suas funções estão relacionadas   a síntese de 

proteínas, compostos intermediários dos hormônios vegetais endógenos, efeito 

complexante em nutrientes e outros agroquímicos e maior resistência ao estresse 

hídrico (CASTRO; CARVALHO, 2014).  

 Os aminoácidos são responsáveis pelo transporte de nitrogênio em plantas. 

Pesquisas demostraram que o acumulo de aminoácidos em folhas podem ser 

considerados um sinal de tolerância das plantas frente a estresses ambientais, 

principalmente em condições de déficit hídrico (CARVALHO, 2005) 

 

2.4.2 PROLINA 

 

 Um dos mecanismos mais eficazes frente aos déficit hídrico em plantas é o 

ajustamento osmótico, que ocorre através do acumulo de solutos compatíveis com o 

metabolismo celular. Dentre estes solutos citamos o aumento do osmorregulador 

prolina (SERVET, et al., 2012). 

 Em estudos com milho em condições de estresse abióticos, observa-se que a 

prolina é um importante osmorregulador para indução de tolerância (ASHRAF; 

FOOLAD, 2007; SANDHY, et al., 2010; TERZI et al., 2015).  

 Neste contexto a prolina é um importante aminoácido de estudo em plantas 

submetidas a estresses ambientais, principalmente aquelas sob estresse salino e 

déficit hídrico, sendo considerada também como antioxidante não enzimático. Os 

níveis de prolina variam de espécie para espécie, entretanto pesquisas constaram que 

plantas submetidas a estresse hídrico podem aumentar 100 vezes mais suas 

concentrações de prolina em seus compartimentos celulares (BORGO; MARUR; 

VIEIRA, 2015; PER et al. 2017). 

 Este osmorregulador é eficiente na eliminação de OH• e 1O2, podendo inibir os 

danos causados pela peroxidação lipídica (DAS,ROYCHOUDHURY, 2014). A síntese 

de prolina no citosol e cloroplasto, enquanto a degradação ocorre apenas nas 

mitocôndrias (ZANELLA et al. 2016).  

  

2.4.3 AÇÚCARES SOLÙVEIS TOTAIS EM PLANTAS  
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 Os açúcares solúveis (sacarose, glicose e frutose) desempenham um papel 

importante na estrutura geral e no crescimento das plantas. Estes são os reguladores 

de processos fisiológicos, como: fotossíntese, germinação de sementes, floração, 

senescência entre outros sob estresses abióticos (SAMI et al., 2016).  

 Estudos mostraram que o acúmulo de açúcares solúveis totais aumentaram o 

conteúdo de prolina e estimularam a atividade de enzimas antioxidantes sob estresse 

abiótico (HELLMAN et al., 2000; HU et al., 2012; SINGH et al., 2015).  

 O acúmulo de açúcar impede a oxidação de células da membrana sob 

deficiência de água, mantêm a turgidez das folhas e previne a desidratação de 

membranas e proteínas (KRASENSKY; JONAK, 2012; ARABZADEH, 2012).  

 Em condições de estresse as plantas podem acumular carboidratos na forma 

de açúcares solúveis. O potencial osmótico da célula pode ser ajustado aumentando 

a concentração de açúcar solúvel total podendo diminuir o potencial de água das 

células sem inibir a função das enzimas e não reduzindo a turgidez da célula. Em 

situações de déficit hídrico as concentrações de açúcares auxiliam na manutenção e 

estabilidade da membrana, além de manter as proteínas de modo a permanecerem 

funcionais (LIPIEC et al.  2013; GIDEON; RICHAR; ADEKUNLE, 2016). 

 

2.4.4 AMIDO EM PLANTAS  

 

 O amido é formado por cadeias de alfa-D-glucose, existindo em duas formas: 

linear (amilose) ou ramificadas (amilopectina). O grão do milho apresenta 

aproximadamente 25% de amilose e 75% de amilopectina (STREB; EICKE; ZEEMAN, 

2012).  

A luz absorvida pela fotossíntese é convertida em energia química, sendo parte 

desta energia acumulada em forma de amido dentro dos cloroplastos. Plantas de 

milho e aveia entretanto, reservam parte dos carboidratos excedentes no interior dos 

vacúolos em forma de sacarose acumulando pouco amido (SPARLA, 2015). 

O amido apresenta a função de sustentar o metabolismo da planta. Neste 

contexto o amido é uma forma eficiente de armazenamento de carboidratos pelas 

plantas, podendo este ser utilizado em situações onde não haja presença de luz ou 

ainda em condições de estresse (ZANELLA et al., 2016).  
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As β-amilases são as únicas enzimas que produzem a β-maltose, conectando 

assim a degradação do amido nos cloroplastos com o metabolismo do açúcar no 

citoplasma. (SANTELIA; TROST; SPARLA, 2015).  

 

2.4.5 COMPOSTOS FENÓLICOS EM PLANTAS  

  

 Os compostos fenólicos fazem parte do metabolismo secundário das plantas, 

sendo amplamente reconhecidos por apresentarem propriedades antioxidantes, 

conferindo o equilíbrio do metabolismo celular, minimizando os efeitos de estresse 

oxidativo nas células vegetais. Os flavonoides são formados da combinação de 

derivados sintetizados da fenilalanina (via metabólica do ácido chiquímico) e ácido 

acético (AHMAD et al., 2016; MACHEIX, 2017). 

 A propriedade antioxidante dos compostos fenólicos, está associada a sua 

capacidade de quelar íons metálicos, envolvidos na produção de radicais livres e no 

seu potencial de interação com proteínas, sequestrando radicais livres como o O2
●-, 

(ASIF, 2015).  

 Alguns compostos fenólicos também apresentam propriedades aleloquímicas, 

reduzindo o crescimento de plantas adjacentes, ou conferindo resistência física aos 

vegetais, como a lignina (GOYAL et al., 2012).  

 

2.5 BIOESTIMULANTES 

 

 Segundo Du Jardim (2015) biostimulantes é uma denominação usada a 

qualquer substancia ou micro-organismos que promova a tolerância frente a estresses 

bióticos ou abióticos em plantas.  

 

Um bioestimulante de plantas é qualquer substância ou micro-organismo, que 
quando aplicado em plantas melhora sua nutrição e uso eficiente de 
nutrientes, auxiliando e promovendo a tolerância aos estresses bióticos e / ou 
características de qualidade da cultura, independentemente de seu conteúdo 
de nutrientes (DU JARDIM, 2015 p. 3). 

 

 Os bioestimulantes promovem o crescimento de plantas, estimulam a 

expressão de genes, a produção de ácido abscísico, a produção de enzimas como, 

superóxido dismutase, catalase e fenilalanina amônialiase (PAL). Promovem ação 

protetora no fotossistema II. Em culturas os bioestimulantes proporcionam um maior 
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rendimento, além de minimizar o uso de agroquímicos prejudiciais ao meio ambiente 

e a saúde humana (CALVO; NELSON; KLOEPPER, 2014; BEHIE;BIDOCHKA, 2014; 

HALPERN et al., 2015; DU JARDIN, 2015).  

  Os bioesimulantes são classificados de acordo com seu componente base, 

estando assim dividido em três grupos: Bioestimulantes compostos de substancias 

húmicas, biostimulantes contendo hormônios e bioestimulantes contendo 

aminoácidos. (CALVO; NELSON; KLOEPPER, 2014; DU JARDIN, 2015). 

 

2.6 QUITOSANA 

 

A quitina é o segundo polissacarídeo mais abundante na natureza, ficando 

apenas atrás da celulose; Esta quitina pode ser extraída de diversas fontes como: 

exoesqueleto de crustáceos, insetos, e nas paredes celulares de fungos 

principalmente da classe Zygomycetes (AZEVEDO et. al., 2007). 

 O nome de quitosana foi proposto em 1894, por Hoppe-Seyler, onde analisando 

a quitina modificada, observou-se que ambas possuíam a mesma quantidade de 

nitrogênio (STAMFORD et al., 2008). Este biopolímero hidrofílico é formado por duas 

moléculas de 2-amino-2-deoxi-D-glicopiranose e 2-acetamido-2-deoxi-D-

glicopiranose, unidas por ligações glicosídicas β-1,4 (RABEA, 2003).  

 A quitosana é obtida por desacetilação (hidrolise de amida) da quitina através 

de processos biológicos (desacetilação enzimática) (BENGER, STAMFORD, 

STAMFORD, 2011), ou ainda através de processos químicos utilizando-se NaOH 

entre (40% a 50%) em temperatura de 110º C (BADAWY; RABEA 2011) A figura 7 

mostra o processo de desacetilação da quitina em produção industrial. 
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Figura 7.  Processo de formação da quitosana (desacetilação) através da quitina. 

 

Fonte: Rabea (2003) 

 

Enquanto a quitina é insolúvel na maioria dos solventes, a quitosana pode ser 

facilmente solubilizada em ácidos orgânicos ou inorgânicos. Este polissacarídeo 

apresenta uma boa biocompatibilidade, sendo praticamente nula sua toxicidade ao 

ser humano e animais e plantas (BADAWY, RABEA 2011). Segundo Martins et al., 

(2018) a quitosana não apresentou efeito tóxico em na germinação de híbridos de 

milho. 

 O grupo amino da quitosana é desacetilado, apresentando permeabilidade 

seletiva e ação polieletrolítica, além de sua ótima atividade antimicrobiana e habilidade 

para formação de gel e filme (BERGER; STAMFORD; STAMFORD, 2011). 

 A quitosana apresenta um comportamento nucleófilo, tornando-a propicia a 

modificações químicas estruturais e dentre as principais modificações pode-se obter 

acetilações, quaternizações, alquilações, carboxilações, acilações, sulfonações e 

amidações (TAKAKI, 2015).  

A síntese dos derivados de quitosana por meio da inserção de grupos 

funcionais à cadeia polimérica, confere a este polímero diferentes propriedades 
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permitindo sua utilização em áreas médicas, biotecnológicas, farmacológicas e 

agrícolas (XU et al., 2010). 

 

2.7 EFEITO DA APLICAÇÃO DA QUITOSANA EM PLANTAS 

 

 As pesquisas utilizando quitosana na agricultura, iniciaram-se através de 

estudos promovidos por Hadwiger e Beckman (1980). A pesquisa compreendida 

utilizou a aplicação da quitosana em ervilhas (Pisum sativum). Resultados 

demostraram que a quitosana apresentou propriedades elicitoras na promoção de 

defesa contra o patógeno fúngico Fusarium solani.  

 A partir de tal estudo iniciaram-se as pesquisas de como este bioestimulante 

atua nas células vegetais. Neste contexto a quitosana vem sendo descrita como 

"impulsionadora da defesa das plantas" (KATIYAR; HEMANTARANJAN; SINGH, 

2015). Tal descrição pode ser conferida, pois a mesma apresenta em sua constituição 

química nucleotídeos açúcares (difosfato de uridina N-acetil- d glucosamina (UDP-

GlcNAc)), que quando aplicada em plantas, a célula  reconhece este sitio através das 

enzimas: sintetase de quitina e quitosano quitina deacetilase. Estas enzimas 

reconhecem os resíduos de N-acetil glucosamina β-1,4-ligadas e clivam estas regiões, 

produzindo oligômeros (HADWIGER, 2013). 

Os oligômeros de quitosana agem sobre a transmissão de genes de defesa da 

planta, proporcionando uma alteração da estrutura do DNA helicoidal, clivando 

cadeias simples e removendo histonas H2A e H2B, juntamente com a redução do fator 

de transcrição de arquitetura. Este processo permite com que a polimerase bloqueada 

continue a transcrever através dos quadros de leitura abertos de genes PR, 

promovendo assim uma cascata de reações químicas no interior da célula (KIM et al. 

2005; HADWIRGER, 2013). 

A quitosana possui cargas iônicas positivas, o que lhe confere a capacidade de 

se ligar facilmente com lipídios carregados negativamente, íons metálicos, proteínas, 

macromoléculas.  Ainda por apresentar cargas iônicas positivas a quitosana ativa 

genes de defesa através de alterações na cromatina (HADWIGER, 2015). 

 Estudos demostraram que a aplicação da quitosana em plantas agrícolas induz 

a produção de pequenas quantidades de peróxido de hidrogênio. O peróxido de 

hidrogênio em pequenas concentrações atua como sinalizador de estresse. Dessa 
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forma a planta ativa seu mecanismo de defesa enzimático e não enzimático (LEI et 

al., 2011). 

 A aplicação exógena da quitosana proporcionou uma maior atividade da 

enzima catalase no sistema antioxidante de plantas de jaborandi (DOUSSEAU et al. 

2016). Em folhas de tabaco a quitosana induziu a produção de várias enzimas de 

defesa, como superóxido dismutase, catalase e ascorbato peroxidase, além de 

aumentar a produção de oxido nítrico responsável pela ativação de quinases 

aumentando o sistema de defesa da planta (ZHANG et al. 2011). 

 Vários estudos demostraram que a quitosana promoveu o aumento da 

atividade da enzima fenilalanina amônialiase e de compostos fenólicos, em seu 

sistema de defesa antioxidante contra patógenos (BHASKARA REDDY, 1999; 

FAORO, 2008; IRIT et al. 2011). A quitosana combinada com óleo de cravo mostrou-

se eficaz no combate ao fungo P. digitatum causador do bolor verde em mandarins, 

além de melhorar a atividade da fenilalanina amônialiase (PAL) enzima-chave do 

metabolismo dos fenóis (SHAO et al. 2015). 

 Pesquisas demonstraram que a quitosana aliviou o processo de peroxidação 

lipídica e diminuiu a fitotoxicidade nas células vegetais (XU et al. 2007; CHOUDHARY 

et al. 2017; PIRBALOUTI et al. 2017). 

 Segundo Martins et al. (2018) a quitosana proporcionou um aumento na 

porcentagem de germinação de sementes de milho transgênicos, onde este 

apresentou modificações anatômicas ligadas à proteção e sobrevivência a estresses 

abióticos. Já estudos realizados por Lizárraga-Paulín et al., (2011) mostraram que a 

aplicação de quitosana em plântulas de milho submetidos a estresse abiótico 

proporcionou na maioria dos tratamentos um índice de germinação de 100%.  

 Em condições de déficit hídrico a aplicação exógena de quitosana 

desencadeou em Trifolium repens uma cascata de reações que promoveram a planta 

uma maior tolerância ao déficit hídrico. Neste experimento a quitosana proporcionou 

um maior acúmulo de açúcares, amido, ácidos orgânicos e outros metabolitos como: 

ascorbato, glutationa, flavonóides, putrescina e espermidina. Estes compostos estão 

associados ao ajuste osmótico e defesa antioxidante de plantas em condições de 

estresse (LI et al., 2017).  

 Ainda em situações de déficit hídrico a quitosana atua como anti-transpirante, 

estimulando a produção de ABA, provocando um fechamento estomático, que 
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contribuiu para aliviar o estresse fisiológico da planta em condições de seca (IRITI, et 

al. 2009).  

 A quitosana estimula o crescimento da planta, aumenta o número de 

ramificações da parte área, o número de folhas e biomassa (MONDAL, 2012). A 

aplicação da quitosana em plantas de morango, proporcionou o aumento do número 

de frutos por plantas (ABDEL-MAWGOUD et al. 2010).  
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3 JUSTIFICATIVA  

 

 Atualmente observa-se em noticiários e boletins técnicos que muitos produtores 

de milho no país tem sofrido com danos em sua produção, provenientes da exposição 

desta cultura ao déficit hídrico em época de safra e safrinha. Esta perda de produção 

se dá em decorrência de que a maioria das regiões de plantio não contam com sistema 

de irrigação, ficando totalmente dependentes de precipitações da época, contudo nos 

últimos anos estas precipitações estão ficando mais espaçadas ocasionando uma 

estiagem prolongada nos meses de janeiro e fevereiro.  

O milho é uma cultura de grande importância econômica, já que o mesmo é 

utilizado tanto para alimentação humana quanto animal. A Companhia Nacional de 

Abastecimento (CONAB, 2015) emitiu uma circular mostrando que o Brasil produziu 

em sua safra 2015/2016 aproximadamente 79,95 milhões de toneladas de milho, 

mencionando ainda que “o clima foi o grande responsável pelo baixo desempenho da 

lavoura em todo o país (CONAB, 2015).  

Para 2018 a Companhia estima uma produção de 24,74 milhões de toneladas 

na primeira safra, onde esta deverá ser 18,8% inferior à safra passada e de uma 

produção de 63,26 milhões de toneladas na segunda safra com uma redução de 

aproximadamente redução de 6,6% quando comparada a safra anterior (CONAB, 

2018). 

Frente a estas limitações hídricas, as técnicas relacionadas apenas a melhoria 

de cultivo estão ficando falhas, sendo um processo resultante da sua incapacidade de 

usar o potencial biológico intrínseco do cultivar. Neste sentido, a fim de minimizar o 

déficit hídrico, e consequentemente aumentar o rendimento, pesquisas estão sendo 

realizadas na agricultura com a utilização de bioestimulantes naturais, onde os 

mesmos vem apresentando resultados favoráveis a cultivares além de não 

apresentarem toxicidade ao meio ambiente (KOŁODZIEJCZYK et al., 2016).  

Neste contexto de uma agricultura sustentável, que utilize a água de forma 

racional, mas que proporcione a cultura seu desenvolvimento e produção, faz-se 

necessário o desenvolvimento de pesquisas que levem a aumento de produtividade 

sob déficit hídrico e mostre, os mecanismos de tolerância destas plantas devido a 

aplicação de novos biopolímeros. O estudo destes mecanismos ligados a proteção 

antioxidante ainda pode ajudar em pesquisas de novos genótipos e novos produtos 

no mercado, relacionando a ação da quitosana em genótipos sensíveis à seca.  
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4 OBJETIVOS  

 

4.1 OBJETIVOS GERAIS 

 

Avaliar os efeitos da aplicação da quitosana e seus derivados no aumento à 

tolerância ao déficit hídrico em genótipo de milho sensível, analisando as trocas 

gasosas e seu sistema antioxidante. 

 

4.2 OBJETIVOS ESPECIFÍCOS  

 

a) Realizar 2 modificações químicas na quitosana por semissíntese: 

derivados N-succinoílico e N, O-dicarboximetílico;  

 

b) Verificar os mecanismos de defesa antioxidante enzimático e não 

enzimático em dois híbridos de milho submetidos a estresse hídrico, com 

e sem aplicação de quitosana e seus derivados na planta; 

 

 

c)  Medir a taxa fotossintética e a condutância estomática nas folhas 

submetidas    ao déficit hídrico após a aplicação da quitosana e seus 

derivados; 

 

d) Quantificar a peroxidação lipídica, teor de H2O2, prolina, aminoácidos, 

açúcares solúveis totais e amido nas folhas submetidas ao déficit hídrico 

após a aplicação da quitosana e seus derivados. 
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Resumo 

 Neste estudo, levantamos a hipótese de que a aplicação de derivados de quitosana N-succinoílico (SUC) e N, O-

dicarboximetílico (MCA) seriam capazes de minimizar os efeitos do estresse em milho associando uma proteção 

antioxidante eficaz através de mecanismos de defesa enzimáticos e não enzimáticos. Estudos já evidenciaram que 

a quitosana induz uma tolerância e proteção as plantas, mas poucos trabalhos exploraram modificações químicas 

de quitosana e seus efeitos em plantas sob estresse hídrico. A quitosana e seus derivados foram aplicadas no híbrido 

sensível ao déficit hídrico em condições de casa de vegetação através de pulverização foliar, em uma concentração 

de  0,5mg/planta no estádio de pré- florescimento. Após a aplicação as plantas foram induzidas ao déficit hídrico 

por 15 dias. As análises de trocas gasosas na folha da espiga (fotossínrese e condutâncias estomática) foram 

realizadas no primeiro e décimo quinto dia de déficit hídrico, através de um sistema portátil de fotossíntese. Para 

as análises bioquímicas foram coletas as folhas da espiga também no primeiro e décimo quinto dia de déficit 

hídrico. A aplicação dos derivados de quitosana ou a mistura dos dois potencializaram as atividades das enzimas 

antioxidantes superóxido dismutase, catalase, ascorbato peroxidase, glutationa redutase e guaicol peroxidase, além 

de diminuírem a peroxidação lipídica (teor de malonaldeído) e aumentarem as trocas gasosas e teor de prolina no 

final do estresse. Os derivados também aumentaram o teor de compostos fenólicos e a atividade de enzimas 

envolvidas na sua produção (fenilalanina amonialiase e tirosina amonialiase). Compostos como açúcares solúveis 

totais, aminoácidos totais e amido aumentaram tanto para os derivados quanto para a quitosana. A aplicação das 

moléculas semissintéticas derivadas de quitosana conferiram maior trocas gososas foliares e condição bioquímica 

aliviando o estresse nas plantas  

Key words: Seca; Zea mays L; Fotossíntese; Amido; Enzimas antioxidants, Compostos fenólicos,; Prolina 
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1. INTRODUÇÃO  

O aumento da população mundial, associado ao aumento da produção agrícola, provocou uma série de 

alterações ambientais negativas no planeta. As modificações climáticas estão ocasionando fortes secas que 

interferem no ciclo fisiológico de muitas plantas cultivadas. E adicionalmente as altas temperaturas vêm atingindo 

a maior parte dos países produtores de milho, cultura esta de grande importância econômica, pois é utilizada tanto 

para consumo humano quanto animal. Estresses abióticos como a seca são considerados os que mais limitam a 

produção de culturas agrícolas ao redor do mundo (Filippou et al., 2013). 

No mundo e no Brasil as regiões que mais cultivam milho, não dispõem de tecnologias de irrigação, e a 

mesma não seria uma técnica totalmente viável, já que estamos em uma época de buscar alternativas sustentáveis 

que minimizem o uso da água em culturas agrícolas, assim na maioria das regiões estes tipo de cultura fica sempre 

exposta e dependente de fatores ligados à água (Camara et al., 2007). 

A limitação hídrica no solo induz o estresse osmótico nas plantas, diminuindo o volume celular, inibindo 

as enzimas do Ciclo de Calvin, provocando danos no aparato fotossintético e diminuição da assimilação de carbono 

e consequentemente diminui a produtividade (Porcel et al., 2015). 

A alta radiação nas plantas e inibição das enzimas do Ciclo de Calvin provocam um excesso de energia 

no complexo de antena dos fotossistemas, processo pelo qual as clorofilas recebem grande quantidade de energia 

e os pigmentos fotoprotetores como carotenoides e xantofilas não conseguem realizar todo processo de dissipação 

de energia fotoquímica e a dissipação na forma de calor, assim acabam dissipando esta energia para o oxigênio, 

formando as espécies reativas de oxigênio (EROS), que em grandes quantidade geram um estresse oxidativo que 

podem levar a morte das plantas (Anjum et al., 2015).  

As EROS são encontradas em pequenas concentrações em organelas celulares como nos cloroplastos, 

mitocôndrias ou peroxissomos, ou ainda como subprodutos dos processos de fotossíntese, fotorrespiração ou 

respiração (Choudhury, 2017). Contudo no estresse hídrico a produção destes compostos é exagerada levando a 

danos na membrana plasmática (peroxidação lipídica), degradação de pigmentos, proteínas e DNA (Huang, 2016). 

O controle de níveis estáveis de EROS nos compartimentos celulares e nas situações de estresse são ou 

podem ser mantidos pela atuação de mecanismos antioxidantes enzimáticos (superóxido dismutase, peroxidase do 

ascorbato, catalase, glutationa redutase, polifenoloxidase, L-fenilalanina amonialiase, peroxidase do guaiacol 

monohidroascorbato redutase) e não enzimáticos (compostos fenólicos, α-tocoferol, ácido ascórbico, entre outros) 

(Gratão et al., 2012; Lu et al., 2014). 

Para controlar o estresse hídrico as plantas ativam também mecanismos de ajuste osmótico, processo 
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fisiológico eficaz para turgescência celular, sob condições de baixo potencial hídrico no solo (Marijuan & Bosch, 

2013). Este mecanismo confere acúmulo de solutos como prolina, glicina betaína, trealose, sacarose, poliaminas, 

manitol, pinitol, entre outros, no citosol ou no vacúolo das células (Xu, 2016). 

Em busca de uma agricultura sustentável e menos impactante ao meio ambiente pesquisas tem buscado a 

amenização do estresse hídrico com o uso de biopolímeros como a quitina/quitosana, pois estes apresentam baixa 

ou nenhuma toxicidade ao meio ambiente e podem conferir tolerância ao déficit hídrico (Ibrahim, 2015). A quitina 

é o segundo polissacarídeo, mais abundante na natureza e sua desacetilação resulta no produto quitosana, que vem 

sendo utilizado em várias culturas agrícolas, inclusive no milho (Mármol et al., 2013; Mondal, 2013) devido ao 

seu potencial de elicitor, antifúngico, protetor e amenizador do estresse hídrico (Saharan, 2016).  

A quitosana apresenta um comportamento nucleófilo, tornando-a propícia a modificações químicas 

estruturais; e dentre as principais modificações pode-se obter acetilações, quaternizações, alquilações, 

carboxilações, acilações, sulfonações e amidações (Takaki, 2015). A síntese dos derivados de quitosana por meio 

da inserção de grupos funcionais à cadeia polimérica confere a este polímero diferentes propriedades permitindo 

sua utilização em áreas médicas, biotecnológicas, e agrícolas (Xu et al., 2010; Saharan, 2016). Contudo na 

agricultura são poucos os trabalhos baseados em derivados de quitosana. Estes derivados são moléculas que podem 

potencializar a atividade já que a própria quitosana possui funções importantes na indução de tolerância ao déficit 

hídrico (Martins et al., 2018). 

Dessa forma visando à importância econômica da cultura do milho e as constantes perdas de safras devido 

ao recurso hídrico, o presente trabalho teve como objetivo aplicar novos derivados de quitosana (N-succinoílico e 

N,O-carboximetílico) e avaliar as trocas gasosas, o sistema antioxidante e o metabolismo primário  em híbrido de 

milho sensível ao déficit hídrico.  

2. MÉTODO  

2.1. Síntese dos derivados de quitosana N-succinoílico (SUC) e N,O-carboximetílico (MCA) 

O derivado-N-succinoílico (SUC) foi preparado, com ligeiras modificações, conforme consta em 

metodologia proposta por Li (2014). A Quitosana (Galena Química e Farmacêutica Ltda) (1 g) foi dissolvida, 

sob agitação magnética e temperatura ambiente, em 100 mL de solução aquosa de ácido acético glacial a 1% (v/v). 

Na sequência, foi adicionada, gota a gota e ainda sob agitação, uma solução de anidrido succínico (1, 8g) em 

acetona (20 mL). A mistura formada foi submetida à irradiação ultrassônica de 40-50 Hz em banho a 50 °C por 60 

min. Então, a solução resultante foi resfriada até a temperatura ambiente, foi adicionado álcool etílico hidratado 

(100 mL) e a mistura transferida para freezer onde permaneceu por 24 horas. Após este período, adicionou-se 
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solução aquosa de hidróxido de sódio a 1 mol.L-1 até que o pH da mistura atingisse 10. Em seguida, adicionou-se 

acetona até que ocorresse a precipitação do produto como uma massa caseosa e esbranquiçada. A mistura foi 

novamente acondicionada em freezer pelo prazo de 48 horas. Após este tempo, o produto foi separado por filtração 

a pressão reduzida, utilizando-se álcool etílico (cerca de 1000 mL) para lavagem do sólido retido, que foi revolvido 

com bastão de vidro durante todo este processo de limpeza. O produto final foi obtido na forma de um sólido 

amorfo, grosseiro e branco-amarelado após secagem em dessecador sob vácuo e protegido da luz. Utilizando-se o 

mesmo procedimento, quantidades adicionais do produto foram obtidas. 

O preparo do derivado N,O-carboximetílico (MCA) foi realizado de acordo com a metodologia proposta por  

Fei Liu (2001). Quitosana (5 g) foi adicionada a álcool isopropílico (60 mL) sob agitação magnética a temperatura 

ambiente. Adicionou-se então solução aquosa (12 mL) de hidróxido de sódio a 10 mol.L-1, dividida em cinco 

porções, durante um período de 25 minutos. Agitou-se a mistura magneticamente por 30 minutos a temperatura 

ambiente. Na sequência, adicionou-se ácido monocloroacético (30 g) dividido em cinco porções ao longo de cinco 

minutos. Aqueceu-se a mistura formada a 70 °C com agitação magnética por 3 horas. Então, resfriou-se a mistura 

reagente e o produto sólido obtido foi separado por filtração a vácuo e lavado com metanol absoluto (100 mL).  

Secou-se o produto em estufa rapidamente a uma temperatura de 60 °C o que resultou em um sólido amarelo. 

Quantidades adicionais do produto foram obtidas utilizando-se o mesmo procedimento. A quitosana utilizada para 

obtenção dos derivados possui uma porcentagem de desacetilação (DDA%) de 63,5% (Martins et al., 2018). As 

estruturas dos derivados e da quitosana estão apresentadas na Figura 1. 

2.2 Material Vegetal e condições de crescimento  

Foi utilizado um híbrido sensível ao déficit hídrico (BRS 1030) (Souza et al., 2013) oriundo do Programa 

de Melhoramento da Embrapa. O ensaio foi conduzido em Casa de Vegetação na Embrapa Milho e Sorgo, 

localizada na cidade de Sete Lagoas, MG (altitude de 732 m, latitude Sul 19º28’, longitude Oeste 44º15’). As 

médias de temperaturas registradas durante o período de avaliação foram máxima de 36,3ºC e mínima de 17,6ºC. 

A umidade relativa do ar oscilou entre 72% a 40%.  

O experimento foi realizado em vasos com capacidade de 20 litros, preenchidos previamente com 

latossolo vermelho distrófico. A adubação foi feita de acordo com a recomendação da análise química do solo, 

aplicando-se no momento do plantio 10g de 08-28-16 a cada 20 kg de solo. A cobertura foi realizada aplicando-se 

6g de sulfato de amônio por vaso aos 30 e 60 dias após o plantio. Foram plantadas três sementes por vaso, e após 

a germinação, foi realizado o desbaste, deixando assim duas plantas por vaso.  As plantas foram irrigadas 

regularmente mantendo uma ótima umidade do solo até a imposição do déficit hídrico.   
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2.3 Imposição do estresse hídrico, aplicação da quitosana e seus derivados e design experimental 

O teor de água no solo foi monitorado diariamente nos períodos da manhã e da tarde (9 e 15 horas), com 

o auxílio de um sensor de umidade watermark (tensiômetro) modelo 200SS – 5’’ (IRROMETER, Califórnia – 

USA), instalado no centro dos vasos de cada repetição, na profundidade de 20 cm. A reposição hídrica foi realizada 

com base nas leituras obtidas com o sensor e a água foi reposta até a capacidade de campo (CC) durante o período 

que antecedeu a imposição dos tratamentos. Esses cálculos foram realizados com o auxílio de uma planilha 

eletrônica, feita em função da curva de retenção de água do solo. 

No pré-florescimento, foram impostos dois tratamentos hídricos: irrigado (IR) e déficit hídrico (WD). No 

primeiro, a reposição hídrica foi realizada diariamente até o solo atingir a umidade próxima a capacidade de campo 

(CC) (tensão da água no solo de aproximadamente -0,18 MPa), enquanto que, no segundo tratamento, a indução 

do déficit hídrico foi realizada diariamente aplicando-se no mínimo 50% da água total disponível, ou seja, até a 

tensão da água no solo atingir no mínimo -1,38 MPa, cujo valor corresponde ao solo especificado. O período de 

imposição do déficit hídrico foi de 15 dias.  

O preparo das soluções para aplicação foi realizado a partir da diluição de 0,5mg de quitosana e seus 

derivados em 250 mL de água na relação de 0,5mg/planta. A quitosana e seus derivados (SUC e MCA) e a mistura 

destes dois (MS) foram aplicados utilizando um pulverizador costal, com vasão de 120L/ha. Cada planta recebeu 

um jato de pulverização aérea em concentração de 0,5 mg planta-1, através de um pulverizador costal pressurizado 

a CO2 (2,15 kg f cm2) equipado com bico tipo XR – Teejet 110.02 VS, aplicando o equivalente a 120 L ha-1 de 

calda. Esta pulverização ocorreu um dia antes da imposição do déficit hídrico (55º dia após plantio) no estádio de 

pré-florescimento.  

O delineamento experimental foi o inteiramente casualizado (DIC), com 6 tratamentos: irrigado (IR), 

déficit hídrico (WD), déficit hídrico com aplicação de SUC (WD+SUC), déficit hídrico com aplicação de MCA 

(WD+MCA), déficit hídrico com aplicação de MCA e SUC (WD+MS), déficit hídrico com aplicação de quitosana 

(WD+CHI), com 4 repetições, totalizando 24 vasos. Todas as análises foram realizadas em duas épocas de coleta 

(1, 15 dias de déficit hídrico), mas essas não foram comparadas estatisticamente.  

2.4 Medidas de trocas gasosas 

 As medidas de trocas gasosas foram feitas no 1º e 15º de imposição ao déficit hídrico, através de um 

sistema portátil de fotossíntese (IRGA, Model LI-6400 XT, Li-Cor, Lincoln, Nebrasca, USA). Todas as medidas 

foram realizadas no período da manhã entre 8:00 e 11:00 em uma folha totalmente expandida (folha da espiga). 

As variáveis avaliadas foram taxa fotossintética (A), condutância estomática (gs). As medidas foram feitas em 
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uma área foliar de 6 cm2, com fluxo de CO2 controlado na concentração de 380 µmol CO2 mol-1 ar. A densidade 

de fluxo de fótons (PPFD) foi de 1500 µmol m-2 s-1 com fonte de luz LED azul-vermelho (6400-02B LED) e 

temperatura foliar controlada (30°C).  

2.5 Coleta de material para análises bioquímicas  

Para as análises bioquímicas coletou-se a folha da espiga, no primeiro e último (15 dias) dia de imposição 

do déficit hídrico, a mesma foi emergida em nitrogênio líquido e congelada a -80ºC.  

2.6 Análise de dados  

Para análise estatística dos resultados, utilizou-se a análise de variância (ANAVA) e o teste de comparação 

de médias Scott-Knott a 0,05% de significância (P≤0.05), no programa Sisvar versão 4.3 (Universidade Federal 

de Lavras, Lavras, Brasil). 

2.7 Extração e quantificação de malonaldeído (MDA) e peróxido de hidrogênio (H2O2)  

Macerou-se 500 mg de material vegetal em nitrogênio líquido, adicionou-se 2,5 mL de tricloroacético a 

0,1%, o material foi centrifugado a 4.000rpm por 30minutos a temperatura de 4ºC. A quantificação de peróxido de 

hidrogênio foi realizada de acordo com a metodologia proposta por Wu et al. (2006) e MDA (peroxidação lipídica) 

foi quantificado conforme metodologia de Cakma Horst (1991). 

2.8 Extração e quantificação de enzimas antioxidantes 

Para extração das enzimas utilizou-se 500 mg de material vegetal macerados em nitrogênio líquido. A 

extração foi realizada com tampão fosfato de potássio a 50mM, pH 7.5. Na solução de extração adicionou-se 1mM 

de EDTA, 1mM PMSF e 5% de PVPP. As amostras foram centrifugadas por 10 minutos a 14.000rpm, temperatura 

de 4ºC e os sobrenadantes coletados para quantificação. A atividade das enzimas foi expressa em miligramas (mg) 

de proteína que foi determinada pelo método de Bradford (1976).  

A atividade da dismutase do superóxido (SOD, EC 1.15.1.1) foi avaliada pela capacidade em inibir a 

fotorredução do azul de nitrotetrazólio (NBT); a atividade da catalase (CAT, EC 1.11.1.6) foi determinada pelo 

consumo de H2O2 a 240 nm por 3 minutos, sendo o coeficiente de extinção 36 mM-1 cm-1; a atividade da peroxidase 

do ascorbato (APX, EC 1.11.1.11) foi determinada pelo acompanhamento da oxidação do ascorbato a 290 nm por 

3 minutos, com coeficiente de extinção 2.8 mM-1 cm-1; a atividade da peroxidase do guaiacol (GPX, EC 1.11.1.7) 

foi determinada pela oxidação do guaiacol a 470 nm, coeficiente de extinção 26.6 mM-1 cm-1 , A atividade da 

glutationa redutase (GR, EC1.6.4.2) foi determinada através da oxidação do NADPH a 340 nm por 3 minutos, 

coeficiente de extinção 6.2 mM-1 cm-1. Todas as atividades dessas foram feitas de acordo com a metodologia 

proposta por (Garcı́a-limones et al., 2002). 
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 A atividade da redutase do deidroascorbato (DHAR, EC 1.15.1.1) foi determinada pela redução do DHA 

a ácido ascórbico via GSH a 265nm, sendo o coeficiente de extinção 14 mM-1 cm-1 segundo a metodologia proposta 

por (Hossain e Assada, 1984).  

2.9 Extração e quantificação da L-Fenilalanina amônialiase (PAL EC 4.3.1.5), Tirosina amônialiase (TAL, 

EC 4.3.1) e Compostos Fenólicos 

 Para a atividade das enzimas, alíquotas de 500 mg de material congelado foram homogeneizados com 2 

mL de tampão fosfato de sódio a 50 mM, pH 6,5. O material foi centrifugado a 4 °C (14000 rpm, 20 min) e o 

sobrenadante utilizado como extrato enzimático. As atividades foram determinadas pela adição de 50 μL do extrato 

enzimático a 1 mL do meio de reação (25 mM Tris-HCl pH 8,8 com 25 mM de L-fenilanalina ou 25 mM de L-

tirosina). A reação ocorreu por 1 h a 37 °C, e foi paralisada pela adição de 60 μL de 6 N HCl. Os produtos das 

reações, ácidos trans-cinâmico (PAL) ou p-cumárico (TAL), foram determinados pela leitura da absorbância a 290 

nm e 310 nm, respectivamente. A extração e quantificação seguiram a metodologia proposta (Mehta e 

Bhavnarayana 1981).  

 Para a extração dos Compostos Fenólicos macerou-se 500 mg de material vegetal em nitrogênio líquido 

e adicionou-se 2 mL de metanol. O material foi centrifugado a 14.000 rpm por 30 minutos a uma temperatura de 

20ºC. Coletou-se o sobrenadante e repetiu o procedimento com o pellet.  A leitura das amostras foi realizada a 

720nm. A quantificação foi realizada através de curva padrão de ácido gálico, segundo metodologia proposta por 

Singleton et al. (1999). 

2.11 Extração e quantificação de prolina, açúcares solúveis totais, aminoácidos totais e amido 

Para a extração da prolina, macerou-se 100 mg de material vegetal em nitrogênio líquido, com 10 mL de 

ácido sulfosalícilico a 3%. A solução foi colocada em tubos e agitadas por 60 minutos. Após separação do material 

a amostra foi filtrada e analisada segundo metodologia proposta por Bates (1973). 

Para os açúcares solúveis, aminoácidos e amido, utilizou-se 300 mg de material vegetal macerados em 

nitrogênio líquido. A extração deu-se pela adição da solução composta de 3 mL de metanol, 1,250 mL de 

clorofórmio e 750 μL água. As amostras foram deixadas em overnight e no dia seguinte centrifugadas por 30 

minutos a 1300 rpm. Coletou-se o sobrenadante para análise de açucares e aminoácidos totais. No pellet adicionou-

se 1,5 mL de ácido perclórico a 30%.  

Novamente o material foi colocado em overnight e ao final coletou-se o sobrenadante para quantificação 

de amido. A quantificação de açúcares totais e aminoácidos totais foi proposta segundo metodologia descrita por 

Gibon et al. (2004). A quantificação de amidos foi realizada segundo metodologia descrita por Fernie et al. (2001). 
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3. RESULTADOS  

3.1. Quantificação de malonaldeído (MDA) e sistema enzimático  

No primeiro dia de imposição ao déficit hídrico (Fig. 2A) o teor de MDA foi reduzido nos tratamentos 

(WD+SUC) e (WD+MCA) quando comparado ao tratamento (WD). Após 15 dias de déficit hídrico o teor de MDA 

reduziu nos tratamentos (WD+MS) e (WD+CHI).  

Para o sistema antioxidante, pode-se observar que a atividade da enzima SOD (Fig. 2B) aumentou com a 

aplicação do derivado MCA e da mistura dos dois derivados, seguido da quitosana e derivado SUC. Após 15 dias 

de imposição do déficit hídrico a atividade da enzima não apresentou diferença estatística entre os tratamentos. Já 

a atividade da enzima catalase (CAT) (Fig. 2C) com um dia de déficit hídrico aumentou sua atividade nos 

tratamentos (WD+SUC), (WD+MCA) e (WD+MS) e após 15 dias teve sua maior atividade no tratamento 

(WD+SUC), quando comparado ao tratamento (WD).  

A enzima APX (Fig. 2D) no início do déficit hídrico apresentou uma maior atividade no tratamento 

(WD+SUC). E ao final do déficit hídrico (15 dias) apresentou um aumento de sua atividade em todos os 

tratamentos com aplicação dos derivados e da quitosana.  

A atividade da enzima GPX (Fig. 3E) aumentou nos tratamentos (WD+SUC) e (WD+MS) com 1 dia de 

déficit hídrico, quando comparada ao tratamento (WD). Com 15 dias de déficit hídrico sua atividade foi aumentada 

nos tratamentos (WD+SUC), (WD+MS) e (WD+CHI).  A atividade da GR (Fig. 3F) com 1 dia de déficit hídrico 

aumentou apenas no tratamento com a mistura dos derivados (WD+MS), entretanto após 15 dias esta enzima teve 

sua atividade aumentada em todos os tratamentos com aplicação dos derivados e da quitosana. A atividade da 

enzima DHAR (Fig. 3G) teve sua atividade aumentada em todos os tratamentos com aplicação da quitosana e seus 

derivados no primeiro e último dia de déficit hídrico.  

Com a imposição de 1 dia de déficit hídrico, as enzimas PAL (Fig. 4H) e TAL (Fig. 4I) tiveram suas 

atividades aumentadas em todos os tratamentos com aplicação dos derivados e da quitosana ressaltando maiores 

médias para as plantas que receberam SUC (WD+SUC) e a mistura (WD+SUC+MCA). No 15º dia de imposição 

ao déficit hídrico a atividade da enzima PAL, não apresentou diferença estatística entre os tratamentos, enquanto 

a enzima TAL apresentou uma maior atividade nos tratamentos (WD+SUC), (WD+MS) e (WD+CHI).  

O teor de compostos fenólicos (Fig. 4J) apresentou uma maior concentração nos tratamentos (WD+SUC), 

(WD+MCA) e (WD+MS) após 1 e 15 dias de déficit hídrico, quando comparados ao tratamento (DW).  

3.2 Análises das trocas gasosas  

Com 1 dia de déficit hídrico a aplicação dos derivados e da quitosana não aumentaram a taxa fotossintética 
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(A) (Tabela 1) no híbrido BRS 1030, quando comparado ao tratamento irrigado (IR). Já no 15ª dia de imposição 

ao déficit hídrico observa-se que a taxa fotossintética caiu no tratamento (DW), entretanto os tratamentos 

(WD+SUC), (WD+MCA) e (WD+MS) aumentaram esta taxa quando comparados ao tratamento (WD). Para o 

parâmetro condutância estomática (gs) (Tabela 1), observa-se o mesmo efeito que a taxa fotossintética com 

diminuição nos tratamentos com derivados e quitosana com 1 dia de déficit hídrico. No 15º dia de déficit hídrico 

observa-se um aumento da condutância estomática nos tratamentos (WD+SUC), (WD+MCA) e (WD+MS), 

comparados ao tratamento (WD).    

3.3 Quantificação de prolina e peróxido de hidrogênio H2O2  

O teor de prolina (Fig. 5A) aumentou nos tratamentos (WD+MCA), (WD+MS) e (WD+CHI) com a 

imposição de 1 dia de déficit hídrico. No 15º dia todos os tratamentos com aplicação dos derivados e da quitosana 

apresentaram uma maior concentração deste osmorregulador quando comparados ao tratamento (WD).  

As concentrações de H2O2 aumentaram nos tratamentos (WD+SUC), (WD+MCA) e (WD+MS) com 1 

dia de déficit hídrico. Ao final da imposição do déficit hídrico todos os tratamentos com aplicação dos derivados 

e da quitosana apresentaram maiores concentrações H2O2, quando comparados ao tratamento (WD).  

3.4 Quantificação de açúcares solúveis totais, aminoácidos totais e amido  

 Ao analisar os açúcares solúveis totais (Fig. 6A), observa-se uma maior concentração em todos os 

tratamentos com aplicação dos derivados e da quitosana com 1 e 15 dias de imposição ao déficit hídrico. Os 

aminoácidos totais (Fig. 6B) apresentaram uma maior concentração nos tratamentos (WD+MS) e (WD+CHI) com 

1 dia de déficit hídrico. No 15º dia de déficit hídrico as maiores concentrações foram nos tratamentos (WD+SUC), 

(WD+MS) e (WD+CHI). O teor de amido (Fig. 6C) foi evidenciado em maiores concentrações nos tratamentos 

(WD+MCA), (WD+MS) e (WD+CHI) com 1 dia de déficit hídrico. Já no 15º de imposição todos os tratamentos 

com aplicação dos derivados e da quitosana apresentaram uma maior concentração de amido quando comparados 

ao tratamento (WD).  

4. DISCUSSÃO 

  O estresse hídrico está entre os estresses mais severos para a produção agrícola. Em milho, dois dias de 

déficit hídrico no estádio de florescimento diminuem seu rendimento em mais de 20%, quatro a oito dias diminuem 

em mais de 50% Magalhães (2006). O déficit hídrico provoca diversas reações na planta, diminuindo seu potencial 

hídrico, danificando e alterando os fotossistemas além de aumentar as espécies reativas de oxigênio que, provocam 

uma degradação das membradas lipídicas (Souza et al., 2013).  
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Essa degradação da membrana lipídica (peroxidação lipídica) pode ser observada pela formação de um 

metabólito secundário conhecido como Malonaldeído (MDA). Genótipos sensíveis de milho sob déficit hídrico 

apresentam um maior teor de MDA (Anjum et al., 2015; Souza et al., 2014; Avramova et al., 2017).   

A aplicação dos derivados N-succinoílico (SUC) e N,O-carboximetílico (MCA) diminuíram a 

peroxidação lipídica mostrando-se mais indutores da tolerância ao déficit hídrico do que a sua estrutura inicial: a 

quitosana. A aplicação da quitosana em plantas de tomate amenizou a peroxidação lipídica nas células (Jiao et al., 

2012). Esta diminuição da peroxidação lipídica também foi observada em plantas de milho e pêssego (Li & Yu, 

2001; Guan et al., 2009).  

 Em plantas de milho tolerantes ao déficit hídrico, uma das respostas fisiológicas a esta exposição é 

ativação do sistema antioxidante enzimático para sequestrar as EROs (Souza et al., 2014; Noman et al., 2015). Já 

os genótipos sensíveis de milho tendem não apresentar esta capacidade de sequestrar as EROs, além de 

apresentarem baixa taxa fotossintética quando expostas a estresse prolongado (Souza et al., 2013ª;Souza et al., 

2014), porém estudos mostram que a aplicação de quitosana pode induzir este processo de defesa antioxidante nas 

plantas, além  de aumentar a assimilação de carbono (Khan, Prithiviraj and Smith, 2002; Zhang et al. 2011; 

Dosseau et al., 2016;. Bistgani et al., 2017).  

 Nesse presente estudo, observa-se uma maior atividade enzimática antioxidante (SOD, CAT, APX, GPX 

e GR) quando se aplica os derivados ou sua mistura. Esse aumento da atividade enzimática poderia explicar os 

menores danos celulares (peroxidação lipídica), maior taxa fotossintética e condutância estomática nesses 

tratamentos.  De certa forma os derivados de quitosana podem ter induzido maior tolerância ao híbrido BRS 1030, 

devido à sua atuação em processos a nível fisiológico e molecular das folhas.  

 Estudos mostram que a quitosana pode atuar em genes do núcleo e no cloroplasto envolvendo o aumento 

das atividades fotossintéticas e enzimáticas antioxidantes (Chamnanmanoontham et al. 2015). A quitosana possui 

cargas iônicas positivas, o que lhe confere a capacidade de se ligar facilmente com lipídios carregados 

negativamente, íons metálicos, proteínas, macromoléculas.  Ainda por apresentar cargas iônicas positivas a 

quitosana ativa genes de defesa através de alterações na cromatina (Hadwiger, 2015).  

 A quitosana apresenta em sua constituição química nucleotídeos açúcares (difosfato de uridina N-acetil- 

d glucosamina (UDP-GlcNAc)), que quando aplicada em plantas, a célula reconhece este sitio através das enzimas: 

sintetase de quitina e quitosano quitina deacetilase. Estas enzimas reconhecem os resíduos de N-acetil glucosamina 
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β-1,4-ligadas e clivam estas regiões, produzindo oligômeros de quitosana que são importantes sinalizadores para 

as células vegetais (Hadwiger 2015; Malerba and Cerana, 2016).  

 Estes oligômeros de quitosana chegam no núcleo e no cloroplastídeo e atuam em reações em cascata 

induzindo burst oxidativo, produção de hormônios e modificando a cromatina e expressão de enzimas 

antioxidantes e fotossintéticas (Zeng et al. 2010; Zhang et al. 2011; Hadwiger 2013; Pichyangkura and 

Chadchawan 2015; Chamnanmanoontham et al. 2015; Hadwiger 2015). Um possível motivo dessa melhor resposta 

dos derivados estudados neste trabalho é que os oligossacarídeos oriundos da clivagem dos derivados MCA e SUC 

contendo grupos N-succinoílico e N,O-dicarboximetílico por quitinases parecem ser mais ativos em potencializar 

respostas enzimáticas no milho sensível do que os oligômeros originados apenas da quitosana. 

 O aumento do H2O2 no início do déficit hídrico nas plantas de milho podem estar ligados ao papel da 

quitosana (e derivados) na sinalização do estresse e limitação estomática (diminuição de gs sob seca). A produção 

inicial de H2O2 em milho também pode estar correlacionado a ativação das enzimas antioxidantes (Souza et al., 

2014). A quitosana é considerada como promotora do fechamento estomático em estágios iniciais de estresse 

hídrico (Pospisilova 2003, Iriti et al. 2009), fato observado neste trabalho com maiores proporções para as plantas 

tratadas com derivados SUC e MCA   no primeiro dia de déficit hídrico. Essa limitação estomática ocorre porque 

quitosana pode induzir produção de sinalizadores de estresse como H2O2 e ácido absíciso (ABA) (Lee et al. 1999, 

Iriti et al. 2009, Khokon et al. 2010, Pongprayoon et al. 2013).  

 Neste estudo observamos a associação do aumento da atividade das enzimas fenilalanina amônialiase 

(PAL) e torosina amonialiase (TAL) com o aumento da concentração de Compostos Fenólicos.  A PAL e a TAL 

são enzimas situadas entre os metabolitos primários e secundários, e estão relacionadas com a síntese da via dos 

fenilpropanóides. Via importante para a síntese de compostos fenólicos (Hatfield et al. 2009).  A PAL é 

considerada uma das enzimas mais importantes na regulação do metabolismo secundário. A PAL é responsável 

pela produção de ácidos trans-cinâmico e a TAL por ácido p-cumárico. Estes ácidos são incorporados na formação 

de diferentes compostos fenólicos, os quais estão presentes na formação de ésteres, coumarinas, flavonóides e 
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ligninas (Kuhn, 2007; Schwan-Estrada et al. 2008; Hatfield et al. 2009). Os genótipos tolerantes de milho tendem 

apresentar maior quantidade desses compostos (Hura et al., 2008). 

  Vários estudos demostraram que a quitosana promoveu o aumento da atividade da enzima fenilalanina 

amônialiase e de compostos fenólicos, em seu sistema de defesa antioxidante contra estresses abióticos e bióticos 

(Bhaskara Reddy, 1999; Faoro, 2008; Irit et al. 2011; Katiyar, 2015).  

 Neste estudo os derivados SUC, MCA, a mistura induziram a produção dos compostos fenólicos, sendo 

este aumento importante para a tolerância ao déficit hídrico, inclusive para o milho (Hura et al., 2008; Gholizadeh, 

2011). Compostos fenólicos como flavonoides atuam frente ao déficit hídrico no sequestro de radicais livres e 

proteção contra o estresse oxidativo (Hura et al., 2008; Gholizadeh, 2011; Souza et al., 2014).  

 Tanto a prolina quanto os açúcares são importantes osmorreguladores em milho permitindo permanência 

de água no interior das células foliares, mesmo em condição de déficit hídrico (Ahmad et al., 2016; Sousa et al., 

2016; Sun et al., 2016). Quitosana e seus derivados induziram maior acúmulo desses compostos favorecendo a 

tolerância do híbrido sensível (BRS 1030) ao déficit hídrico.   Em condições de déficit hídrico a aplicação exógena 

de quitosana desencadeou em Trifolium repens uma cascata de reações que promoveram a planta uma maior 

tolerância ao déficit hídrico. Neste experimento a quitosana proporcionou um maior acúmulo de aminoácidos, 

açúcares, amido, ácidos orgânicos e outros metabolitos como: ascorbato, glutationa, flavonóides, putrescina e 

espermidina. Estes compostos estão associados ao ajuste osmótico e defesa antioxidante de plantas em condições 

de estresse (LI et al. 2017).  

 Vale ressaltar que mesmo ao final de 15 dias de déficit hídrico (menor status hídrico) as plantas que 

receberam os derivados de quitosana apresentaram maiores trocas gasosas foliares (maior A e gs) e A prolina e os 

açúcares podem estar facilitando este comportamento fisiológico frente ao estresse. 

 Com relação ao efeito de estimular o crescimento e desenvolvimento das plantas, além da modulação na 

expressão de genes da fotossíntese e na homeostase redox, a quitosana pode modular o metabolismo de 

carboidratos (Chamnanmanoontham et al. 2015; Zhang et al., 2017). Para maior sobrevivência e crescimento das 

plantas sob estresse seria importante a obtenção de energia e produtos do metabolismo primário. A quitosana pode 

aumentar a expressão de genes de enzimas envolvidas na Glicólise (Chamnanmanoontham et al. 2015). A 

aplicação foliar dos derivados e da quitosana proporcionaram maior produção de açúcares solúveis e amido 

mostrando-se também indutores do metabolismo do carbono para a tolerância ao estresse hídrico. 

5. CONCLUSÃO 
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 Em condições de casa de vegetação o hibrido BRS 1030 sob imposição de déficit hídrico apresentou uma 

indução de tolerância aos efeitos da restrição hídrica, através da aplicação foliar dos derivados SUC, MCA. Tal 

indução de tolerância deve-se ao aumento da atividade das enzimas SOD, CAT, APX, GPX, GR, PAL e TAL em 

minimizar os efeitos oxidativos causados pelas EROs.  

 A maior atividade das enzimas PAL e TAL também conferiram uma maior concentração de compostos 

fenólicos no híbrido. Os derivados também conferiram uma maior concentração de osmorreguladores como 

açúcares e prolina, auxiliando a permanência de água nas células.  Todos estes fatores associados evidenciam que 

estas moléculas (N-succinoílico e N, O-dicarboximetílico) podem minimizar os danos celulares causados pelo 

déficit hídrico, melhorando as condições fisiológicas e bioquímicas do híbrido sensível ao estresse tornando-o 

mais tolerante.   
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Figura 1: Estrutura química da quitosana (CHI) (1); do N-succinoílico (SUC) (2); e do N,O-carboximetílico (MCA-) 

(3) 

  



56 
 

 

Figura 2: Concentração de malonaldeído (MDA); Atividade da Superóxido dismutase (SOD); catalase (CAT); 

ascorbato peroxidase (APX).  Médias seguidas pela mesma letra maiúscula para tratamentos com 1 dia de déficit 

hídrico e minúscula para os tratamentos com 15 dias de déficit hídrico, não diferem entre si pelo teste Skott-Knott 

a 5% de probabilidade (P≤0.05). Cada barra indica a média do tratamento ± S.E. IR, irrigado; WD, déficit hídrico; 

WD+SUC, déficit hídrico com aplicação foliar de SUC, WD+MCA, déficit hídrico com aplicação foliar de MCA, 

WD+MS, déficit hídrico com a aplicação foliar de SUC e MCA; WD+CHI, déficit hídrico com aplica foliar de 

quitosana. 
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Figura 3: Atividade da Guaiacol Peroxidase (GPX); Glutationa Redutase (GR); Atividade da Deidroascorbato 

redutase (DHAR)  durante 15 dias de déficit hídrico no híbrido de milho BRS 1030 após a aplicação da quitosana 

e seus derivados. Médias seguidas pela mesma letra maiúscula para tratamentos com 1 dia de déficit hídrico e 

minúscula para os tratamentos com 15 dias de déficit hídrico, não diferem entre si pelo teste Skott-Knott a 5% de 

probabilidade (P≤0.05). Cada barra indica a média do tratamento ± S.E. IR, irrigado; WD, déficit hídrico; 

WD+SUC, déficit hídrico com aplicação foliar de SUC, WD+MCA, déficit hídrico com aplicação foliar de MCA, 

WD+MS, déficit hídrico com a aplicação foliar de SUC e MCA; WD+CHI, déficit hídrico com aplica foliar de 

quitosana. 
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Figura 4: Atividade da L-fenilalanina amonialiase (PAL); tirosina amonialiase (TAL) e concentração de Compostos 

Fenólicos durante 15 dias de déficit hídrico no híbrido de milho BRS 1030 após a aplicação da quitosana e seus 

derivados. Médias seguidas pela mesma letra maiúscula para tratamentos com 1 dia de déficit hídrico e minúscula 

para os tratamentos com 15 dias de déficit hídrico, não diferem entre si pelo teste Skott-Knott a 5% de probabilidade 

(P≤0.05). Cada barra indica a média do tratamento ± S.E. IR, irrigado; WD, déficit hídrico; WD+SUC, déficit 

hídrico com aplicação foliar de SUC, WD+MCA, déficit hídrico com aplicação foliar de MCA, WD+MS, déficit 

hídrico com a aplicação foliar de SUC e MCA; WD+CHI, déficit hídrico com aplica foliar de quitosana. 
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Figura 5: Concentração de Prolina e Teor de Peróxido de Hidrogênio (H2O2) durante 15 dias de déficit hídrico no 

híbrido de milho BRS 1030 após a aplicação da quitosana e seus derivados. Médias seguidas pela mesma letra 

maiúscula para tratamentos com 1 dia de déficit hídrico e minúscula para os tratamentos com 15 dias de déficit 

hídrico, não diferem entre si pelo teste Skott-Knott a 5% de probabilidade (P≤0.05). Cada barra indica a média do 

tratamento ± S.E. IR, irrigado; WD, déficit hídrico; WD+SUC, déficit hídrico com aplicação foliar de SUC, 

WD+MCA, déficit hídrico com aplicação foliar de MCA, WD+MS, déficit hídrico com a aplicação foliar de SUC 

e MCA; WD+CHI, déficit hídrico com aplica foliar de quitosana. 
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Figura 6: Concentração de açucares solúveis totais; aminoácidos totais e amido durante 15 dias de déficit hídrico 

no híbrido de milho BRS 1030 após a aplicação da quitosana e seus derivados. Médias seguidas pela mesma letra 

maiúscula para tratamentos com 1 dia de déficit hídrico e minúscula para os tratamentos com 15 dias de déficit 

hídrico, não diferem entre si pelo teste Skott-Knott a 5% de probabilidade (P≤0.05). Cada barra indica a média do 

tratamento ± S.E. IR, irrigado; WD, déficit hídrico; WD+SUC, déficit hídrico com aplicação foliar de SUC, 

WD+MCA, déficit hídrico com aplicação foliar de MCA, WD+MS, déficit hídrico com a aplicação foliar de SUC 

e MCA; WD+CHI, déficit hídrico com aplica foliar de quitosana. 
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Tabela 1. Trocas gasosas: Taxa fotossintética foliar (A) e condutância estomática (gs) durante 15 dias de déficit 

hídrico no híbrido de milho BRS 1030 após a aplicação da quitosana e seus derivados. 

TREATMENT 

Dias de estresse 

A (mmol CO2 m-2s-1) 

1 day WD 

gs (mol m-2 s-1) 

1 day WD 

A (mmol CO2 m-2s-1) 

15 days WD 

gs (mol m-2 s-1) 

15 days WD 

IR 28,7E* 0,29E 27,77c 0,32c 

WD 26,39E 0,16C 14,23a 0.19b 

WD+SUC 21,2D 0,24D 19,89b 0,46e 

WD+MCA 2,64A 0,04A 22,77b 0,41d 

WD+MS 7,02B 0,07B 22,16b 0,23b 

WD+CHI 10,81C 0,06B 16,1a 0,15ª 

* Médias seguidas pela mesma letra maiúscula para tratamentos com 1 dia de déficit hídrico e minúscula para os 

tratamentos com 15 dias de déficit hídrico, não diferem entre si pelo teste Skott-Knott a 5% de probabilidade 

(P≤0.05). IR, irrigado; WD, déficit hídrico; WD+SUC, déficit hídrico com aplicação foliar de SUC, WD+MCA, 

déficit hídrico com aplicação foliar de MCA, WD+MS, déficit hídrico com a aplicação foliar de SUC e MCA; 

WD+CHI, déficit hídrico com aplica foliar de quitosana. 

 

 

 

 

 

 

 

 


