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RESUMO 

Os fungicidas são agrotóxicos frequentemente empregados na agricultura, em 

virtude de sua ação de combate à doenças fúngicas. No entanto, a ampla 

aplicação de agrotóxicos em todo o mundo aumenta a preocupação ambiental 

e de saúde pública, já que estes compostos são tóxicos e podem representar 

riscos para os ecossistemas e a saúde humana. O presente trabalho teve como 

objetivo avaliar os efeitos fitotóxicos, citogenotóxicos e bioquímicos do 

azoxistrobina e carbendazim em Lactuca sativa L. e os efeitos fisiológicos 

destes fungicidas em Phaseolus vulgaris L. A fitotoxicidade foi avaliada por 

meio de análises de germinação e crescimento radicular, a citogenotoxicidade 

por meio de análises do ciclo celular e de alterações cromossômicas e 

nucleares de L. sativa; os efeitos bioquímicos por meio da análise da atividade 

das enzimas antioxidantes catalase (CAT), peroxidase do ascorbato (APX) e 

superóxido dismutase (SOD), e da quantificação de glutationa reduzida (GSH) 

em L. sativa; e os efeitos fisiológicos por meio da análise do teor de clorofila e 

da fluorescência da clorofila a em P. vulgaris. Foram utilizadas seis 

concentrações de cada fungicida, sendo para o azoxistrobina (0,56; 0,28; 0,14; 

0,07; 0,035 e 0,0175 g/L), e para o carbendazim (2,0; 1,0; 0,5; 0,25; 0,125 e 

0,0625 mL/L). Como controle positivo foi utilizado a trifluralina (0,84 g/L) e como 

controle negativo, água destilada. As médias foram submetidas à análise de 

variância e comparadas pelos testes de Tukey e Kruskal Wallis (p<0.05). 

Concentrações avaliadas do azoxistrobina e carbendazim reduziram o 

crescimento radicular, alteraram o índice mitótico, aumentaram a frequência de 

alterações cromossômicas em L. sativa, como aderências, perdas e pontes 

cromossômicas, e aumentaram a atividade das enzimas CAT, SOD e APX, e a 

GSH, induzindo estresse oxidativo em L. sativa. Em relação aos efeitos sobre 

a fotossíntese, observou-se que o carbendazim diminuiu o teor de clorofila de 

P. vulgaris, ambos fungicidas aumentaram a indução de fluorescência na etapa 

O-J da curva OJIP, o que evidenciou a ineficiência na capacidade de redução 

da primeira quinona do lado aceptor de elétrons do FSII (QA), sendo que o 

azoxistrobina também induziu fluorescência na etapa J-I,  que está envolvida 

com a redução dos transportadores de elétrons do inter-sistema, como a 

quinona secundária (QB), pool de plastoquinona (PQ), o citocromo b6f e a 
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plastocianina. Segundo os resultados do teste JIP, ambos fungicidas afetaram 

a absorção de energia pelos fotossistemas II de P. vulgaris. Diante dos testes 

realizados observou-se que os fungicidas azoxistrobina e carbendazim foram 

fitotóxicos e citotóxicos por diminuir o crescimento radicular e o índice mitótico, 

citogenotóxicos por aumentar a ocorrência de alterações cromossômicas, 

induziram estresse oxidativo, aumentaram a emissão de fluorescência da 

clorofila, e alteraram a absorção de energia das plantas utilizadas como 

sistema-teste. 

Palavras-chave: Citotoxicidade • estresse oxidativo • fitotoxicidade • 

fluorescência da clorofila a • genotoxicidade 
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ABSTRACT 

Fungicides are pesticides frequently used in agriculture, due to their action to 

combat fungal diseases. However, the widespread application of pesticides 

worldwide raises environmental and public health concerns, as these 

compounds are toxic and can pose risks to ecosystems and human health. The 

present work aimed to evaluate the phytotoxic, cytogenotoxic and biochemical 

effects of azoxystrobin and carbendazim in Lactuca sativa L. and the 

physiological effects of these fungicides in Phaseolus vulgaris L. Phytotoxicity 

was evaluated by means of germination and root growth analyzes, 

cytogenotoxicity by means of cell cycle analysis and chromosomal and nuclear 

changes of L. sativa; the biochemical effects by analyzing the activity of the 

antioxidant enzymes catalase (CAT), ascorbate peroxidase (APX) and 

superoxide dismutase (SOD), and the quantification of reduced glutathione 

(GSH) in L. sativa; and the physiological effects through the analysis of 

chlorophyll content and chlorophyll a fluorescence in P. vulgaris. Six 

concentrations of each fungicide were used, being for azoxystrobin (0.56; 0.28; 

0.14; 0.07; 0.035 and 0.0175 g / L), and for carbendazim (2.0; 1, 0; 0.5; 0.25; 

0.125 and 0.0625 mL / L). As a positive control, trifluralin (0.84 g / L) was used 

and as a negative control, distilled water. The averages were subjected to 

analysis of variance and compared using the Tukey and Kruskal Wallis tests (p 

<0.05). Evaluated concentrations of azoxystrobin and carbendazim reduced 

root growth, altered the mitotic index, increased the frequency of chromosomal 

changes in L. sativa, such as adhesions, losses and chromosomal bridges, and 

increased the activity of the enzymes CAT, SOD and APX, and GSH, inducing 

oxidative stress in L. sativa. Regarding the effects on photosynthesis, it was 

observed that carbendazim decreased the chlorophyll content of P. vulgaris, 

both fungicides increased the fluorescence induction in the O-J stage of the 

OJIP curve, which evidenced the inefficiency in the reduction capacity of the 

first quinone of the electron acceptor side of FSII (QA), and azoxystrobin also 

induced fluorescence in step J-I, which is involved with the reduction of electron 

transporters in the inter-system, such as secondary quinone (QB), plastoquinone 

pool (PQ) , cytochrome b6f and plastocyanin. According to the results of the JIP 

test, both fungicides affected the energy absorption by P. vulgaris photosystems 
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II. In view of the tests carried out, it was observed that the fungicides 

azoxystrobin and carbendazim were phytotoxic and cytotoxic for decreasing 

root growth and mitotic index, cytogenotoxic for increasing the occurrence of 

chromosomal alterations, induced oxidative stress, increased the chlorophyll 

fluorescence emission, and altered the energy absorption of the plants used as 

a test system. 

Keywords: cytotoxicity • oxidative stress • phytotoxicity • chlorophyll 

fluorescence a • genotoxicity 
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1. INTRODUÇÃO  

Agrotóxicos são produtos que possuem substâncias químicas ou biológicas, 

destinadas ao controle de pragas nos setores de produção, armazenamento e 

beneficiamento de produtos agrícolas (ANVISA, 2012), e sua ampla aplicação 

gera uma preocupação ambiental e de saúde pública, pois são compostos 

tóxicos para os organismos e contaminam os ecossistemas (MEREL et al., 

2018). O Brasil é o maior consumidor de agrotóxicos do mundo desde 2008 

(RIGOTTO et al. 2014), sendo que os principais agrotóxicos encontrados no 

mercado são os fungicidas (SINDIVEG, 2016). 

O carbendazim e o azoxistrobina são fungicidas que tem sido utilizados de 

maneira excessiva devido ao seu amplo espectro, e são potenciais 

contaminantes da água, solo, alimentos e organismos não-alvo, afetando a 

saúde animal e humana e gerando grande preocupação em relação aos seus 

possíveis efeitos sobre os organismos (SINGH et al., 2016; JIANG et al., 2018). 

Além disso, ambos fungicidas estão entre os 10 mais encontrados em amostras 

de alimentos disponibilizadas ao consumidor, de acordo com o Programa de 

Análise de Resíduos de Agrotóxicos em Alimentos (ANVISA, 2016). 

Os testes utilizando vegetais permitem avaliar os efeitos de poluentes 

ambientais, como fungicidas, em diferentes aspectos e níveis de organização, 

como: fisiologia, bioquímica, célula, DNA, etc, e, por meio da observação de 

alterações durante a germinação, crescimento radicular e ciclo celular, 

possibilitam identificar se o composto testado apresenta ação fitotóxica, 

citotóxica, genotóxica e/ou mutagênica (LEME; MARIN-MORALES, 2009; 

SILVEIRA, 2016). Além disso, não necessitam de aprovação em comissões 

éticas (ANDRADE-VIEIRA et al., 2014) e mostram-se tão eficientes quanto os 

ensaios realizados em modelos animais (ÇELIK et al., 2007), incluindo células 

humanas (PALMIERI et al., 2016). 

Uma vez que danos ao DNA e estresse oxidativo são as principais 

consequências observadas após a exposição das células à poluentes 

ambientais, as avaliações do estresse oxidativo complementam as análises 

toxicogenéticas (HAGHIGHI et al., 2010; ANDRADE-VIEIRA et al., 2011; 
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HONG et al., 2015; ARAGÃO, 2017; DUARTE, 2017). Assim, avalia-se a 

atividade de enzimas antioxidantes que desencadeiam cascatas de reações 

enzimáticas a fim de proteger as células do estresse oxidativo, causado por 

desiquilíbrios entre a produção e eliminação de espécies reativas de oxigênio 

(ANDRADE-VIEIRA et al., 2011).  

Além das análises toxicogenéticas e bioquímicas, análises fisiológicas 

complementam o estudo de efeitos de agroquímicos. Entre as diversas 

medidas experimentais disponíveis para o estudo do comportamento do 

sistema fotossintético de uma planta, e de suas alterações devido a aplicação 

de produtos fitossanitários, a avaliação da fluorescência da clorofila a e do teor 

de clorofila se destacam como parâmetros para a compreensão dos efeitos 

desses produtos sobre a fotossíntese (NELSON; COX, 2005; BAKER, 2008; 

ALVES et al., 2016).  

Considerando o extensivo uso de fungicidas na agricultura e os danos que 

estes compostos causam sobre os ecossistemas e aos organismos, os estudos 

dos efeitos de fungicidas são de grande importância, pois permitem entender o 

mecanismo de ação dos mesmos, sua capacidade de causar danos às células, 

ao DNA, ao metabolismo e à fisiologia (ARAGÃO, 2017). Sendo assim, a 

hipótese defendida neste estudo é de que os fungicidas azoxistrobina e 

carbendazim são capazes de provocar danos fitotóxicos, citotóxicos e 

genotóxicos, além de alterar o metabolismo antioxidante, o índice de clorofila 

total e a fluorescência da clorofila a de plantas utilizadas como sistema-teste. 
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1 Agrotóxicos 

 

Agrotóxicos, defensivos agrícolas, pesticidas, praguicidas, remédios de planta, 

veneno, são algumas das inúmeras denominações relacionadas a um grupo de 

substâncias químicas utilizadas no controle de pragas (animais e vegetais) e 

doenças de plantas. São utilizados nas florestas nativas e plantadas, nos 

ambientes hídricos, urbanos e industriais e, em larga escala, na agricultura e 

nas pastagens para a pecuária (PERES et al., 2003). A Lei Federal no 7.802, 

de 11 de julho de 1989, que trata sobre esse grupo de substâncias/agentes no 

país, em seu Artigo 2, Inciso I, considera agrotóxicos e afins: 

os produtos e os agentes de processos físicos, químicos 

ou biológicos, destinados ao uso nos setores de 

produção, no armazenamento e beneficiamento de 

produtos agrícolas, nas pastagens, na proteção de 

florestas, nativas ou implantadas, e de outros 

ecossistemas e também de ambientes urbanos, hídricos 

e industriais, cuja finalidade seja alterar a composição da 

flora ou da fauna, a fim de preservá-las da ação danosa 

de seres vivos considerados nocivos, bem como 

substâncias e produtos, empregados como desfolhantes, 

dessecantes, estimuladores e inibidores de crescimento. 

Estes produtos possuem diversas formulações e podem ser classificados, de 

acordo com o organismo alvo, em fungicidas, herbicidas, inseticidas, 

microbiocidas, acaricidas, nematicidas, raticidas, desfoliantes, molusquicidas e 

fumigantes, e ainda quanto à finalidade, ao modo de ação, à origem e à 

toxicidade (KRÜGER, 2009). Essas formulações são compostas por princípios 

ativos, que representam as substâncias responsáveis pela atividade biológica. 

Um mesmo princípio ativo pode ser comercializado sob diversas formulações e 

diferentes nomes comerciais, e alguns produtos podem conter mais de um 

princípio ativo (BRAIBANTE; ZAPPE, 2012). 
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O Brasil é o maior consumidor de agrotóxicos do mundo desde 2008, seguido 

pelos Estados Unidos (RIGOTTO et al., 2014), sendo que entre 2007 e 2013 o 

uso de agrotóxicos dobrou. As culturas de soja, milho, cana-de-açúcar e 

algodão concentram 85% do total de agrotóxicos utilizados no País. Esse 

cenário tem causado grande preocupação em relação à contaminação dos 

alimentos, poluição ambiental e redução da biodiversidade. Os impactos na 

saúde pública são amplos, atingindo trabalhadores em diversos ramos e 

atividades, moradores do entorno de fábricas e fazendas, além dos 

consumidores dos alimentos contaminados (AUGUSTO et al., 2015; ATLAS DO 

AGRONEGÓCIO, 2018). 

Os efeitos causados pela intoxicação com agrotóxicos podem ser agudas ou 

crônicas, sendo que as intoxicações agudas afetam principalmente as pessoas 

expostas em seu ambiente de trabalho e são caracterizadas por efeitos como 

irritação da pele e dos olhos, coceira, vômitos, diarreias, dificuldades 

respiratórias, convulsões e morte. Já as intoxicações crônicas podem aparecer 

muito tempo após a exposição e afetar toda a população, pois são decorrentes 

da presença de resíduos de agrotóxicos em alimentos e no ambiente, 

geralmente em doses baixas. Os efeitos associados à exposição crônica 

incluem: infertilidade, impotência, abortos, malformações, neurotoxicidade, 

desregulação hormonal, efeitos sobre o sistema imunológico e câncer (INCA, 

2015; ATLAS DO AGRONEGÓCIO, 2018). 

 

2.1.1 Regulamentação de agrotóxicos no Brasil 

 

No Brasil, o processo de regulamentação dos agrotóxicos é estabelecido pela 

Lei Federal no 7.802, de 11 de julho de 1989 – Lei dos Agrotóxicos – que 

estabelece que os mesmos somente podem ser utilizados no país se forem 

registrados em órgão federal competente, de acordo com as diretrizes e 

exigências dos órgãos responsáveis pelos setores de saúde, do meio ambiente 

e agricultura (ANVISA, 2016).  

Portanto, segundo a atual legislação, compete ao Ministério da Agricultura, 

Pecuária e Abastecimento realizar a avaliação da eficácia agronômica, ao 
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Ministério da Saúde executar a avaliação e classificação toxicológica e ao 

Ministério do Meio Ambiente, por meio do Ibama, avaliar e classificar o potencial 

de periculosidade ambiental. Os órgãos governamentais envolvidos no 

processo de registro dos agrotóxicos também tem a incumbência de 

estabelecer as restrições e recomendações de uso necessárias para uma maior 

segurança na utilização dos agrotóxicos. Os órgãos estaduais e do Distrito 

Federal, dentro de sua área de competência, devem realizar o controle e a 

fiscalização da comercialização e uso desses produtos na sua jurisdição 

(PERES et al., 2003; ANVISA, 2018). 

A classificação toxicológica dos agrotóxicos é realizada em função da 

toxicidade aguda e deve ser determinada e identificada com os respectivos 

nomes das categorias e cores nas faixas do rótulo do produtos (Tabela 1). Essa 

classificação corresponde ao resultado de testes ou estudos realizados em 

laboratórios, que estabelecem a dosagem letal (DL) do agrotóxico em 50% dos 

animais expostos na concentração testada (ANVISA, 2018). 

Tabela 1 – Classificação toxicológica dos agrotóxicos. 

Classe 

toxicológica 
Toxicidade DL50 

Faixa 

colorida 

I Produto extremamente 

tóxico 

≤ 5 mg/kg Vermelha 

II Produto altamente tóxico Entre 5 e 50 mg/kg Amarela 

III Produto moderadamente 

tóxico 

Entre 50 e 500 mg/kg Azul 

IV Produto pouco tóxico Entre 500 e 5000mg/kg Verde 

Fonte: Adaptado de Anvisa (2018). 

 

A avaliação do potencial de periculosidade ambiental é baseada no estudo das 

características intrínsecas de cada produto bem como no seu comportamento 

e destino ambiental, além dos efeitos sobre organismos não-alvo, e resulta na 

classificação destes produtos em uma das seguintes quatro classes:  Classe I 

– produto altamente perigoso ao meio ambiente; Classe II - produto muito 

perigoso ao meio ambiente; Classe III - produto perigoso ao meio ambiente; e 
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Classe IV - produto pouco perigoso ao meio ambiente (MINISTÉRIO DO MEIO 

AMBIENTE, 2019). 

O registro dos agrotóxicos nas instituições governamentais competentes 

(Ministérios da Agricultura, Meio Ambiente e Saúde) constitui-se no instrumento 

básico do processo de controle governamental sobre essas 

substâncias/produtos, visando à importação, exportação, produção, transporte, 

armazenamento, comercialização e uso. Trata-se de uma etapa obrigatória em 

vários países com a finalidade de maximizar os benefícios para o usuário e 

minimizar os riscos à saúde humana e ambiental. Além disso, a expectativa da 

sociedade é de que a aprovação do registro de um agrotóxico signifique o 

reconhecimento e a garantia de que o produto, quando utilizado da maneira 

recomendada, esteja dentro dos limites de segurança aceitos para a saúde e o 

ambiente (PERES et al., 2003). 

 

2.1.2 Resultados do Programa de Análise de Resíduos de Agrotóxicos em 

Alimentos durante o período de 2013 a 2015 

 

O Programa de Análise de Resíduos de Agrotóxicos em Alimentos (PARA) foi 

criado em 2000 e instituído em 2003, pela Agência Nacional de Vigilância 

Sanitária – ANVISA, conforme Resolução RDC nº 119, de 19 de maio de 2003. 

Tem como objetivo contribuir para a segurança alimentar, com finalidade de 

prevenir intoxicações alimentares agudas ou crônicas resultantes da ingestão 

de alimentos com resíduo de agrotóxicos. Nele, são analisadas amostras de 

alimentos coletadas pelos órgãos estaduais e municipais de vigilância sanitária 

e laboratórios estaduais de saúde pública (ANVISA, 2016). 

No relatório das análises monitoradas no período de 2013 a 2015, foram 

analisadas 12.051 amostras de 25 alimentos de origem vegetal representativos 

da dieta da população brasileira, como alface, arroz, banana, batata, cenoura, 

feijão, maçã, mamão, mandioca (farinha), milho (fubá), tomate, trigo (farinha), 

dentre outros. Do total das amostras monitoradas, 19,7% foram consideradas 

insatisfatórias, por apresentarem resíduos de produtos não autorizados, ou 

autorizados, mas em concentrações acima do permitido (ANVISA, 2016). 
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Ao todo, foram pesquisados 232 agrotóxicos diferentes. Destes, foram 

detectados resíduos de 134 agrotóxicos nas 12.051 amostras analisadas. 

Dentre os agrotóxicos detectados, o relatório mostrou um expressivo número 

de detecções do Carbendazim e do Azoxistrobina, que ficaram entre os 10 

agrotóxicos mais encontrados nas amostras alimentares. 

 

2.1.3 Fungicidas 

 

Os fungicidas são os agrotóxicos mais utilizados no Brasil, ocupando 

aproximadamente 33% do mercado. Além disso, foi a classe de agrotóxicos 

que apresentou maior aumento percentual nas importações (59,72%) em 2016, 

atingindo 94.126 toneladas. A liderança de uso e comercialização dos 

fungicidas perante outras classes de agroquímicos se deve ao fato da 

complexidade agrícola em um clima tropical que favorece a aparição de 

doenças fúngicas nas lavouras brasileiras (SINDIVEG, 2016). 

Os fungicidas podem ser classificados quanto ao modo de ação em sistêmicos 

ou de contato, sendo que os sistêmicos são aqueles que circulam por meio da 

seiva da planta por todos os tecidos vegetais, de forma a ampliar o seu tempo 

de ação, e são amplamente utilizados na agricultura, principalmente no 

tratamento pré e pós-colheita. Devido a isso, são muito detectados durante os 

programas de monitoramento para avaliar a exposição destes fungicidas nos 

alimentos (KUSSUMI, 2007). Os fungicidas de contato são aqueles que agem 

externamente no vegetal, tendo necessariamente que entrar em contato com o 

alvo biológico, podendo adentrar no interior da planta por meio de suas 

porosidades. Os fungicidas também são classificados de acordo com o grupo 

químico, em benzimidazóis, estrobilurinas, triazóis, ditiocarbamatos e 

dicarboximidas (ZAMBOLIM; JESUS, 2008). 
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2.1.4 Fungicidas Bendimidazóis: Carbendazim e seus efeitos toxicológicos 

 

Os fungicidas do grupo dos benzimidazóis possuem ação sistêmica, sendo 

introduzidos no mercado para o controle de doenças de plantas entre as 

décadas de 1960 e 1970, como tratamento foliar, em pós-colheita e sementes. 

No Brasil, os benzimidazóis são aplicados em culturas de algodão (sementes), 

citros (folhas), feijão (sementes e folhas), soja (sementes e folhas), trigo (folhas) 

e numa grande variedade de frutas e vegetais. Os principais compostos da 

família dos benzimidazóis são: benomil, carbendazim, tiabendazol e tiofanato 

metílico (GHINI; KIMATI, 2002). 

O carbendazim (Methyl benzimidazol-2-ylcarbamate) (Figura 1) constitui o 

princípio ativo mais utilizado do grupo dos fungicidas benzimidazóis (BOUDINA 

et al., 2003) contra grande variedade de doenças, como as causadas pelos 

fungos Ascomicetos spp., Basidiomicetos e Deuteromicetos spp. em culturas 

de frutas e vegetais (HUTSON; JEWESS, 1999).  

 

 

Figura 1 – Fórmula química do Carbendazim. Fonte: <http://portal.anvisa.gov.br/documents/11 

1215/117782/c24.pdf/a019eb91-b52d-49 2d-8140-ae82f54d5698>. Acesso em 04 de junho de 

2019. 

O carbendazim atua nos fungos por meio da inibição de proteínas específicas, 

chamadas de α e β tubulinas, que mediante polimerização constituem os 

microtúbulos. Assim, quando o carbendazim se liga à β tubulina livre no 

citoplasma, ele inibe a formação dos dímeros de α e β tubulinas, impedindo, 

desta forma, a formação das fibras dos microtúbulos e a movimentação dos 
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cromossomos para a divisão mitótica do fungo, levando o mesmo à morte 

(COUTINHO et al., 2006). 

O uso excessivo do carbendazim tem levantado preocupação crescente de 

poluição ambiental e saúde pública, pois ele pode contaminar o solo, animais 

aquáticos, e organismos não-alvo, afetando a saúde humana e animal (SINGH 

et al., 2016). Devido a isso, a comercialização e utilização do carbendazim já 

foram proibidos na Austrália, na maior parte da União Europeia e nos Estados 

Unidos (SINGH et al., 2016), no entanto, este fungicida é legalmente 

comercializado no Brasil e representa a 8ª substância química mais vendida no 

país (IBAMA, 2016).  

O carbendazim é classificado na categoria perigosa de produtos químicos pela 

Organização Mundial da Saúde, sendo que estão sendo relatados diversos 

estudos sobre sua toxicidade (RAMA et al., 2014; BANYIOVA et al., 2016; 

SINGH et al. 2016; MEREL et al., 2018). Além disso, como relatado 

anteriormente, o carbendazim foi o agrotóxico mais encontrado em amostras 

de alimentos disponibilizadas ao consumidor entre os anos de 2013 e 2015, de 

acordo com o relatório do PARA (ANVISA, 2016). 

 

2.1.5 Fungicidas Estrobilurinas: Azoxistrobina e seus efeitos toxicológicos 

 

O azoxistrobina (Methyl (E)-2-{2-[6-(2-cyanophenoxy)pyrimidin-4-

yloxy]phenyl}-3-methoxyacrylate) (Figura 2) é um fungicida sistêmico, utilizado 

em pulverizações preferencialmente preventivas, para o controle das doenças 

de parte aérea das culturas do algodão, arroz, aveia, banana, feijão, cevada, 

soja, trigo, etc. O azoxistrobina foi a primeira patente das estrobilurinas, e, por 

ser empregado em uma ampla gama de culturas, é utilizado em todo o mundo, 

desde o primeiro mercado em 1996 (RODRIGUES et al., 2013; SYNGENTA, 

2018).   

Como a maioria das estrobilurinas, o mecanismo de ação do azoxistrobina 

ocorre por meio da inibição da respiração mitocondrial, bloqueando a 

transferência de elétrons entre o citocromo b e o citocromo c1, no sítio de 
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oxidação do ubiquinol (Qo) do complexo III, interferindo na produção de 

adenosina trifosfato, energia vital para as células (RODRIGUES, 2009). 

 

 

Figura 2 – Fórmula química do Azoxistrobina. Fonte: http://portal.anvisa.gov.br/documents/111 

215/117782/A26%2B%2BAzoxistrobina.pdf/6b3c8202-7ef3-47be-8a04-5f60e380bbd1. Acesso 

em 04 de junho de 2019. 

O azoxistrobina é altamente solúvel em água, degrada lentamente no solo e na 

água (RODRIGUES et al., 2013), e é considerado altamente tóxico para os 

organismos aquáticos (SYNGENTA, 2018). Sua extensa aplicação tem gerado 

grande preocupação em relação à poluição ambiental e aos seus efeitos 

adversos sobre os organismos não-alvo (JIANG et al., 2018).  

Diversos trabalhos utilizando bioensaios estão sendo realizados a fim de avaliar 

a toxicidade deste fungicida (GARANZINI et al., 2015; CAO et al., 2016; JIANG 

et al., 2018). Além disso, como relatado anteriormente, o azoxistrobina foi o 9º 

agrotóxico mais encontrado em amostras de alimentos, dos 232 agrotóxicos 

pesquisados, de acordo com o relatório do PARA (ANVISA, 2016). 

 

2.2 Bioensaios vegetais 

 

Os testes com bioensaios vegetais permitem avaliar o potencial tóxico de 

poluentes ambientais, como fungicidas, em diferentes aspectos e níveis de 

organização, como: fisiologia, bioquímica, célula, DNA, etc (SILVEIRA, 2016). 

Além disso, os testes com bioensaios vegetais não necessitam de aprovação 

em comissões éticas (ANDRADE-VIEIRA et al., 2014) e mostram-se tão 

eficientes quanto os ensaios realizados em modelos animais (ÇELIK et al., 

2007; SANTIAGO, 2015), incluindo células humanas (PALMIERI et al., 2016). 
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A Lactuca sativa L. é uma eudicotiledônea que pertence à família Asteraceae, 

com número cromossômico (2n=2x=18) e tamanho variando de 2,8 a 5,5μm 

(MATOBA et al., 2007), sendo facilmente visualizados ao microscópio de luz. 

Sua aplicação destaca-se por possuir sementes pequenas, o que contribui para 

uma maior área de superfície de contato com a substância avaliada; apresentar 

alta sensibilidade aos compostos mutagênicos e genotóxicos; rápida 

germinação e crescimento; baixo custo; além de permitir a análise de 

fitotoxicidade e a determinação da frequência de células em divisão e 

aberrações no ciclo celular (CAMPOS et al., 2008; ANDRADE-VIEIRA et al., 

2014). Além disso, as agências de proteção ambiental e padronizações de 

bioensaios recomendam espécimes de L. sativa para a determinação dos 

efeitos de substâncias tóxicas (OECD, 2006; US EPA, 2012).  

A espécie L. sativa é comumente utilizada como modelo para avaliar a 

genotoxicidade de compostos químicos por meio da avaliação do ciclo celular 

e suas possíveis alterações (SOUSA et al., 2009; SILVEIRA, 2016; ARAGÃO 

et al., 2017). Trabalhos envolvendo estudos sobre resíduos industriais ou 

químicos potencialmente tóxicos, agrotóxicos, água de rios contaminados, 

relataram a sensibilidade do modelo L. sativa na detecção dos mecanismos de 

ação dos mesmos (CAMPOS et al., 2008; HAGHIGHI et al., 2010; ANDRADE-

VIEIRA et al., 2014; PALMIERI et al., 2014; SILVEIRA, 2016; ARAGÃO, 2017; 

DUARTE, 2017). 

A espécie Phaseolus vulgaris L. é uma planta cultivada utilizada em avaliações 

de efeitos fisiológicos de diferentes agrotóxicos, como fungicidas, herbicidas, 

acaricidas, inseticidas, dentre outros (COSTA, 2001; VEIGA, 2009; 

FERNANDES et al., 2011; CIESLIK, 2012; PRIOR et al., 2017). Segundo Veiga 

(2009), observa-se que há relatos de efeitos significativos de tratamentos com 

fungicidas na fisiologia fotossintética de plantas cultivadas, como P. vulgaris, 

porém, outros apontam neutralidade sobre os parâmetros avaliados.  Dessa 

maneira, o autor aponta a importância da realização de estudos de efeitos 

fisiológicos sobre a fotossíntese dos fungicidas azoxistrobina e carbendazim, 

em P. vulgaris. 
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2.2.1 Germinação e crescimento radicular 

 

Nos primeiros dias da germinação, o embrião pode ter sua fisiologia e 

morfologia alterada por fatores ambientais, substâncias tóxicas, dormência, 

hormônios inibidores, etc, o que pode influenciar no desenvolvimento e 

crescimento normal da planta. A avaliação da toxicidade em sementes de 

plantas superiores permite o estudo do efeito fitotóxico dos processos de 

germinação, e também do desenvolvimento da raiz, sendo que estes testes 

estão entre os mais utilizados para avaliar o potencial toxicológico de 

substâncias (ANDRADE-VIEIRA et al., 2014; BERNARDES, 2014; GALTER, 

2016; ARAGÃO et al., 2017; DUARTE, 2017). 

Os testes de germinação e crescimento radicular permitem avaliar a toxicidade 

tanto de resíduos orgânicos (YOUNG et al., 2012) como também de resíduos 

inorgânicos (ANDRADE et al., 2010). Inclusive, o modelo vegetal L. sativa se 

destaca nesse tipo de análise, demonstrando alta sensibilidade aos compostos 

testados, além de permitir a análise de fitotoxicidade em amostras com metais 

pesados (PEREIRA et al., 2013; MORAES et al., 2015), agrotóxicos 

(BERNARDES et al., 2015; ARAGÃO, 2017) e até mesmo produtos do 

metabolismo secundário de plantas (ARAGÃO et al., 2015). 

 

2.2.2 Citogenética 

Os estudos citogenéticos de avaliação de efeitos tóxicos são empregados para 

análise de diversos compostos a partir de estudos do ciclo celular e índice 

mitótico de células meristemáticas radiculares de bioensaios vegetais 

(GALTER, 2016; ARAGÃO, 2017; DUARTE, 2017; VERMA et al., 2018). A raiz 

é a primeira parte de um vegetal a ser exposta aos agentes químicos dispersos 

no ambiente, o que faz com que sua utilização em estudos de toxicidade seja 

relevante (ANDRADE-VIEIRA et al., 2012). A região meristemática da raiz, por 

ser composta por células em intensa divisão celular, possibilita as avaliações 

do índice mitótico e da frequência de alterações no ciclo celular quando as 

raízes são submetidas a compostos químicos (GUERRA, 1998). 
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O estudo do ciclo celular, que compreende a intérfase (G1, S e G2) e a mitose 

(prófase, metáfase, anáfase e telófase), permite o conhecimento sobre a 

estrutura e organização dos cromossomos e como eles se comportam durante 

a divisão celular. Além disso, em análises de efeitos tóxicos, o estudo do ciclo 

celular permite a detecção de anormalidades, como as alterações 

cromossômicas e nucleares que, geralmente, são consequência do efeito de 

agentes tóxicos (GRANT, 1994; SILVEIRA, 2016). 

O índice mitótico refere-se ao número total de células em divisão durante o ciclo 

celular, e qualquer alteração nesse índice, aumento ou redução, auxilia na 

determinação do grau de citotoxicidade de um agente ou composto (LEME; 

MARIN-MORALES, 2009). O aumento do índice mitótico pode estar 

relacionado à distúrbios causados no crescimento e desenvolvimento do 

organismo exposto à um contaminante, enquanto o acréscimo representa a 

origem de um possível tumor (CAMPOS et al., 2008). Alterações como estas 

são utilizadas para prospectar o potencial tóxico de diferentes compostos 

químicos (ANDRADE; CAMPOS; DAVIDE, 2008). 

Os gentes genotóxicos são aqueles que causam danos ao DNA, que podem 

ser reparados pelos mecanismos de reparo da célula, ou serem fixados levando 

ao comprometimento celular, e a um dano mutagênico, os quais podem ser 

expressos como alterações cromossômicas e nucleares observadas no ciclo 

celular. Estas alterações podem ter como consequência, dentre outras, a 

formação de células poliploides e a eliminação do material genético, resultando 

na formação de anomalias nucleares (ANDRADE-VIEIRA, 2012). 

Vários compostos químicos são mutagênicos e produzem modificações no 

material genético, como alterações no número e estrutura do cromossomo, e 

nas estruturas individuais do gene (CAMPOS et al., 2008). Segundo Leme e 

Marin-Morales (2009), vários endpoints podem ser monitorados na divisão de 

células meristemáticas, como alterações cromossômicas e formação de 

micronúcleos.  

As alterações cromossômicas são definidas como quaisquer anormalidades na 

estrutura ou no número dos cromossomos e originadas por quebras, inativação 
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de estruturas, inibição da síntese ou replicação alterada do DNA de modo 

espontâneo ou induzida por exposição a agentes químicos. Várias dessas 

alterações são altamente prejudiciais à célula, muitas vezes irreversíveis 

fazendo com que a célula entre em processo de morte celular (LEME; MARIN-

MORALES, 2009; PALMIERI et al., 2014). 

A avaliação de alterações no ciclo celular pode indicar o mecanismo de ação 

da substância testada, que pode ser clastogênico, quando a quebra do 

cromossomo resulta em danos como pontes e fragmentos cromossômicos, ou 

de efeito aneugênico, caracterizado pela segregação anormal dos 

cromossomos que resultam em danos como perdas cromossômicas, 

aderências cromossômicas, c-metáfases, multipolaridade e atraso (LEME; 

MARIN-MORALES, 2009; FREITAS et al., 2016). 

O fuso mitótico é formado pelos microtúbulos que executam funções celulares 

importantes durante o ciclo celular. Alterações na dinâmica de polimerização e 

despolimerização dos microtúbulos, bem como a não ligação destes aos 

cromossomos por problemas na região centromérica, afetam a segregação dos 

cromossomos para as células filhas e tem como consequência, a formação de 

células poliploides; a interrupção no ciclo celular em metafáse, originando as c-

metáfases; e anáfase multipolar ou segregação anormal/tardia dos 

cromossomos/cromátides em anáfase/telófase (FREITAS et al., 2016). 

Quando há interferências na polimerização e despolimerização dos 

microtúbulos, pode ocorrer a paralisação do ciclo celular em metáfase e os 

cromossomos são vistos bem condensados, com o centrômero bem definido e 

espalhados no interior da célula (ANDRADE-VIEIRA et al., 2012). Em 

laboratório, esta situação é provocada com substâncias denominadas de 

bloqueadoras de ciclo celular, como é o caso da Colchicina, que é a 

responsável pelo nome desta alteração (c-metáfase). Estes cromossomos 

extremamente condensados e separados são utilizados para estudos do 

cariótipo das espécies, pois permitem observar a morfologia de cada 

cromossomo, individualmente (GUERRA, 1988; FREITAS et al., 2016). As C-

metafases são consideradas alterações reversíveis, porém caso seus reparos não 

ocorram, pode haver a formação de células poliploides (ODEIGAH et a., 1997). 
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As células poliploides são descritas como uma consequência da ausência do 

fuso mitótico sob efeito prolongado, e, na impossibilidade de segregação dos 

cromossomos, por estes não estarem ligados ao fuso, a célula retorna para a 

intérfase permanecendo com número de cromossomos duplicado. Sendo 

assim, as células poliploides são caracterizadas pela presença de número 

cromossômico superior a 2x, no caso do presente trabalho, maior que 18 

cromossomos, pois o número diploide de cromossomos em células de L. sativa 

é 2n = 2x = 18 cromossomos (COSTA et al., 2017). 

A aderência cromossômica é resultante do efeito de substâncias tóxicas sobre 

a estrutura da cromatina que podem causar a contração e a condensação 

cromossômica ou a despolimerização do DNA e dissolução parcial de 

nucleoproteínas, e com isso contribuir para a ocorrência do emaranhamento de 

fibras de cromatina entre cromossomos não relacionados (SALAM et al., 1993; 

TÜRKOĞLU, 2012). Esta alteração é considerada um indício de alta toxicidade, 

estando intimamente relacionada à frequência expressiva de morte celular 

(ANDRADE-VIEIRA et al., 2011). Fernandes et al. (2008) classifica a aderência 

cromossômica como uma alteração aneugênica, por considerar que é um tipo 

de anormalidade que envolve a matriz proteica da cromatina e não o DNA 

propriamente dito. 

As anormalidades nucleares são caracterizadas por alterações morfológicas 

nos núcleos interfásicos, como resultado da ação do agente testado. 

Geralmente, essas alterações são observadas como núcleos lobulados, 

núcleos portadores de brotações nucleares, células polinucleares, 

micronúcleos, entre outros. Destas alterações nucleares citadas, o micronúcleo 

é utilizado como mais eficaz para analisar o efeito mutagênico promovido por 

produtos químicos. Isso se deve ao fato de o micronúcleo resultar de danos não 

reparados erroneamente nas células parentais, sendo observado com 

facilidade nas células filhas como estrutura semelhante ao núcleo principal, 

porém em tamanho reduzido (LEME; MARIN-MORALES, 2009; SILVEIRA, 

2016). 

Assim, os micronúcleos surgem do desenvolvimento de algumas alterações 

celulares, por exemplo, quebras e perdas cromossômicas. Além disso, o 
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micronúcleo ainda pode derivar de outros processos como poliploidização, nos 

quais eles se originam da eliminação do DNA excedente do núcleo principal na 

tentativa de restaurar as condições normais de ploidia (LEME; MARIN-

MORALES, 2009; SILVEIRA, 2016; SILVEIRA et al., 2017). 

A avaliação das alterações nucleares, juntamente com as alterações 

cromossômicas, constitui uma análise eficaz em toxicologia, por tornar a 

investigação das ações dos agentes testados ainda mais precisa em relação 

aos seus efeitos no DNA e nas células dos organismos expostos (LEME; 

MARIN-MORALES, 2009).  

 

2.2.3 Estresse oxidativo 

 

Uma vez que danos ao DNA e estresse oxidativo são as principais 

consequências observadas após a exposição das células à poluentes 

ambientais, as avaliações do estresse oxidativo complementam as análises 

toxicogenéticas (ANDRADE-VIEIRA et al., 2011), como demonstrado em 

diversos estudos, utilizando L. sativa como bioensaio (HAGHIGHI et al., 2010; 

ANDRADE-VIEIRA et al., 2011; HONG et al., 2015; ARAGÃO, 2017; DUARTE, 

2017). Assim, avalia-se a atividade de enzimas antioxidantes que 

desencadeiam cascatas de reações enzimáticas a fim de proteger as células 

do estresse oxidativo (ANDRADE-VIEIRA et al., 2011).  

As espécies reativas de oxigênio (EROs) são formas reduzidas de oxigênio, 

energeticamente mais reativas que o oxigênio molecular, e compreendem o 

radical superóxido (O2
-), o peróxido de hidrogênio (H2O2), o radical hidroxila 

(OH-) e oxigênio singleto (1O2). As EROs são produzidas normalmente pelo 

metabolismo celular, como subprodutos dos processos metabólicos normais, 

como a respiração e a fotossíntese, em cloroplastos, mitocôndrias e 

peroxissomos. Elas também podem ser produzidas sobre a membrana 

plasmática. As EROs atuam como sinais que ativam rotas de expressão gênica 

geneticamente programadas que conduzem a eventos regulados de morte 
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celular. Além disso, são consideradas compostos químicos tóxicos que causam 

dano oxidativo ao DNA, proteínas e lipídeos de membrana (TAIZ et al., 2017). 

O nível de estado estacionário de EROs na célula é governado pelo balanço 

entre reações de geração e reações de inativação de EROs. Nesse aspecto, o 

estresse oxidativo corresponde ao estado em que há maior produção de EROs, 

ou seja, momentos em que ocorre desequilíbrio entre a produção de EROs e a 

sua remoção através de um sistema antioxidante complexo que as plantas 

possuem. Muitos tipos de estresses bióticos e abióticos desencadeiam o 

acúmulo de EROs nas células, como radiação UV, luminosidade intensa, 

condições de seca e salinidade, bem como contaminantes como agrotóxicos e 

metais (SCANDALIOS et al., 2000; TAIZ, et al., 2017). Os eventos de estresse 

oxidativo provocam danos no DNA, RNA, lipídeos e proteínas (HALLIWELL, 

2006), além de causar mau funcionamento nos mecanismos de reparo de DNA, 

desencadeando diversos problemas às células, como divisão descontrolada e 

morte celular (SOSA et al., 2013). 

Para eliminar as EROs e evitar danos celulares, os organismos aeróbicos 

possuem mecanismos enzimáticos e não enzimáticos de defesa. Os 

mecanismos não enzimáticos, ou antioxidantes biológicos, são compostos 

orgânicos pequenos ou peptídeos que podem aceitar elétrons das EROs e 

neutralizá-los. Os antioxidantes comuns em plantas abrangem o ascorbato 

hidrossolúvel (vitamina C), o tripeptídeo glutationa reduzida (GSH na forma 

reduzida, GSSG na forma oxidada), o α-tocoferol (vitamina E) e o β-caroteno 

(vitamina A) lipossolúveis. As defesas enzimáticas incluem a ação das enzimas 

superóxido dismutase, catalase, ascorbato peroxidase, entre outras (TAIZ et 

al., 2017).  

As superóxidos dismutases (SOD) são as enzimas que atuam como a primeira 

linha de defesa contra os efeitos tóxicos dos níveis elevados das EROs (GILL; 

TUTEJA, 2010), e podem ser encontradas em cloroplastos, peroxissomos, 

mitocôndrias, citosol e apoplasto. A enzima SOD simultaneamente oxida e 

reduz o O2
– para produzir H2O2 e O2, de acordo com a reação: O2

•– + 2 H+ → 

O2 + H2O2. O O2 e o H2O2 são então eliminados pela ação de peroxidases (TAIZ, 

et al., 2017). A redução na atividade da SOD ocorre de acordo com o aumento 
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da acumulação de O2
–, sendo este radical um dos principais oxidantes 

responsáveis pela peroxidação de lipídeos e o consequente aumento na 

permeabilidade de membranas (APEL; HIRT, 2004).  

A catalase (CAT) é uma enzima tetramétrica que contêm um grupo heme, e é 

encontrada em todos os organismos aeróbicos, sendo uma das mais ativas 

enzimas catalíticas produzidas na natureza. As CATs estão presentes em 

mitocôndrias, cloroplastos, e, principalmente nos peroxissomos. Elas catalisam 

a decomposição do H2O2 em H2O e O2, nos peroxissomos, de acordo com a 

reação: 2 H2O2 → 2 H2O + O2. São as únicas enzimas que degradam o H2O2 

sem a utilização de redutores celulares e sua atividade é incrementada 

linearmente à concentração de substrato (SCANDALIOS, 2005; TAIZ et al., 

2017).  

A peroxidase do ascorbato (APX) é classificada como peroxidase classe I e 

pode ser encontrada tanto nos cloroplastos quanto no citosol. Como os 

cloroplastos, mais especificamente os centros de reação dos fotossistemas I e 

II, são os maiores centros de geração de EROs, a APX exerce um papel 

importante na eliminação do H2O2 nestes locais. Ela apresenta uma maior 

afinidade ao H2O2 em relação à CAT, mas requer um substrato, o ascorbato 

(ASADA, 2006). Sendo assim, a APX catalisa a redução do H2O2, utilizando o 

ascorbato como agente redutor na seguinte reação: 2 L-ascorbato + H2O2 + 2 

H+ → 2 monodesidroascorbato + 2 H2O (TAIZ et al., 2017). 

A glutationa reduzida (GSH) está presente em todos os organismos aeróbicos 

e possui um papel essencial na biotransformação e eliminação de compostos 

químicos e na defesa de células contra o extresse oxidativo. A GSH possui um 

agrupamento sulfidrila (SH) em sua composição, e isso permite que ela seja 

um excelente redutor de EROs (HUBER et al., 2008). As GSHs, por meio da 

ação da enzima glutationa S-transferase, podem ser conjugadas a 

xenobióticos, que geralmente são citotóxicos, produzindo-se conjugados 

solúveis em água, o que reduz sua toxicidade (KREUZ et al., 1996).  

As glutationas S-transferases também promovem a conjugação de GSH com 

produtos endógenos causadores de danos oxidativos, como radicais hidroxila 
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citotóxicos, peróxidos de lipídios de membrana e produtos de degradação 

oxidativa do DNA, visando sua desintoxicação (DUDLER et al., 1991; 

BARTLING et al., 1993). A GSH também é utilizada como agente redutor pela 

enzima glutationa peroxidase, que catalisa a destoxificação do peróxido de 

hidrogênio, conforme a reação: H2O2 + 2 GSH → GSSG + 2 H2O (TAIZ et al., 

2017). 

 

2.2.4 Índice de clorofila total e fluorescência da clorofila a 

 

Em organismos que realizam a fotossíntese, a energia luminosa é absorvida 

pelos complexos coletores de luz, comumente conhecidos como antenas, que 

formam uma complexa rede de pigmentos incorporados a proteínas 

(fotossistemas). Dentro do fotossistema II (FSII) a energia de excitação do 

complexo antena é eficientemente transferida de um centro de reação ativo 

onde tem início a fase fotoquímica da fotossíntese, levando a hidrólise da água, 

e redução de plastoquinonas (PQ-pool) (STIRBET et al., 2014).  

Como qualquer outro processo de troca de energia, a conversão de energia 

luminosa em energia química no processo fotossintético não é perfeita, nem 

todos os elétrons que estão em um nível energético elevado (molécula de 

clorofila excitada) são passados para os aceptores. Parte desses elétrons 

retornam ao estado inicial de excitação sem a produção de ATP e NADPH, e a 

energia pode ser dissipada sob a forma de calor ou emissão de um fóton de 

energia luminosa, fenômeno conhecido por fluorescência (STIRBET et al., 

2014). 

Todos os componentes da cadeia de elétrons fotossintéticos, particularmente 

os FSIIs, são muito sensíveis aos estresses bióticos e abióticos, e sofrem 

contínuas mudanças estruturais e conformacionais, para manter sua função em 

patamares ótimos em um ambiente em constante alteração (YUSUF et. al, 

2010; ZHANG et al., 2010). É reconhecido que muitos produtos fitossanitários, 

como os agrotóxicos, podem interferir na dinâmica dos fotossistemas, que 

podem se associar a grupos químicos, metais tóxicos e outras substâncias que 

afetam sua atividade e o rendimento da fotossíntese (GIARDI et al., 2001; 

FRANKART et al., 2003; GEOFFROY et al., 2004; KANUNGO; JOSHI, 2014). 
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Entre as diversas medidas experimentais disponíveis para o estudo do 

comportamento do sistema fotossintético de uma planta, e de suas alterações 

devido a aplicação de produtos fitossanitários, a avaliação da fluorescência da 

clorofila a e do índice total de clorofila se destacam como parâmetros para a 

compreensão dos efeitos desses produtos sobre a fotossíntese (NELSON; 

COX, 2005; BAKER, 2008; ALVES et al., 2016).  

Várias pesquisas demonstraram a capacidade da avaliação da fluorescência 

da clorofila a para detectar alterações na etapa fotoquímica, como por exemplo 

mutações e status nutricional (KALAJI et al., 2017a), estresse luminoso 

(KALAJI et al., 2012), influências químicas (XIANG et al, 2013), toxidade 

(KALAJI et al., 2017b) ou metal pesado (LI; ZHANG, 2015). 

O aumento típico da curva de fluorescência transiente da clorofila a mostra uma 

sequência de fases a partir de um ponto inicial (Fluorescência Inicial = F0) até 

o ponto máximo (Fluorescência Máxima = FM). Esta curva de indução de 

fluorescência de clorofila a é, portanto, polifásica e fornece informações 

consideráveis sobre a estrutura e função do aparelho fotossintético 

(SCHREIBER et al., 1994). As fases O-J-I-P são conhecidas como Passo O 

[ocorre aos 20 ms e é considerado o momento quando todos os Centros de 

Reação (CR) estão oxidados (abertos)], Passo J (ocorre em cerca de 2 ms), 

Passo I (ocorre aproximadamente ao 30 ms) e Passo P [igual a FM, é 

considerado o momento quando todos os CR estão reduzidos (fechados) e 

ocorre a aproximadamente 300 ms] (STRASSER E STRASSER, 1995). 

A fase OI da fluorescência está relacionada com a redução da primeira quinona 

do lado aceptor de elétrons do FSII (QA). A fase JI está envolvida com a 

redução dos transportadores de elétrons do inter-sistema, como a quinona 

secundaria (QB), pool de plastoquinona (PQ), o citocromo b6f e a plastocianina, 

enquanto que a fase IP reflete a redução dos receptores finais de elétrons no 

lado aceptor do FSI, ou seja, ferredoxina, outros intermediários e NADP+ 

(YUSUF et al., 2010). 

Para investigar as correlações entre as reações fotoquímicas da fotossíntese e 

a fluorescência da clorofila a foi criado um procedimento a partir do aumento 

polifásico da curva OJIP denominado Teste JIP. Este teste baseia-se na teoria 
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do fluxo de energia através das membranas dos tilacóides do cloroplasto, 

permitindo a análise quantitativa da estrutura e conformação do aparato 

fotossintético, ou seja, ele fornece equações algébricas simples que 

representam o equilíbrio entre o influxo de energia total e o fluxo de energia de 

cada um dos complexos coletores de luz examinados, fornecendo informações 

sobre a provável distribuição de energia absorvida (STIRBET; GOVINDJEE, 

2011). 

 

3. OBJETIVO GERAL 

Avaliar os efeitos toxicogenéticos, bioquímicos e fisiológicos dos fungicidas 

azoxistrobina e carbendazim, por meio de análises utilizando Lactuca sativa L. 

e Phaseolus vulgaris L. 

 

4. OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

 

a. Determinar o potencial fitotóxico e citotóxico dos fungicidas azoxistrobina e 

carbendazim por meio da avaliação da germinação, crescimento radicular e 

ciclo celular em L. sativa.  

b. Determinar o potencial citogenotóxico dos fungicidas por meio da 

identificação dos diferentes tipos de alterações cromossômicas e nucleares 

observadas em células meristemáticas de L. sativa expostas aos fungicidas. 

c. Avaliar o nível de estresse oxidativo causado às células radiculares de L. 

sativa expostas aos fungicidas. 

d. Analisar os efeitos do azoxistrobina e carbendazim no índice total de clorofila 

e na fluorescência da clorofila a de P. vulgaris. 
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5. MATERIAIS E MÉTODOS  

 

5.1 Material vegetal 

  

Para realizar as análises fitotóxicas, toxicogenéticas e bioquímicas dos 

fungicidas azoxistrobina e carbendazim, sementes de Lactuca sativa L. da 

variedade Crespa repolhuda, da marca Topseed e do lote 054916, foram 

utilizadas como sitema-teste nos bioensaios realizados. Para as análises do 

teor relativo de clorofila e da fluorescência da clorofila a, foram utilizadas 

sementes de Phaseolus vulgaris L. da variedade Pérola, da marca Di Solo, e 

do lote 2301.  

 

5.2 Soluções teste 

 

A descrição dos fungicidas carbendazim e azoxistrobina, e de seus princípios 

ativos, está na tabela 2. 
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Tabela 2 – Descrição dos fungicidas e de seus princípios ativos. 

 

Nome 

comercial/ 

Fabricante/ 

Classe 

Grupo químico Princípio ativo 
Nome  

químico 

Classificação 

toxicológica 

Classificação do 

potencial de 

periculosidade 

ambiental 

Estrutura química Referências 

Amistar WG/ 
Syngenta/ 
Fungicida 
sistêmico 

Estrobilurina Azoxistrobina 

(E)-2-{2-[6-(2-

cianofenoxi) 

pirimidin-4-

iloxi]fenil}-3-

metoxiacrilato 

de metilo 

Classe III – 

Medianamente 

tóxico 

Classe III – 

produto perigoso 

ao meio ambiente 

 

SYNGENTA, 

2018 

Carbendazim
/Nortox/ 

Fungicida 
sistêmico 

Benzimidazol Carbendazim 

metil 1H 

benzimidazol-

2-ilcarbamato 

Classe II – 

Altamente tóxico  

Classe III – 

produto perigoso 

ao meio ambiente 
 

 

NORTOX, 

2018 
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Foram realizadas seis concentrações de cada fungicida, com base na concentração 

recomendada pelo fabricante, duas concentrações acima e três concentrações 

abaixo do recomendado (BERNARDES et al., 2015; ARAGÃO, 2017) (Tabela 3).  

 

Tabela 3 – Concentrações dos fungicidas utilizados. 

Concentração 
utilizada 

Relação com a 
concentração 

recomendada pelo 
fabricante 

Azoxistrobina 
(g/L) 

Carbendazim 
(mL/L) 

C1 4 x 0,56 2,0 

C2 2 x 0,28 1,0 

C3 1 x 0,14 0,5 

C4 ½ x 0,07 0,25 

C5 ¼ x 0,035 0,125 

C6 1/8 x 0,0175 0,0625 

 

As soluções foram preparadas diluindo os fungicidas em água destilada, em um 

volume final de 100 ml. Água destilada foi utilizada como controle negativo, e 

trifluralina (0,84 g/L) como controle positivo nas análises de germinação, 

crescimento radicular e citogenética. A trifluralina é um herbicida que pertence ao 

grupo químico Dinitroanilinas, utilizada como controle positivo, pois os seus 

mecanismos de ação são conhecidos (FERNANDES et al., 2007).  

 

5.3 Análise da germinação e do crescimento radicular  

 

Foram germinadas 30 sementes de L. sativa em placas de Petri forradas com papel 

filtro contendo as soluções teste conforme o item 5.2. O experimento foi mantido à 

temperatura de 24ºC, em delineamento inteiramente casualizado, com 5 repetições 

por tratamento. 

Após 48 horas de exposição (aproximadamente 6 ciclos celulares de L. sativa), as 

sementes germinadas foram contabilizadas e as radículas foram mensuradas com 

auxílio de paquímetro digital, fixadas em Carnoy 3:1 (etanol: ácido acético), e 

armazenadas a - 18º C para a realização dos ensaios citogenéticos. 
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5.4 Análise citogenética 

 

Para a preparação das lâminas, as raízes previamente fixadas em solução Carnoy 

passaram pelo processo de coloração conforme método tradicional de Feulgen 

(MELLO; VIDAL, 1978), com hidrólise em HCl 1M (60ºC) por 9 minutos, seguida de 

imersão em reativo de Schiff por 2 horas, na ausência de luz. Após a coloração, os 

meristemas radiculares foram dissociados, cobertos com lamínulas e esmagados 

em ácido-acético 45%, sendo que as lâminas foram imersas em nitrogênio líquido 

para a retirada da lamínula e finalizadas com verniz. 

Foram avaliadas 5 lâminas por tratamento, e 1000 células por lâmina, totalizando 

5000 células meristemáticas por tratamento, sendo observadas e quantificadas as 

diferentes fases da divisão mitótica, alterações cromossômicas e nucleares. O 

índice mitótico foi obtido dividindo o número de células em divisão (prófase, 

metáfase, anáfase e telófase) pelo total de células avaliadas em cada tratamento. 

As frequências das alterações cromossômicas totais foram obtidas dividindo o 

número de alteração cromossômica pelo número total de células em divisão. Já as 

frequências das alterações nucleares foram obtidas dividindo o número de 

alterações nucleares pelo número total de células avaliadas (ANDRADE-VIEIRA et 

al., 2014). 

Foram contabilizadas as porcentagens das alterações cromossômicas e nucleares 

de maneira isolada, sendo as alterações cromossômicas: perdas cromossômicas, 

quebras cromossômicas, aderências cromossômicas, c-metáfases, c-metáfases 

poliploides e pontes cromossômicas; e as alterações nucleares: micronúcleo, 

microcito, núcleo lobulado, célula binucleada e célula multinucleada. 

 

5.5 Análise do estresse oxidativo 

 

A análise do estresse oxidativo foi realizada por meio da quantificação indireta de 

proteínas totais, enzimas catalase (CAT), superóxido dismutase (SOD) e 

peroxidase do ascorbato (APX), e por meio da quantificação do nível de glutationa 

reduzida (GSH). As enzimas CAT, SOD e APX participam de rotas biossintéticas 

antioxidantes que regulam os níveis de EROs nas células, onde a SOD converte 
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radicais superóxido em H2O2, que é decomposto em H2O e O2 pela CAT, ou em 

H2O pela APX. A GSH possui um papel essencial na biotransformação e eliminação 

de compostos químicos e na defesa de células contra o extresse oxidativo (TAIZ et 

al., 2017). 

O material vegetal para realização das análises foi obtido por meio da germinação 

de setenta sementes de L. sativa em placas de Petri contendo papel filtro e os 

tratamentos conforme o item 5.2, com 5 repetições por tratamento. Após 48 horas 

de exposição, as sementes foram removidas com o intuito de analisar as enzimas 

provenientes apenas da parte radicular, além de facilitar a homogeneização do 

material. Em seguida, as raízes foram pesadas e acondicionadas em ultra freezer 

à – 80ºC.  

 

5.5.1 Obtenção do extrato 

 

As amostras foram diluídas 10x (9x peso mg das raízes para 1x volume μl de 

tampão fosfato pH 7,8) e homogeneizadas utilizando homogeneizador ultrassônico, 

com amplitude de 20%, durante 4 minutos. O extrato obtido foi centrifugado a 10000 

rpm durante 10 minutos a 4ºC, sendo o sobrenadante realocado em microtubos e 

armazenado em ultrafreezer (-80ºC).  

 

5.5.2 Concentração de proteína 

 

A concentração de proteína das amostras foi determinada pelo método de Bradford 

(1976), adaptado para microplaca, onde 10 μl do extrato foi adicionado em 250 μl 

de Coomassie Brilliant Blue G-250 (Reativo de Bradford), em triplicata. Em seguida, 

foi realizada a leitura da absorbância a 595 nm, utilizando-se, como padrão, a curva 

de albumina de soro bovina (0; 0,062; 0,125; 0,250; 0,500; 1,0 mg).  
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5.5.3 Atividade da enzima catalase  

 

A atividade da CAT foi determinada pelo método descrito por Beutler (1975), no 

qual a velocidade de consumo do H2O2 é mensurada pelo decaimento da 

absorbância a 240 nm, no primeiro minuto da reação. Para a leitura da atividade 

em microplaca, foram adicionados 15 μl de extrato obtido conforme item 5.5.1, ao 

meio de reação 100 mM (H2O2, água destilada e tampão de reação (Tris-Base 1M 

e EDTA 5mM)). Para o branco, utilizou-se 15 μl de tampão de homogeneização 

(tampão fosfato pH 7,8). A leitura foi realizada durante 2 minutos, com intervalos de 

15 segundos, em leitora de microplaca SpectraMax M5. A atividade específica foi 

expressa em nmol mg -1 de proteína min -1. 

 

5.5.4  Atividade da enzima superóxido dismutase  

 

A atividade da SOD foi realizada por espectrofotometria com base no protocolo 

descrito por McCord e Fridovich (1969), no qual o radical superóxido é gerado por 

meio do sistema xantina/xantina oxidase e a redução do citocromo c é monitorada 

a 550 nm.  Para a leitura da atividade em microplaca foram adicionados 5 μl de 

extrato, obtido conforme item 5.5.1, 285 μl de meio de reação (tampão de reação 

fosfato de potássio 0,2 M; EDTA 1 mM; cianeto de potássio (KCN) 200 μM; 

citocromo c 100 μM; xantina 500 μM) e 10 μl de solução de xantina oxidase, em 

cada poço. Para o branco, utilizou-se as mesmas alíquotas de xantina oxidase e 

meio de reação, e 5 μl de tampão fosfato pH 7,8.  

A leitura foi realizada durante 1 minuto com intervalos de 20 segundos, em leitora 

de microplaca SpectraMax M5. A atividade enzimática foi expressa por unidade de 

SOD, onde uma unidade de SOD corresponde à quantidade de enzima necessária 

para inibir 50% da redução do citocromo c - por minuto - por mg de proteína a 25ºC 

e pH 7,8. 
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5.5.5  Atividade da enzima peroxidase do ascorbato 

 

A atividade da APX foi determinada de acordo com o método de Nakano e Asada 

(1981), modificado por Koshiba (1993). No qual, o decréscimo da absorbância a 

290 nm, à 25ºC, é medido durante o primeiro minuto da reação, sendo a atividade 

da APX determinada com base na inclinação da reta nos primeiros segundos, após 

o início da reação. Para a leitura da atividade, 10 μl de extrato preparado conforme 

o item 5.5.1, foram adicionados a tampão fosfato de sódio 50 mM, EDTA 0,1 mM, 

ácido ascórbico 0,5 mM e H2O2 0,1 mM. Para o branco, foi utilizado 10 μl de tampão 

fosfato pH 7,8. A leitura foi realizada em leitora de microplaca SpectraMax M5 e o 

resultado expresso em μmol de ácido ascórbico min-1 mg-1 de proteína. 

 

5.5.6 Quantificação da glutationa reduzida 

 

A quantificação do nível de glutationa reduzida (GSH) seguiu o protocolo descrito 

por White et al. (2003). A determinação da concentração de GSH foi realizada por 

meio da separação dos dipeptídeos por meio de centrifugação e posterior reação 

dos complexos dipeptídicos com o naftalenedicarboxialdeido (NDA), o qual gera um 

complexo fluorescente que é medido a 528 nm, após excitação a 472 nm.  

Para realizar a análise foi necessário construir uma curva padrão com diferentes 

diluições de GSH (40, 20, 10, 5, 2,5, 1,25, 0,62 nM). Para a leitura da atividade, 

inicialmente foram adicionados 20 μl do extrato, obtido conforme item 5.5.1, a ácido 

sulfosalicílico 200mM, em microplaca de fundo cônico, que foi incubada por 20 

minutos. Após esse período, a microplaca foi centrifugada a 4000 rpm, por 7 

minutos, a 4ºC. Em seguida, 20 μl do sobrenadante foram transferidos para 

microplaca branca, e adicionou-se 180 μl de solução fluorescente (TrisBase 50 mM, 

NaOH 500 mM e NDA 10 mM). Para o branco utilizou-se 20 μl de tampão de 

homogeneização fosfato pH 7,8. A microplaca foi incubada por 30 minutos e 

posteriormente a leitura foi realizada em leitora de microplaca SpectraMax M5. A 

concentração de GSH foi expressa em μM por mg de proteína. 

 

 

 



43 
 

5.6 Análise do índice de clorofila total e da fluorescência da clorofila a 

 

Sementes de P. Vulgaris foram plantadas em vasos com capacidade de 3L, com 

substrato constituído de latossolo vermelho, areia e terra vegetal (na proporção de 

1:1:1), na área experimental da Universidade Federal do Espírito Santo, campus 

Goiabeiras, situado no município de Vitória-ES (Lat. 20°16'S, Lon. 40°18'W).  

A disponibilidade de umidade foi obtida por meio de irrigação manual uma vez ao 

dia (entre 7:00min e 8:00min da manhã) e o desbaste foi efetuado na segunda 

semana do experimento, permanecendo apenas 2 plantas de P. vulgaris por vaso.  

O experimento foi conduzido em delineamento inteiramente casualizado, com 5 

repetições para cada tratamento. Os tratamentos consistiram na aplicação das 

concentrações C2, C3 e C4 dos fungicidas, conforme o item 5.2, por meio de 

pulverizador manual, após 30 dias da semeadura, e no controle negativo (ausência 

de pulverização). 

Os dados de emissão da fluorescência da clorofila a foram determinados entre 

07h00min – 09h00min da manhã, em duas folhas jovens totalmente expandidas, 

48 horas após a aplicação dos fungicidas azoxistrobina e carbendazim. A medição 

foi feita após pré-adaptação da região a ser medida ao escuro, por 40 min, período 

suficiente para a oxidação completa do sistema fotossintético de transporte de 

elétrons, utilizando um fluorômetro portátil (Handy PEA-Plant Efficiency Analizer, 

Hanstech, King’s Lynn, Norkfol, UK). Logo após, as folhas foram submetidas a um 

flash de luz saturante (3000 µmol mˉ² s-1). Os resultados da cinética da fluorescência 

transiente foram, posteriormente, tabulados em uma planilha eletrônica com o 

software PEA Plus v1.10. 

Para normalizar as curvas OJIP foram usados os passos O (F1=F0 = 20 µs) e P 

(fluorescência máxima expressa por cada acesso, FM = ~ 300ms), possibilitando 

uma base de comparação entre as diferentes curvas. Estas curvas foram expressas 

como a fluorescência variável relativa da clorofila [Vt = (FT-F0)/(FM-F0)].  

Ao calcular a diferença cinética entre as curvas normalizadas da fluorescência 

variável relativa da clorofila a [ΔVt = Vt(tratamento) – Vt(controle)], evidenciou-se curvas 
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acima (positivas) e abaixo (negativas) da média geral. As curvas positivas indicam 

que houve perda (emissão) de energia sob a forma de fluorescência. 

Os dados da fluorescência transiente foram detalhados, usando-se o Teste JIP 

(STRASSER; STRASSER, 1995), com o software PEA Plus v1.10, obtendo-se o 

índice de desempenho fotoquímico total (PItotal). Este índice foi calculado a partir da 

densidade do centro de reação (RC/ABS), da eficiência de captura dos fótons, 

φP0/(1- φP0), da eficiência de transporte de elétrons do FSII, ψE0 / (1- ψE0), e da 

eficiência do fluxo de transporte de elétrons até os aceptores finais do FSI, δR0/(1- 

δR0) com a equação: PItotal = (RC/ABS).[φP0/(1- φP0)].[ψE0 / (1- ψE0)]. [δR0/(1- δR0)] 

(STRASSER et al., 2010). Além disso, foi calculado o fluxo de energia absorvida 

por centro de reação ativo ou tamanho aparente da antena de um centro de reação 

ativo do FSII: ABS/RC = (dV/dt0/VJ) x (1/φP0) (YUSUF et al.; 2010; CHEN et al., 

2016). 

O Índice de clorofila total foi estimado com o uso de um clorofilômetro portátil 

(SPAD-502, Konica Minolta Optics, Inc.) e expresso como índice SPAD, segundo 

(CASSOL et al., 2008). As medições foram realizadas nas mesmas folhas utilizadas 

na análise da fluorescência da clorofila a. A cada cinco medições por folha uma 

média foi gerada, obtendo-se duas médias por planta. 

 

5.7 Análise estatística 

 

Os dados da análise estatística dos testes realizados foram expressos em média ± 

desvio padrão; e submetidos a análises de variância ANOVA e à comparação entre 

os tratamentos pelo teste de Tukey (P > 0,05) para os dados que seguiram uma 

distribuição normal. Para os dados que não seguiram a distribuição normal, foi 

utilizado o teste de Kruskal Wallis (P > 0,05). 
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6. RESULTADOS  

 

6.1 Germinação e crescimento radicular 

 

Os resultados da germinação e crescimento radicular das sementes de L. sativa 

expostas ao azoxistrobina e carbendazim são apresentados na figura 3. Apesar de 

não ter sido observado declínio na taxa de germinação das sementes expostas aos 

fungicidas, as raízes de L. sativa apresentaram diminuição no crescimento radicular 

nas concentrações C1, C2, C3 e C4 do azoxistrobina, e C1 e C2 do carbendazim 

(Figura 3). 

 

Figura 3 – Germinação (A) e Crescimento radicular (B) de L. sativa exposta à diferentes 
concentrações do azoxistrobina e carbendazim. CN: controle negativo. CP: controle positivo. Médias 
seguidas pela mesma letra não diferem significativamente entre si a 5% de probabilidade pelo teste 
de Kruskal Wallis. 
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6.2 Análise citogenética 

 

O índice mitótico das concentrações C1 e C2 do azoxistrobina, e C1, C2 e C3 do 

carbendazim apresentaram diminuição significativa em relação ao CN. Em relação 

às fases de divisão, foi possível observar a ocorrência de um aumento no número 

de prófases na C2, e diminuição de anáfases na C3, nas células tratadas com o 

azoxistrobina (Tabela 4). 

Com relação às alterações cromossômicas do ciclo celular (Tabela 5), observou-se 

que, a concentração C1 do azoxistrobina apresentou índice elevado de alterações 

cromossômicas (15,95%) e pontes cromossômicas (3,41%) (Figura 4B), enquanto 

as concentrações C2 (10,32%), C3 (9,69%) e C5 (9,71%) apresentaram aumento 

de aderências cromossômicas (Figura 4D).  

Em relação ao carbendazim, observou-se que a concentração C1 apresentou 

aumento das alterações cromossômicas (24,30%), sendo perdas cromossômicas 

(6,5%) (Figura 4A), aderências cromossômicas (8,86%) e pontes cromossômicas 

(2,35%), enquanto as concentrações C2 (11,10%) e C3 (7,82%) apresentaram 

aumento de aderências cromossômicas, em relação ao CN (Tabela 5).  

As alterações cromossômicas mais frequentes foram observadas durante a 

metáfase, destacando-se a ocorrência de aderências cromossômicas e perdas 

cromossômicas; e durante a anáfase, destacando-se as pontes cromossômicas e 

perdas cromossômicas (Tabela 5). As alterações nucleares encontradas no 

controle positivo não foram observadas nas concentrações dos fungicidas 

pesquisados (Tabela 6). 

 

. 
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Tabela 4 - Parâmetros de índice mitótico e divisão celular normal de células meristemáticas radiculares de Lactuca sativa L. expostas 
às concentrações dos fungicidas azoxistrobina e carbendazim. 

 Tratamentos Índice Mitótico (%) Prófase (%) Metáfase (%) Anáfase (%) Telófase (%) 

 CN 9,22 ± 0,51 cd 47,81 ± 0,76 ab 24,89 ± 1,52 ab 18,03 ± 1,66 c 11,78 ± 1,06 b 

 
CP 11,76 ± 0,15 d 10,88 ± 1,03 a 85,37 ± 1,24 b 3,04 ± 0,53 a 1,09 ± 0,97 a 

Azoxistrobina C1 4,76 ± 0,17 a 60,96 ± 1,41 bc 20,60 ± 1,28 a 13,02 ± 1,62 abc 3,56 ± 1,49 ab 

 C2 5,04 ± 0,18 ab 61,14 ± 1,14 c 21,78 ± 1,04 a 11,53 ± 1,70 abc 3,84 ± 1,27 ab 

 C3 5,16 ± 0,11 abc 57,77 ± 1,90 bc 24,80 ± 2,03 ab 10,81 ± 1,74 ab 4,66 ± 1,56 ab 

 C4 5,42 ± 0,97 abcd 56,83 ± 0,87 abc 25,12 ± 1,36 ab 14,01 ± 2,01 bc 3,01 ± 1,50 ab 

 C5 5,56 ± 0,27 abcd 54,78 ± 1,16 abc 27,33 ± 2,00 ab 11,82 ± 1,38 abc 4,66 ± 1,29 ab 

 C6 6,6 ± 0,16 bcd 54,53 ± 1,54 abc 27,28 ± 1,52 ab 13,95 ± 0,86 abc 3,84 ± 0,80 ab 

 

CN 9,90 ± 0,61 cd 50,06 ± 0,76 ab 23,51 ± 0,92 a 19,78 ± 1,66 b 9,04 ± 1,06 b 

 CP 12,12 ± 0,15 d 9,40 ± 1,03 a 87,46 ± 1,24 b 2,64 ± 0,53 a 0,82 ± 0,97 a 

 C1 6,24 ± 0,11 a 49,34 ± 1,63 b 30,15 ± 0,19 a 15,68 ± 1,84 ab 4,11 ± 0,97 ab 

Carbendazim C2 6,42 ± 0,13 ab 49,80 ± 1,09 ab 29,30 ± 1,06 ab 15,91 ± 1,92 ab 4,38 ± 1,60 ab 

 C3 6,56 ± 0,21 ab 50,02 ± 1,42 b 28,35 ± 0,77 ab 16,17 ± 1,76 ab 4,93 ± 1,56 ab 

 C4 6,96 ± 1,21 abc 48,53 ± 1,73 ab 27,59 ± 1,04 ab 16,40 ± 1,08 ab 7,12 ± 1,15 b 

 C5 7,44 ± 0,56 abcd 50,93 ± 0,52 ab 25,43 ± 1,17 ab 16,62 ± 1,63 b 7,14 ± 1,55 b 

 C6 8,58 ± 0,66 bcd 47,39 ± 1,58 ab 24,84 ± 1,29 ab 18,55 ± 0,97 b 10,96 ± 0,74 ab 

As médias seguidas pelas mesmas letras representam semelhança significativa, de acordo com o teste de Kruskal Wallis (P>0,05). CN: Controle negativo. CP: 
controle positivo.
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Tabela 5 - Alterações cromossômicas observadas nas células meristemáticas radiculares de Lactuca sativa L. expostas às 

concentrações dos fungicidas azoxistrobina e carbendazim. 

As médias seguidas pelas mesmas letras representam semelhança significativa, de acordo com o teste de Kruskal Wallis (P>0,05). Média das alterações 
visualizadas a cada 1.000 células contabilizadas. Onde: AC (%): porcentagem de alterações cromossômicas por divisão. CP: Controle positivo; CN: Controle 
negativo. 

 

Tratamentos 
AC  

(%) 

Perda  

(%) 

Quebra 

(%) 

Aderência 

(%) 

C-Metáfase  

(%) 

C-Metáfase 

Poliploide 

(%) 

Ponte  

(%) 

A
z
o
x
is

tr
o
b

in
a

 

CN 0,42 ± 0,58 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0,20 ± 0,45 a 0 ± 0 a 0,22 ± 0,49 a 

CP 71,90 ± 1,86 c 4,44 ± 0,86 b 0,36 ± 0,00 a 8,09 ± 0,88 ab 45,17 ±0,76 b 12,62 ± 0,41 b 0,69 ± 0,43 ab 

C1 15, 95 ± 0,72 bc 3,36 ± 1,80 ab 0 ± 0 a 8,39 ± 1,51 ab 2,10 ± 2,13 ab 0 ± 0 a 3,41 ± 2,00 b 

C2 15,11 ± 1,62 abc 1,18 ± 1,08 ab 0,42 ± 0,93 a 10,32 ± 2,07 b 1,17 ± 1,75 ab 0 ± 0 a 1,63 ± 1,71 ab 

C3 14,22 ± 1,01 abc 1,95 ± 1,96 ab 0 ± 0 a 9,69 ± 1,08 b 3,23 ± 1,28 ab 0 ± 0 a 1,52 ± 1,46 ab 

C4 14,80 ± 0,93 abc 1,87 ± 1,87 ab 0,38 ± 0,86 a 8,53 ± 1,20 ab 1,46 ± 0,82 ab 0 ± 0 a 0,36 ± 0,81 a 

C5 14,42 ± 1,53 abc 0,75 ± 1,49 ab 0 ± 0 a 9,71 ± 1,47 b 0,75 ± 1,03 a 0 ± 0 a 1,06 ± 0,97 ab 

C6 7,98 ± 1,89 ab 1,67 ± 1,38 ab 0,28 ± 0,62 a 2,74 ± 1,34 ab 0,82 ± 0,75 a 0 ± 0 a 1,35 ± 0,79 ab 

C
a
rb

e
n

d
a
z
im

 

CN 0,40 ± 0,55 a 0,20 ± 0,45 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0,20 ± 0,44 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

CP 70,35 ± 1,01 c 4,96 ± 0,44 bc 0,17 ± 0,37 a 8,25 ± 1,64 ab 67,52 ± 1,35 b 12,71 ± 1,05 b 0,50 ± 0,45 ab 

C1 24,30 ± 1,13 bc 6,50 ± 1,46 c 0,42 ± 0,93 a 8,86 ± 1,84 b 2,15 ± 1,36 ab 1,00 ± 1,50 ab 2,35 ± 1,43 b 

C2 18,37 ± 1,30 abc 2,77 ± 2,00 abc 0,29 ± 0,65 a 11,10 ± 1,66 b 0,63 ± 0,86 ab 0,60 ± 0,82 ab 1,48 ± 1,75 ab 

C3 17,04 ± 0,89 abc 5,26 ± 1,13 abc 0,27 ± 0,60 a 7,82 ± 2,01 b 0,78 ± 1,17 ab 0,78 ± 0,71 ab 0,55 ± 0,75 ab 

C4 11,68 ± 0,62 abc 2,33 ± 1,12 abc 0 ± 0 a 5,48 ± 0,85 ab 0,51 ± 1,15 a 0 ± 0 a 0,52 ± 1,15 a 

C5 10,65 ± 1,70 abc 0,81 ± 1,35 abc 0 ± 0 a 6,09 ± 1,91 ab 1,51 ± 0,54 ab 0 ± 0 a 0,51 ± 0,70 ab 

C6 6,81 ± 1,19 ab 0,25 ± 0,57 ab 0 ± 0 a 5,18 ± 0,65 ab 1,20 ± 0,33 a 0 ± 0 a 0,46 ± 0,63 ab 
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Tabela 6 - Alterações nucleares observadas nas células meristemáticas radiculares de Lactuca sativa L. expostas às concentrações 
dos fungicidas azoxistrobina e carbendazim.  

As médias seguidas pelas mesmas letras representam semelhança significativa, de acordo com o teste de Kruskal Wallis (P>0,05). Média das alterações visualizadas a cada 
1.000 células contabilizadas. Onde: AN (%): porcentagem de alterações nucleares por total de células. CP: Controle positivo; CN: Controle negativo.

 

Tratamentos 
AN 

(%) 

Micronúcleo 

(%) 

Microcito 

(%) 

Núcleo Lobulado 

(%) 

Célula Binucleada  

(%) 

Célula 

Multinucleada 

(%) 

A
z
o
x
is

tr
o
b

in
a

 

CN 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a   0 ± 0 a 0 ± 0 a 

CP 11,16± 1,12 b 1,42 ± 0,09 b 1,20 ± 1,30 b 1,20 ± 0,83 b 1,92 ± 0,20 b 7,58 ± 0,35 b 

C1 0,18 ± 0,25 a 0,18 ± 0,25 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C2 0,08 ± 0,11 a 0,08 ± 0,11 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C3 0,05 ± 0,04 a 0,05 ± 0,04 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C4 0,06 ± 0,05 a 0,06 ± 0,05 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C5 0,06 ± 0,09 a 0,06 ± 0,09 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C6 0,04 ± 0,05 a 0,04 ± 0,05 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C
a
rb

e
n

d
a
z
im

 

CN 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

CP 11,62 ± 0,73 b 1,40 ± 0,33 b 1,60 ± 1,51 b 1,5 ± 0,57 b 2,01 ± 0,08 b 8,04 ± 0,29 b 

C1 0,14 ± 0,15 ab 0,14 ± 0,15 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C2 0,06 ± 0,13 a 0,06 ± 0,13 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C3 0,10 ± 0,10 ab 0,10 ± 0,10 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C4 0,20 ± 0,10 ab 0,20 ± 0,10 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C5 0 ± 0 ab 0 ± 0 ab 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 

C6 0,04 ± 0,05 a 0,04 ± 0,05 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 0 ± 0 a 
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Figura 4 - Células meristemáticas representativas das raízes de L. sativa tratadas com as diferentes 
concentrações do azoxistrobina e carbendazim. (A) perda cromossômica, (B) ponte cromossômica, 
(C) C-metáfase, (D) aderência cromossômica. Barra = 10µm.  

 

6.3 Análise do estresse oxidativo 

 

A avaliação das atividades das enzimas CAT, SOD, APX, e do nível de GSH, nas 

raízes de L. sativa, permitiu constatar atividades significativas destes marcadores 

bioquímicos nas amostragens realizadas com o azoxistrobina e carbendazim 

(Figura 5). 

Em relação à enzima CAT, as concentrações C1, C2, C3 e C4 do azoxistrobina e 

C1, C2 e C3 do carbendazim apresentaram aumento significativo da atividade 

(Figura 5A). Já para a APX, apenas a C1 do azoxistrobina e C1 e C2 do 

carbendazim apresentaram aumento significativo da atividade da enzima (Figura 

5B). A SOD apresentou aumento em C1, C2 e C3 para ambos fungicidas (Figura 

5C), e o nível de GSH apresentou aumento significativo em C1, C2, C3, C4 e C5 

do azoxistrobina e em todas as concentrações testadas do carbendazim (Figura 

5D). 
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Figura 5 - Análise do estresse oxidativo de L. sativa exposta a diferentes concentrações dos fungicidas azoxistrobina e carbendazim. Onde: A: Catalase; B: 

Peroxidase do ascorbato; C: Superóxido dismutase; D: Glutationa reduzida. Médias seguidas pela mesma letra não diferem entre si a 5% de probabilidade de 

acordo com o teste de Tukey. CN: controle negativo. 
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6.4  Análise do índice de clorofila total e da fluorescência da clorofila a 

 

A análise do índice de clorofila total realizada em P. vulgaris demonstrou que as 

concentrações do carbendazim diminuíram o teor relativo de clorofila, já as 

concentrações do azoxistrobina não apresentaram diferenças significativas do CN 

(Figura 6). 

 

 

Figura 6 – Índice de clorofila total (Unid. SPAD) de folhas jovens totalmente expandidas de P. 

vulgaris exposta a diferentes concentrações dos fungicidas azoxistrobina e carbendazim. Médias 

seguidas pela mesma letra não diferem entre si a 5% de probabilidade de acordo com o teste de 

Tukey. CN: controle negativo. 
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A Figura 7 representa uma curva O-J-I-P da cinética de emissão da fluorescência 

da clorofila a para todos os tratamentos, o que demonstra que todos estavam 

fotossinteticamente ativos. Foi possível visualizar e caracterizar as fases que 

correspondem aos processos fotoquímicos de captura da energia de excitação e o 

fluxo de elétrons no aparato fotossintético das plantas de P. vulgaris submetidas 

aos tratamentos com azoxistrobina (Figura 7A) e carbendazim (Figura 7C). 

Observou-se que o azoxistrobina influenciou a etapa fotoquímica nos passos O-J e 

J-I, e o carbendazim apenas no passo O-J.  

As diferenças entre as curvas normalizadas puderam ser analisadas por meio das 

diferenças cinéticas observadas com os tratamentos do azoxistrobina (Figura 7B) 

e carbendazim (Figura 7D). Assim, observou-se aumento da indução de 

fluorescência na etapa O-J para ambos fungicidas, o que evidencia a ineficiência 

na capacidade de redução da primeira quinona do lado aceptor de elétrons do FSII 

(QA), sendo que e o azoxistrobina também aumentou a indução de fluorescência 

na etapa J-I, que está envolvida com a redução dos transportadores de elétrons do 

inter-sistema, como a quinona secundária (QB), pool de plastoquinona (PQ), o 

citocromo b6f e a plastocianina. 

. 
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Figura 7 – Curvas de indução de fluorescência variável relativa da clorofila a [(Vt = (Ft-F0)/(FM-F0)] (A e C) e diferença cinética normalizadas (ΔVt= Vt(tratamento) 

– Vt(controle negativo)) (B e D) de folhas de P. vulgaris tratadas com azoxistrobina (A e B) e carbendazim (C e D). O tempo está representado em escala 

logarítmica (ms).
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Os parâmetros do Teste-JIP que transcrevem as intensidades de fluorescência da 

clorofila são representados na figura 8, sendo os dados normalizados em relação 

aos respectivos controles. Cada desvio do comportamento-padrão demonstra um 

impacto fracionário das concentrações dos fungicidas testados em P. vulgaris. 

Os parâmetros avaliados demonstraram comportamentos semelhantes em ambos 

fungicidas, sendo que a eficiência que um éxciton capturado no centro de reação 

pode mover um elétron na cadeia de transporte de elétrons após QA (ΨE0 = 

ET0/TR0), o rendimento quântico primário da fotoquímica no tempo zero (φP0 = 

TR0/ABS = FV/FM), a densidade do centro de reação (RC/ABS), e a eficiência do 

fluxo de transporte de elétrons até os aceptores finais do FSI (δR0 = RE0/ET0)  

tiveram aumento de seus valores em relação ao controle. Já o parâmetro 

relacionado com o fluxo de absorção por RC (ABS/RC) diminuiu, o qual também 

diz respeito ao tamanho aparente do sistema antena. 

Para o índice de performance de absorção (PIabs) e o índice de performance total 

da cadeia de transporte de elétrons, o qual mede a performance até os aceptores 

finais de elétrons do FSI (PItotal), houve uma redução para as concentrações, 

quando comparadas com o controle. Isso pode indicar um efeito negativo na 

maquinaria fotossintética, visto que esses parâmetros estão relacionados com fluxo 

de energia em toda a cadeia de transporte de elétrons fotossintética. 

O índice de desempenho total (PItotal) pode ter apresentado resultados abaixo da 

média em todas as concentrações testadas, por consequência do menor 

desempenho do FSII (PIabs). O menor desempenho do FSII pode estar relacionado 

com a diminuição do fluxo de absorção de energia por centro de reação (ABS/RC), 

ou seja, as concentrações avaliadas de ambos fungicidas interferiram na absorção 

de energia pelos FSII das plantas de P. vulgaris.  
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Figura 8 – Mudanças na forma do radar desenhado pelos valores normalizados de parâmetros do 

teste JIP induzidos pela exposição de P. vulgaris a diferentes concentrações dos fungicidas 

azoxistrobina (A) e carbendazim (B). CN: controle negativo. 
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7. DISCUSSÃO  

 

As concentrações avaliadas do azoxistrobina e carbendazim reduziram o 

crescimento radicular e índice mitótico, e aumentaram a frequência de alterações 

cromossômicas em L. sativa, como aderências, perdas e pontes cromossômicas, 

sendo assim, os fungicidas apresentaram potenciais fitotóxicos, citotóxicos e 

genotóxicos. A inibição do índice mitótico e a indução de anormalidades 

cromossômicas em células vegetais devido aos efeitos citogenotóxicos de 

fungicidas também foram relatados em vários estudos (PAUL et al. 2013; ŞUTAN 

et al. 2014; AKYIL et al. 2015; BERNARDES et al., 2015; KUCHY et al. 2016; 

ARAGÃO, 2017; FATMA et al. 2018). 

Os resultados citotóxicos e genotóxicos apresentados pelo fungicida carbendazim 

corroboraram com os observados por Verma et al. (2018) e Truta et al. (2010). 

Verma et al. (2018) relataram que o carbendazim causou a diminuição do índice 

mitótico e anormalidades cromossômicas, como pontes cromossômicas, c-

metáfases, aderência cromossômica, perda cromossômica, fragmentos, distúrbios 

no fuso mitótico, em células meristemáticas de A. cepa cultivadas em amostras de 

solo tratadas com diferentes concentrações do fungicida. Truta et al. (2010) 

também descreveram que o carbendazim induziu baixo índice mitótico e 

anormalidades na metáfase e anáfase no feno-grego, semelhante ao observado 

neste estudo.  

Em relação ao azoxistrobina, os resultados observados corroboraram com o 

trabalho de Nithyameenakshi et al. (2006), que avaliaram os efeitos do fungicida 

em células radiculares de Allium cepa, com base em alterações no índice mitótico 

e alterações cromossômicas e nucleares. Os autores relataram declínio do índice 

mitótico com o aumento da concentração do fungicida, e relacionaram essa 

redução na atividade mitótica com a inibição da síntese de DNA, que é considerada 

um dos principais pré-requisitos para uma célula se dividir. Os autores também 

relataram alterações cromossômicas como pontes cromossômicas, perdas 

cromossômicas, c-metáfases, entre outras, alterações semelhantes ao presente 

estudo. 
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A aderência cromossômica é resultante do efeito de substâncias tóxicas sobre a 

estrutura da cromatina que podem causar a contração e a condensação 

cromossômica ou a despolimerização do DNA e dissolução parcial de 

nucleoproteínas, e com isso contribuir para a ocorrência do emaranhamento de 

fibras de cromatina entre cromossomos não relacionados (SALAM et al., 1993; 

TÜRKOĞLU, 2012). Esta alteração é considerada um indício de alta toxicidade, 

estando intimamente relacionada à frequência expressiva de morte celular 

(ANDRADE-VIEIRA et al., 2011).  

Além disso, a aderência impede a separação completa das cromátides durante a 

anáfase, indicando um provável evento mutagênico na célula que resulta nas 

pontes cromossômicas (SALAM et al., 1993). No entanto, nem todas as pontes 

cromossômicas, especialmente aquelas que aparecem em baixa concentração em 

estudos que avaliam o efeito de agrotóxicos, são devidas à aderência dos 

cromossomos, mas podem ser causadas pela quebra e reunião dos cromossomos 

(FERNANDES et al., 2007). 

As perdas cromossômicas e células poliploides também são alterações causadas 

por substâncias aneugênicas que interferem no aparato normal do fuso mitótico 

(FERNANDES et al., 2007). Segundo Verma et al. (2018), o carbendazim inibe a 

polimerização da proteína tubulina interferindo na formação dos microtúbulos que 

constituem o fuso mitótico. Dessa maneira, a ocorrência de perdas cromossômicas 

nos tratamentos utilizando o fungicida sugere que a formação do fuso foi alterada 

pela ação do carbendazim (VERMA et al., 2018). 

A avaliação de alterações no ciclo celular pode indicar o mecanismo de ação da 

substância testada, que pode ser clastogênico, quando a quebra do cromossomo 

resulta em danos como pontes e fragmentos cromossômicos, ou de efeito 

aneugênico, caracterizado pela segregação anormal dos cromossomos que 

resultam em danos como perdas cromossômicas, aderências cromossômicas, c-

metáfases, multipolaridade e atraso (FERNANDES et al., 2008; LEME; MARIN-

MORALES, 2009; FREITAS et al., 2016). Desse modo, os fungicidas azoxistrobina 

e carbendazim apresentaram modo de ação aneugênico e clastogênico, uma vez 

que esses tipos de alterações foram observados após a exposição das células aos 

tratamentos.  
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As concentrações dos fungicidas também causaram estresse oxidativo, que pôde 

ser observado a partir do aumento nas atividades das enzimas antioxidantes CAT, 

APX e SOD, e na GSH, em relação ao controle nas amostragens realizadas. Esses 

resultados podem indicar uma resposta inicial da planta à presença de 

contaminantes, considerando o papel dessas enzimas na proteção a radicais livres 

e xenobióticos (SINGH et al., 2004; ANDRADE-VIEIRA et al., 2011).  

As SODs são consideradas enzimas da primeira linha de defesa das plantas contra 

os efeitos tóxicos das EROs (radicais livres), e catalisam a dismutação de dois 

radicais O2-, gerando O2 e H2O2 (GILL; TUTEJA, 2010). Considerando a alta 

toxicidade do H2O2 para a integridade celular, devido ao seu caráter oxidante, este 

necessita de uma rápida neutralização, sendo este papel exercido pela ação da 

CAT e da APX (MISHRA et al., 2006; SHARMA et al., 2012; CHIU-YUEH et al., 

2019). Dessa forma, a liberação do H2O2 constitui um sinal sistêmico para a indução 

da atividade dessas enzimas, que atuam no importante processo de desintoxicação 

celular. Além disso, a CAT atua independentemente de agente redutor, sendo 

eficiente energeticamente na remoção de H2O2, sobretudo em concentrações 

elevadas dessa ERO que caracteriza estresse severo (GILL; TUTEJA, 2010; 

SHARMA et al., 2012; CHIU-YUEH et al., 2019). 

Dessa forma, o aumento da produção destas enzimas antioxidantes pelas células 

de L. sativa pode ter ocorrido devido ao possível aumento da produção de EROs e 

estresse oxidativo causado pela exposição ao azoxistrobina e carbendazim. 

Segundo Aragão (2017), a produção de EROS induzida pela exposição a fungicidas 

pode ser um mecanismo de defesa dos organismos contra esses agroquímicos, e, 

nesse caso, a produção acima de determinado nível pode cessar o desempenho 

do papel protetor das enzimas antioxidantes, e induzir até mesmo a morte celular 

(BELENKI et al., 2013). 

Além disso, as EROs produzidas pelo metabolismo celular podem causar danos a 

várias estruturas da célula, como membranas, proteínas e DNA (KOHANSKI et al., 

2007), sendo induzindo a ruptura das fitas duplas de DNA, além de outros danos 

celulares, bloqueando o reparto do DNA lesado e até mesmo promovendo a morte 

celular (DWYER et al., 2012; FOTI et al., 2012).  
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Segundo Kim et al. (2007), o mecanismo de ação do azoxistrobina é a inibição 

específica da respiração mitocondrial, bloqueando a transferência de elétrons entre 

o citocromo b e citocromo c1 no sítio de oxidação do ubiquinol (Qo) do complexo III 

da cadeia transportadora de elétrons. Dessa maneira, o azoxistrobina pode causar 

extresse oxidativo celular induzido por elétrons saindo da cadeia respiratória 

(JIANG et al., 2018), como relatado por Han et al. (2016), onde o fungicida causou 

estresse oxidativo aumentando as EROs, induzindo atividade da CAT e alterando 

a atividade da SOD no invertebrado zebrafish. 

Chiu-Yueh al. (2019) também afirmam que APX e CAT estão envolvidas no sistema 

antioxidante para proteger contra EROs induzidas por estresse. Os autores 

avaliaram o efeito do azoxistrobina em mudas de trigo sob calor extremo, e afirmam 

que o fungicida não teve efeito protetor contra a alta temperatura, e danificou o 

sistema antioxidante das folhas das plantas avaliadas, induzindo aumento da 

atividade da APX e CAT nas concentrações mais altas.   

Além de interferir no índice mitótico, causar alterações cromossômicas, e induzir 

estresse oxidativo em L. sativa, os fungicidas azoxistrobina e carbendazim também 

interferiram na fisiologia fotossintética de P. vulgaris. A análise do índice total de 

clorofila realizada em P. vulgaris exposta às concentrações do carbendazim 

demonstrou que o fungicida diminuiu o teor de clorofila das folhas de P. vulgaris 

tratadas com o fungicida. Em relação ao azoxistrobina, não houve diferença 

significativa entre os tratamentos e o CN. 

As clorofilas são responsáveis pela conversão da radiação luminosa em energia, 

sob a forma de ATP e NADPH, por isso, estão intimamente relacionadas com a 

eficiência fotossintética das plantas e, consequentemente, ao seu crescimento e 

adaptabilidade a diferentes ambientes. No metabolismo vegetal as clorofilas são 

constantemente sintetizadas e destruídas por meio de processos bioquímicos 

influenciados por fatores internos e externos (QUEIROZ et al, 2012). Entretanto, 

Kalaji et al. (2012) sugerem que os teores de pigmentos não expressam a estrutura 

do aparelho fotossintético nem informam a capacidade fotoquímica das plantas. E 

afirmam que a fluorescência da clorofila a é a forma mais confiável e simples para 

determinar a eficiência do transporte de elétrons e, a capacidade da atividade 

fotoquímica das plantas. 
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Em relação ao teste OJIP, observou-se aumento da indução de fluorescência na 

etapa O-J para ambos fungicidas, o que evidenciou a ineficiência na capacidade de 

redução da primeira quinona do lado aceptor de elétrons do FSII (QA), sendo que o 

azoxistrobina também aumentou a indução de fluorescência na etapa J-I, que está 

envolvida com a redução dos transportadores de elétrons do inter-sistema, como a 

quinona secundária (QB), pool de plastoquinona (PQ), o citocromo b6f e a 

plastocianina.  

Chiu-Yueh et al. (2019) avaliaram os efeitos fisiológicos do azoxistrobina em mudas 

de trigo sob calor extremo, e constataram que os impactos do fungicida na 

fluorescência da clorofila deve-se ao bloqueio do transporte de elétrons entre PSII 

e PSI, devido à combinação da estrobilurina e Qi no complexo citocromo b6f nos 

cloroplastos. Dessa maneira, os resultados encontrados no presente trabalho 

sugerem que o azoxistrobina pode estar atuando inibindo a cadeia de transporte de 

elétrons em nível de pool de plastoquinona (PQ) e/ou complexo citocromo b6f, 

considerando que o mesmo possui mecanismo de ação que atua no bloqueio de 

elétrons na cadeia de transporte de elétrons mitocondrial. 

Por meio do teste JIP, avalia-se parâmetros como o PIabs, que foi introduzido com 

um termo para expressar toda a atividade do FSII, sendo o produto de φP0, ΨE0 e 

ɣRC/(1- ɣRC), ou seja, um desbalanço em um destes pode ocasionar um maior ou 

menor valor para esse índice (STRASSER et al., 2010). Dessa maneira, observou-

se que após a aplicação do azoxistrobina e carbendazim, o índice de desempenho 

total (PItotal) pode ter apresentado resultados abaixo da média em todas as 

concentrações testadas, por consequência do menor desempenho do FSII (PIabs). 

O menor desempenho do FSII pode estar relacionado com a diminuição do fluxo 

de absorção de energia por centro de reação (ABS/RC), ou seja, as concentrações 

avaliadas de ambos fungicidas interferiram na absorção de energia pelos FSII das 

plantas de P. vulgaris, assim como no trabalho de Chiu-Yueh et al., (2019), que 

relataram que o azoxistrobina causa dano aos fotossistemas, o que pode influenciar 

a absorção de energia da planta. 
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8. CONCLUSÕES 

 

As concentrações avaliadas do azoxistrobina e carbendazim reduziram o 

crescimento radicular e o índice mitótico, aumentaram a frequência de alterações 

cromossômicas em L. sativa, sendo mais frequentes aderências, perdas e pontes 

cromossômicas. Portanto, ambos fungicidas podem ser considerados fitotóxicos, 

citotóxicos e genotóxicos, além de apresentarem mecanismo de ação aneugênico 

e clastogênico. 

Além disso, concentrações dos fungicidas testados aumentaram a atividade das 

enzimas CAT, SOD e APX, e a GSH, induzindo estresse oxidativo em L. sativa. Em 

relação aos efeitos sobre a fotossíntese, observou-se que o carbendazim interferiu 

no índice de clorofila de P. vulgaris, ambos fungicidas aumentaram a indução de 

fluorescência na etapa O-J da curva OJIP, sendo que o azoxistrobina também 

afetou a etapa J-I, e, segundo os resultados do teste JIP, ambos fungicidas 

afetaram a absorção de energia pelos fotossistemas II de P. vulgaris.  

Observou-se que a concentração do azoxistrobina e do carbendazim utilizada na 

agricultura, e, inclusive, concentrações abaixo do recomendado, provocaram danos 

toxicogenéticos, bioquímicos e fisiológicos nos testes realizados. Sendo assim, 

estudos como o apresentado aqui são importantes para alertar sobre o uso 

indiscriminado de agrotóxicos, e seu impacto no DNA, bioquímica e fisiologia de 

organismos vegetais.  
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