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U roślin wyższych i niektórych glonów światło jest niezbędnym 

czynnikiem, który warunkuje rozwój chloroplastów. U roślin etiolo- 

wanych występują bowiem nieaktywne fotosyntetycznie etioplasty, 

które pozbawione są również typowej struktury lamellarnej. W stro- 

mie takich plastydów zawieszone są jedynie pojedyncze lamelle (np. 

Ochromonas danica, Euglena gracilis), względnie jedno lub kilka. 
ciał prolamelarnych (rośliny wyższe, rys. 1). 

Po oświetleniu roślin etiolowanych zachodzi rozpad ciał prola- 

melarnych w wyniku czego powstają pierwotne tylakoidy, które ule- 

gają orientacji wzdłuż dłuższej osi plastydu. Błony pierwotnych 

tylakoidów nie tworzą obszarów podwójnych lamell jak to ma miejs- 

ce w obrębie gran chloroplastów. Znajdują się w nich liczne pory, 

w sąsiedztwie których prawdopodobnie odbywa się wzrost tych błon. 

2 pierwotnych tylakoidów i z uchyłków wewnętrznej błony osłonki 

 plastydu wykształca się stopniowo typowy układ lamellarny posia- 

dający odcinki granowe i odcinki stromy. Chloroplasty wyróżnico- 

wują się również z proplastydów występujących w komórkach embrio- 

nalnych lub z leukoplastów. W tych wypadkach system lamellarny wy- 

kształca się z uchyłków wewnętrznej błony osłonki chloroplastowej 

i w wyniku powiększenia się już istniejących fragmentów. 

Bezpośrednio po oświetleniu roślin etiolowanych nie zachodzi 

fotoredukcja NADP* i fosforylacja fotosyntetyczna. Aktywność ta 

pojawia się na określonym etapie różnicowania systemu lamellarne- 

go. W etioplastach nie wykształca się więc fotosyntetyczny Тап- 

cuch transportu elektronów (rys. 2). Należy również oczekiwać, że 
w pewnych etapach przekształcania się etioplastów w chloroplasty 

będzie się zmieniała aktywność reakcji pierwotnych fotosyntezy i 
fotosystemów.
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Rys. 2. Schemat  fotosyntetycznego łańcucha transportu elektronów 
i dwóch systemów barwnikowych; P » P - formy chlorofilu a 680 700 
pełniące funkcję centrów reakcji odpowiednio w fotosystemie II 
(PS II) i fotosystemie I (PS I), Q - pierwotny akceptor elektro- 
nów w PS II, PQ - plastochinon, cyt f - cytochrom +, PC - plasto- 
cyjanina, P430 © Pierwotny akceptor elektronów w PS I, Fr - ferre- 
doksyna, Rd - reduktaza ferredoksyna - NADP; w cyklicznym  trans- 
porcie ( niezaznaczonym na schemacie ) uczestniczy również cytoch- 
rom begs: lokalizacja innych przenośników elektronów, np. wysoko 
(HP) - i nisko (LP) - potencjałowych form cytochromu bzgg jest 

wciąż dyskusyjna 

Wykazano, że w wewnętrznych błonach etioplastów brak jest nie 
tylko barwników chlorofilowych, ale również takich przenośników 
elektronów, jak С-550 (0?) i cytochrom bssgHp L28,31.,59,78]. Po- 
ziom innych, jak cytochrom f, cytochrom bees. cytochrom bszgup” 
reduktaza ferredoksyna - МАОР, ferredoksyna i plastocyjanina jest 
natomiast znacznie obniżony (25,28,31,78]. Również etioplasty po- 
zbawione są niektórych białek [16]. 

Rozwój aparatu fotosyntetycznego bada się najczęściej u ros- 
lin etiolowanych wystawionych na działanie światła białego. Wiele 
cennych informacji uzyskano również w doświadczeniach, w których 
rośliny oświetlano światłem przerywanym G] lub dalekiej czerwie- 
ni [17]. Stosowanie oświetlenia przerywanego (np. 2 min. oswiet- 
lenia + 98 min ciemnosci ) powoduje zahamowanie przemiany etiopla- 
stów na etapie protochloroplastów, tzn. plastydów zawierających 
tylko pierwotne tylakoidy [67,70]. Protochloroplasty pozbawione 
są chlorofilu b [6], II kompleksu chlorofilowo=białkowego [7] + 
zdolności do wydzielania tlenu asymilacyjnego [71]. Posiadają one 
również nieco inny skład peptydowy niż chloroplasty L60] i cechu- 
ja się znaczną aktywnością fotochemiczną w przeliczeniu na jed- 
nostkę masy chlorofilu [4].



  
Rys. 1. Ultrastruktura etioplastów z liścia owsa, widoczne ciała 
prolamellarne przypominające swoją strukturą siatkę krystalicz- 
ną, wewnątrz znajdują się również osmofilne globule (0), plastyd 
otoczony jest osłonką (e), a na terenie stromy delikatne fibryle 

(f) i centra stromy (s); wg [28a].
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BIOSYNTEZA CHLOROFILU, ORAZ ZMIANY AKTYWNOSCI FOTOSYNTETYCZNEJ 

I FOTOCHEMICZNEJ W OKRESIE PRZEMIANY ETIOPLASTÓW W CHLOROPLASTY 

W błonach etioplastów nagromadza się protochlorofilid, który 

w świetle ulega redukcji do chlorofilidu a. Przemiana ta odbywa 

się w sposób złożony, gdyż, jak wykazały badania spektroskopowe, 

jedna z form protochlorofilidu (Pchl. 650) ulega przekształceniu 

kolejno w formy chlorofilu (chlorofilidu ) posiadające główne pas- 

ma absorpcji w czerwieni w zakresie 674, 676, 682 i 672 nm [47, 

65,68,72,75]. Dołączanie reszty fitylowej do powstałego chlorofi- 

lidu nie zależy już od światła [86]. Redukcja protochlorofilidu 

odbywa się w dwóch aktach fotochemicznych  [43,47,68] w czasie 

1073 - 107? 
stał dotychczas wyjaśniony. Według hipotezy Mathis i Sauer [47] 

sekundy. Dokładny mechanizm omawianej reakcji nie zo- 

Pchl. 650 zostaje zredukowany jako dimer i dopiero w końcowym 

etapie zachodzi dysocjacja do monomerów (rys. 3). Według tej за- 

mej hipotezy inna forma protochlorofilu (Pch. 635) występuje w 

formie monomeru i podlega bezpośrednio fotoredukcji do chl .ago* 

Natomiast Virgin i French [75] sugerują, iż Pchl. 635 ulega naj- 

pierw przemianie do Pchl. 650. Dokładne poznanie mechanizmów oma- 

wianych redukcji będzie utrudnione do czasu wyjaśnienia struktury 

chemicznej form barwników chlorofilowych występujących in vivo. 
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Rys. 3. Schemat przemiany protochlorofilidu w chlorofilid;a; P - 

protochlorofilid, C - chlorofilid, Р-Р, Р-С, С-С - formy dimerycz- 

ne, liczby oznaczają długości fali, w zakresie których znajdują 

się główne pasma absorpcji, wg (46 ]- 

U roślin wyższych stosunki ilościowe poszczególnych .form chlo- 

rofilu ustalają się już w ciągu pierwszych kilku minut oswietla- 

nia roślin etiolowanych światłem ciągłym, natomiast u niektórych 

glonów proces ten noże być bardziej rozciągnięty w czasie. Na przy-
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kład według Dubertret i Lefort-Tran [18] w początkowym okresie 

zazieleniania Euglena gracilis dominuje Ca673, natomiast Ca680 za- 

czyta przeważać dopiero po kilkugodzinnym oświetlaniu; stosunek 

ilościowy Ca673 do Ca680 ustala się dopiero po 31 godzinach. Jedy- 

nie względny poziom form posiadających główne pasma absopcji w 

czerwieni przy 695 i 703 nm nie zmienia się już po 5 godzinach. 

Również wolniej niż u roślin wyższych zachodzi synteza niektórych 

form chlorofilu a w komórkach Chlamydomonas reinhardiiY-1. Jak wy- 

kazały badania Eyton i мзр. [24] względny poziom P700 wzrasta tyl- 

ko w ciągu pierwszej godziny oświetlania, natomiast w ciągu pierw- 

szych 3-4 godzin ulega przesunięciu główne pasmo absorpcji z 671 

do około 680-685 nm, co wskazuje na opóźnioną akumulację niektó- 

rych długofalowych form chlorofilu a. 
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Jak wynika z rysunku 4 akumulacja barwników chlorofilowych w 
liściach odbywa się często w sposób złożony. Bezpośrednio po 
oświetleniu roślin przetrzymywanych przez 10-15 dni w ciemności 
obserwuje się gromadzenie chlorofilu w nieznacznych ilościach, po 
czym następuje około 2 godzin trwająca faza zastoju ( „lag phase"), 
podczas której poziom chlorofilu nie ulega zwiększeniu, i dopiero 
w następnym okresie rozpoczyna się faza intensywnej akumulacji.Po
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oświetleniu roślin trzymanych w ciemności przez stosunkowo krótki 

okres (2-5 dni) nie obserwuje się fazy zastoju w akumulacji chlo- 

rofilu; okres intensywnej syntezy rozpoczyna się bezpośrednio po 

oświetleniu [2]. 

Akumulacja chlorofilu b odbywa się z pewnym opóźnieniem w sto- 

sunku do akumulacji chlorofilu a: wykrywanie ilości chl. b można 

stwierdzić dopiero po około 2 godzinach [21], chociaż zdaniem Shly- 

ka i wsp. (63 ] biosynteza chlorofilu b zostaje zainicjowana bez- 

pośrednio po oświetleniu roślin, lecz w początkowym okresie wystę- 

puje on w tak małych ilościach, iż jest trudno wykrywalny za pomo- 

cą konwencjonalnych metod. Thorne i Boardman (73 ] stosując względ- 

nie czułą metodę fluorescencyjna wykryli obecność chlorofilu bw 

siewkach Pisum sativum już po 10 minutach oświetlania. Należy je- 

szcze dodać że, kinetyka akumulacji chlorofilu w różnych częściach 

blaszki liściowej może być różna, np. u kukurydzy akumulacja trwa 

krócej w komórkach pochwy wokółwiązkowej niż w mezofilu [37]. 

Nasuwa się teraz pytanie, czy istnieje określona zależność 

między natężeniem syntezy barwników chlorofilowych a zmianami na- 

tężenia fotosyntezy? Już z dawniejszej pracy Smitha [69] wynikało, 

że po oświetleniu etiolowanych liści jęczmienia wydzielanie tlenu 

asymilacyjnego można wykazać dopiero po 2 godzinach, choć synteza 

chlorofilu rozpoczynała się natychmiast. Egnóus i wsp. [22] oświe- 

tlając etiolowane liście jęczmienia obserwowali pojawienie się 

zdolności do wydzielania tlenu asymilacyjnego po 1 godzinie. Ро- 

dobne wyniki uzyskali wcześniej Oelze-Karow i Butler [55] prowa- 

dząc badania na liściach etiolowanej fasoli. Na podstawie włas- 

nych wyników i danych z piśmiennictwa Egneus i wsp. [22] doszli 

do wniosku, że w roślinach, w których nie występuje faza opóźnie- 

nia w akumulacji chlorofilu wydzielanie tlenu asymilacyjnego roz- 

poczyna się po 1-2 godzinach naświetlania, natomiast w przypadku 

występowania tej fazy, proces wydzielania tlenu rozpoczyna się po 

1-2 godzinach intensywnej akumulacji chlorofilu. W początkowym ok- 

resie zazieleniania nie obserwuje się prostej zależności między 

natężeniem wydzielania tlenu asymilacyjnego a natężeniem pobiera- 

nia CO» [44]. Niekiedy w ciągu pierwszych kilkunastu sekund  za- 

chodzi nawet pobieranie tlenu [22]. W późniejszym okresie rozwoju 

chloroplastów również brak jest prostej zależności między падго- 

madzeniem chlorofilu a przyrostem natężenia fotosyntezy (rys. 4); 

poza początkowym okresem akumulacja barwników chlorofilowych od-
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bywu się intensywniej niż przyrost natężenia fotosyntezy w wyniku 

czego obserwuje się spadek natężenia fotosyntezy w przeliczaniu 

na jednostkę masy chlorofilu [84]. Wielu badaczy spadek ten tłu- 

maczy intensywniejszą syntezą barwników antenowych w stosunku do 

barwników występujących w centrach reakcji. 

W piśmiennictwie nie ma jednoznacznych danych na temat czasu 

pojawiania się aktywności fotochemicznej PS I i PS II. Na przyk- 

ład w cytowanej już pracy Egneus i wsp. [22] wykazali, że w izolo- 

wanych plastydach jęczmienia aktywność PS i jest wykrywalna już 

po 15 min oświetlania, natomiast aktywność PS II i współdziałanie 

między fotosystemami można wykazać dopiero po około 3 godzinach. 

Hiller i Boardman [35] badając utlenianie i redukcję cytochronu f 

w świetle monochromatycznym absorbowanym przez barwniki należące 

do PS I lub PS I i PS II doszli do wniosku że po oświetleniu 10- 

-15-dniowych siewek fasoli oba układy wykazują wykrywalną aktyw- 

ność po około 2,5 godzinach, przy czym aktywność PS II pojawia 

się zaledwie z około 30-minutowym opóźnieniem. Również Baker i 

Butler [8] oznaczając w liściach fasoli fotoindukowane zmiany ab- 

sorpcji charakterystyczne dla P700, C-550 i cytochromu bese w tem- 

peraturze ciekłego azotu wykazali obecność aktywnych fotosyste- 

mów już po kilkuminutowym oświetlaniu. Autorzy ci uważają, że w 

początkowym okresie zazieleniania struktury lamellarne są bardzo 

labilne przez co ulegają łatwo uszkodzeniu podczas izolacji plas- 

tydów. Prawdopodobnie w niektórych pracach stanowiło to przyczynę 

ujawniania się aktywnych fotosystemów dopiero po 10-15 godzinach 

oświetlania roślin etiolowanych [5,30,57]. Baker i Butler [3] за 

jednak zdania, że z pewnym opóźnieniem powstają jedynie ogniwa 

znajdujące się pomiędzy fotosystemami, co może być związane z 

opóźnieniem syntezy cytochromu 6-59 [78], który strukturalnie Фа- 

czy się z PS II. Również z wielu innych danych [10,12,55,58 ] wyni” 

ka, że po oświetleniu roślin etiolowanych cykliczny transport ele- 

ktronów związany z PS I zaczyna funkcjonować przed niecyklicznym 

transportem, co oznacza dalej, że cykliczna fotofosforacja ( sty- 

mulowana PMS) pojawia się przed niecykliczną. Ogawa i Shibata (56 ] 

stwierdzili nawet, że w liściach pszenicy naświetlanych niskimi 

intensywnościami światła (1,1.pWocm * ) w ogóle nie wykształca się 

aktywny fotosystem II, podobnie jak w liściach naświetlanych świa- 

tłem przerywanym [19].
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Niektórzy badacze usiłowali doszukać się korelacji między po- 

jewieniem się aktywności PS II a początkiem wykształcania podwój- 

nych lamelli [36,87]. Jednakże obecność podwójnych lamelli nie 

jest warunkiem koniecznym dla istnienia aktywnego PS II [27]. 

Z drugiej strony opisano również mutanta, w którym znajdowały 

się chloroplasty granowe (występowały podwójne lamelle), a nie 

stwierdzono aktywności fotosystemu II [51]. Wiele dotychczas otrzy- 

manych danych wskazuje więc na to, że w początkowym okresie two- 

rzenia się aktywnego aparatu fotosyntetycznego funkcjonuje tylko 

PS I. Stwierdzenie to jest zgodne z danymi [46], z których wynika, 

że w początkowym okresie zazielenienia liści fasoli efektywna re- 

dukcja P700* jest w mniejszym stopniu uzależniona od dopływu elek- 

tronów od PS II; obecność DCMU bowiem tylko w nieznacznym stopniu 

obniża natężenie redukcji P700* (rys. 5). Przypuszczalnie reduk- 
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Rys. 5. Połowiczny czas zaniku sygnału I elektronowego rezonansu 

paramagnetycznego, ERP w chloroplastach traktowanych DCMU lub 

HgCl, jako funkcja czasu zazieleniania etiolowanych liści fasoli. 

Wielkość sygnału I w widmie ERP jest miara względnego stężenia 

P700*. wg [45]. 

cja ta odbywa się przy udziale sprawnie funkcjonującego cyklicz- 

nego przepływu elektronów. Jednakże zablokowanie doprowadzania 

elektronów do P700* na etapie plastocyjaniny przez dodanie HgCl, 

wywiera również nieco mniejszy efekt w początkowym okresie akumu- 

lacji chlorofilu niż w późniejszym, co może wskazywać na to, że
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początkowo "ie tylko sprawniej funkcjonuje cykliczny transport 

elektronów, ale istnieje także efektywne doprowadzenie elektronów 

do P700* z jakiegoś dodatkowego źródła. Przypuszczalnie bardzo 

efektywna redukcja P700* była odpowiedzialna za niewykrywalność 

tej formy chlorofilu a metodą spektrofotometrii różnicowej w ро- 

czątkowym okresie zazieleniania, pomimo obecnaści aktywnych cen- 

trów PS I [12,59]. 

Istnieją w piśmiennictwie dane wskazujące na opóźnienie rozwo= 

ju układu rozkładającego wodę (początkowy odcinek łańcucha trans- 

portu elektronów, rys. 2). Na przykład według danych Cahen i wsp. 

[14] intensywna fotoredukcja DCIP (aktywność PS II) w obecności 

DPC (znany donor elektronów bezpośrednio do PS II, 74) odbywa się 

w ciągu pierwszych 2-3 godzin zazieleniania wyhodowanych w ciem- 

ności komórek Chlamydomonas reinhardii Y-1., Podobny efekt został 

wykryty w zieleniejących liściach fasoli [46] i młodych liściach 

pszenicy [34]. Również Rémy [61] wykazał, że w etiolowanych siew- 

kach pszenicy nie wytwarza się aktywny układ rozkładający wodę w 

przypadku naświetlania światłem przerywanym ( 1ms naświetlania + 

15 min ciemności). 

Prawdopodobnie tworzenie się układu rozkładającego wodę jest 

skorelowane z reorganizacją cząsteczek barwników fotosyntetycznych 

w obrębie PS I i PS II. Wynika to między innymi z pracy Ichikawa 

i wsp. [38], w której wykezano, że w liściach pszenicy naświetla- 

nych światłem przerywanym nie powstaje aktywny układ rozkładający 

wodę. W tych warunkach obserwuje się tylko stałą fluorescencję 

(Fo) i nieznaczną luminescencje. Obecność jedynie Го moze świad- 

czyć o braku przekazywania energii z anten energetycznych do cen- 

trum reakcji PS II. Nieznaczna luminescencja świadczy o istnieniu 

barier utrudniających przekazywanie energii wzbudzenia elektrono= 

wego w obrębie barwników PS II. Prawdopodobnie w czasie aktywacji 

tego układu zachodzi reorganizacja (zmiana form?) barwników karo- 

tenoidowych wchodzących w skład PS I, gdyż, jak wykazały badania 

Strassera i Butlera (70] po zastąpieniu oświetlenia przerywanego 

oświetleniem ciągłym, równocześnie z powstawaniem układu  rozkła= 

dającego wodę w liściach fasoli następowały zmiany absorpcji w 

paśmie 505 nm, która przypisywana jest karotenoidom. Przedstawio- 

ne fakty oznaczają więc, że w początkowym okresie przekształcania 

etioplastów w chloroplasty układ rozkładający wodę może również 

ograniczać niecykliczny transport elektronów, a dokładniej дорго- 

wadzanie elektronów do centrum reakcji PS II,
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ANALIZA KRZYWEJ INDUKCJI FLUORESCENCJI 

Powszechnie uważa się, chlorofil wchodzący w skład PS II jest 

przede wszystkim odpowiedzialny za fluorescencję charakterystycz- 

ną dla roślin zielonych [39]. Jeżeli zaadaptowane do ciemności 

rośliny lub wyizolowane chloroplasty naświetlić światłem ciągłym 

to w ciągu pierwszych kilku sekund obserwuje się stopniowy wzrost 

natężenia fluorescencji; okres ten został nazwany okresem induk- 

cji fluorescencji. Według Duysensa i Sweersa [20] wzrost natęże- 

nia fluorescencji w okresie indukcji jest związany ze stopniowym 

przechodzeniem pierwotnego akceptora PS II z formy wygaszającej 

fluorescencję (0) и formę niewygaszającą (Q ). W wykształconych 

chloroplastach krzywa indukcji fluorescencji ma przebieg złożony 

(rys. 6 ); można na niej wyróżnić odcinek reprezentujący fluores- 
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Rys. 6. Schemat typowej krzywej indukcji fluorescencji chloroplas- 

tów traktowanych (yi nietraktowanych ( )DCMU; F, * fluo- 

rescencja stała, Fy 7 fluorescencja zmienna, F,, = szybko narasta- 

jąca składowa fluorescencji zmiennej, в wolno narastajaca skla- 

dowa fluorescencji zmiennej, F, - fluorescencja maksymalna, А - 

pole nad krzywą indukcji fluorescencji chloroplastów nietraktowa- 

nych DCMU, A DCMU - pole nad krzywą indukcji fluorescencji chlo- 

roplastów traktowanych DCMU wg [14].
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cencję stałą (Ро) i zmienną (FY). przy czym fluorescencja zmienna 

składa się ze składowej szybko rosnącej (Foe) i z  wolnorosnącej 

(F,s)* Przyjmuje się (14], że wartość F, reprezentuje względną 

ilość cząsteczek chlorofilu, z których energia wzbudzenia elektro- 

nowego nie jest przekazywana do centrum reakcji PS II, natomiast 

wartość F, jest miarą względnego poziomu aktywnych w przekazywa- 

niu energii cząsteczek chlorofilu, przy czym za Fig maja być od- 

powiedzialne cząsteczki przyczyniające się do redukcji łatwo utle- 

nianego Q© , natomiast za F,g - cząsteczki współuczestniczące w re- 

dukcji trudno utlenianego Q . Wykazano również, że powierzchnia 

nad krzywą indukcji fluorescencji jest proporcjonalna do liczby 

rozdzielonych ładunków w obrębie PS II [53]. Zahamowanie utlenia- 

nia Q przez dodanie DCMU zmniejsza powierzchnię nad krzywą in- 

dukcji a fluorescencja zmienna złożona jest tylko ze składowej 

Ff (rys. 6). W obecności DCMU kinetyka narastania powierzchni 

nad krzywą indukcji fluorescencji reprezentuje więc kinetykę roz- 

dzielania ładunków w obrębie centrum reakcji PS II, czyli kinety- 

kę reakcji ZP680Q — Z*P680Q , gdzie Z jest bezpośrednim donorem 

elektronów, P680 - centrum reakcji PS II, a Q - bezpośrednim akcep- 

torem elektronów w fotosystemie II. Z analizy krzywej indukcji 

fluorescencji i kinetyki narastania powierzchni nad tą krzywą może 

na więc uzyskać wiele cennych informacji o reakcjach pierwotnych 

zachodzących w obrębie PS II, zwłaszcza w okresie zróżnicowania 

się aparatu fotosyntetycznego. Na przykład Cahen i wsp. [14] 

stwierdzili, iż po naświetleniu uzyskanej w ciemności zsynchroni- 

zowanej kultury Ch. reinhardii Y-1 początkowo dominuje fluorescen- 

cja stała a dwie składowe fluorescencji zmiennej różnicują się 

stopniowo w ciągu pierwszych 5 godzin (rys. 7). Z badań tych му- 

ciągnięto wniosek, że w początkowym etapie rozwoju aparatu foto" 

syntetycznego u badanej rasy Ch. reinhardi przeważają cząsteczki 

chlorofilu nieaktywne w przekazywaniu energii do centrum reakcji 

PS II. W ciągu pierwszych 4 godzin naświetlania kultury ma zacho- 

dzić reorganizacja składników błon tylakoidów, w wyniku czego 

zwiększa się względna ilość cząsteczek aktywnych w przekazywaniu 

zaabsorbowanej energii świetlnej na pułapki energetyczne. 

Melis i Homan [50] wykazali, że krzywa reprezentująca kinety- 

kę narastania powierzchni nad krzywą indukcji fluorescencji w 

obecności DCMU zbudowana jest z dwóch składowych przy czym każda 

z nich jest zgodna z równaniem kinetyki reakcji I rzędu. Ma to
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Rys. 7. Krzywe indukcji fluorescencji po O (0), 1,8 (1), 2,4 (2), 
3,4 (3), 15 (4) godzinach zazieleniania komórek Chlamydomonas 

reinhardi Y-1 wg [14] 

wskazywać na istnienie dwóch typów centrów reakcji PS II: bardziej 

aktywnych (« ) i mniej aktywnych ( B). Wykazano dalej, że mniej w 

ciągu pierwszej godziny naświetlania roślin etiolowanych krzywa 

narastania powierzchni nad krzywą indukcji fluorescencji zbudowa- 

na jest tylko z powolnej składowej, co może oznaczać, że w tym 

okresie występują mniej aktywne centra reakcji PS II. Melis i 

Akoyunoglou [49] są zdania, iż w początkowym okresie centrax cha- 

rakteryzują się taką samą aktywnością jak centra 6 „Po ustaleniu 

się stanu równowagi, tzn. po pierwszej godzinie naświetlania roś- 

lin etiolowanych centra f3 stanowią około 65%. Oświetlając rośliny 

etiolowane światłem przerywanym ci sami badacze wykazali, że róż- 

nicowanie się dwóch typów centrów reakcji PS II nie jest skorelo- 

wane z syntezą chlorofilu b, powstawaniem II kompleksu chlorofilo- 

wo-białkowego i tworzeniem się struktur granowych. Być może duża 

wrażliwość reakcji Hilla na działanie DCMU w początkowym okresie 

akumulacji chlorofilu jest związana z dominacją centrów mniej ak- 

tywnych. Wykazano bowiem, że w początkowym okresie naświetlania 

etiolowanych liści fasoli DCMU wywiera efekt hamujący już po wpro- 

wadzeniu do rośliny w stężeniu 10713M, podczas gdy w późniejszej 

fazie - dopiero po przekroczeniu 10710 [46]. Należy jeszcze do- 

dać, żę interpretacja wyników uzyskanych z analizy kinetyki naras- 

tania powierzchni nad krzywą indukcji fluorescencji bywa czasem 

kontrowersyjna [18]. .
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ZMIANY WIELKOŚCI JEDNOSTEK FOTOSYNTETYCZNYCH 

Jednostką fotosyntetyczną nazywa się zespół barwników, który 

uczestniczy w wydzieleniu jednej cząsteczki 0. lub w związaniu 

jednej cząsteczki CO. (23,26]. Już dawniej wyliczono [26], że u 

większości roślin wyższych współdziała około 2 400 cząsteczek 

chlorofilu w pochłonięciu energii świetlnej niezbędnej do wydzie- 

lenia jednej cząsteczki tlenu asymilacyjnego lub związania jednej 

częsteczki Со. Dane te zostały potwierdzone w późniejszych bada- 

niach [64,80]. Mniejsze jednostki fotosyntetyczne wykryto jedynie 

u niektórych mutantów chlorofilowych [79,81]. 

Wiadomo również, że w skład każdej jednostki fotosyntetycznej 

wchodzą dwa zespoły barwników; jeden z nich należy do PS I a dru- 

gi do PS II (rys. 2). W obrębie każdego takiego zespołu wyróżnia 

się barwniki występujące w centrach reakcji fotochemicznej (P700 

stanowi centrum reakcji PS I, a P680 - centrum reakcji PS II) i 

barwniki pełniące funkcję anten energetycznych. Nasuwa się teraz 

pytanie w jaki sposób powstają jednostki fotosyntetyczne. Choc do 

tej pory nie otrzymano jednoznacznej odpowiedzi wiele danych wska- 

zuje na to, że u roślin wyższych w pierwszym etapie tworzą się 

centra reakcji i niewielkie anteny energetyczne. Powiększanie an- 

ten ma odbywać się w dalszej fazie akumulacji chlorofilu (1]. Ma 

to wynikać między innymi z faktu, iż w pierwszym okresie powsta- 

wania aparatu fotosyntetycznege trzeba użyć wyższych intensywnoś- 

ci światła, aby uzyskać punkt wysycenia fotosyntezy. Zjawisko to 

opisano zarówno u roślin wyższych C83], jak również u Chlamydomo- 

nas reinhardit Y-1 [9,24] oraz Chlorella (33]. Spadek natężenia fo- 

tosyntezy w przeliczeniu na jednostkę masy chlorofilu w miarę 

tworzenia się aparatu fotosyntetycznego ma również świadczyć, zda- 

niem niektórych badaczy (11 ], o intensywniejszej rozbudowie anten 

energetycznych w stosunku do tworzenia nowych centrów reakcji. Po- 

nadto analiza zmian względnej zawartości P700 wykazuje, że poza 

wczesnym okresem zazieleniania etiolowanych liści zachodzi inten- 

sywniejsza akumulacja barwników antenowych niż centrów reakcji 

Ps I [45]. 

Z drugiej strony Cahen i wsp. [14] na podstawie oznaczeń natę- 

żenia wydzielania tlenu asymilacyjnego w świetle błyskowym wyli- 

czyli, iż w wypadku komórek Chlamydomonas reinharditY-1i względna 

wielkość jednostki fotosyntetycznej maleje między 1 a 4 godziną
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oświetlania komórek wyrosłych w ciemności. Również Dubertret i 

Lefort-Tran [18] analizując krzywą indukcji fluorescencji oraz 

wartości natężenia wydzielania tlenu asymilacyjnego w świetle 

błyskowym doszli do wniosku, że podczas akumulacji chlorofilu u 

Euglena gracilis zachodzi zmniejszanie się jednostek fotosyntety- 

cznych między 10 a 60 godziną oświetlania. Badacze ci nie mogli 

wykryć aktywnych centrów reakcji w ciągu pierwszych 7-10 godzin. 

Równocześnie wykazali, że ogólny czas przebiegu reakcji fotosyn- 

tezy wydłuża się z około 30-50 ms (wartość stwierdzona po 21 go- 

dzinach oświetlania ) do około 200 ms (w pełni zielonych komor= 

kach). Z tego wynikałoby, że wydłużenie czasu przebiegu reakcji 

fotosyntezy w miarę rozwoju aparatu fotosyntetycznego moze być 

odpowiedzialne za obserwowany spadek natężenia fotosyntezy oraz 

aktywności reakcji fotochemicznych w przeliczeniu na jednostkę ma- 

sy chlorofilu. Nie jest wykluczone, że dalszą konsekwencją tego 

jest spadek wartości wymogu kwantowego fotosyntezy. Bishop i Sen- 

ger [10] stwierdzili bowiem, że po oświetleniu wyhodowanej w ciem- 

ności kultury Scenedesmus obliguus C-2A* wymóg kwantowy fotosynte- 

zy obniżył się z wartości około 23 do wartości 8 pomiędzy 2 a6 

godziną. 

Z powyższego wynika, że sposób powstawania jednostek fotosyn- 

tetycznych nie został jeszcze wyjaśniony. Nie jest wykluczone, że 

rozwój ten odbywa się nieco inaczej u roślin wyższych niż u orga- 

nizmów niższych. Należy jeszcze dodać, że zapoczątkowany oświetle- 

niem rozwój fotosystemów może być również kontynuowany w ciemnoś- 

ci. Na przykład Hiller i Boardman (35] analizując zmiany absorp- 

cji cytochromu f w ciemności po pulsowym naświetleniu rośliny do- 

szli do wniosku, że rozwój PS I zachodzi także w okresach ciem= 

ności. Z pracy Akoyunoglou [1] wynika również, że ponowne zaciem- 

nianie przez 2 godziny oświetlonych etiolowanych liści fasoli do- 

prowadzi po 24 godzinach do 1,75-3,2-krotnego wzrostu stosunku 

En do Ро i około 4-krotnego wzrostu czasu połowicznego narastania 

fluorescencji. Wyniki te, zdaniem autora, mogą wskazywać na uakty- 

wnianie w ciemności chlorofilu powstałego w okresie 2 godzin па- 

świetlania roślin. Innymi słowy światło nie jest czynnikiem ko= 

niecznym we wszystkich etapach powstawania aktywnych jednostek 

PS II. |
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UWAGI KOŃCOWE 

Z przedstawionego przeglądu piśmiennictwa wynika, że istnieją 

luki w znajomości mechanizmu powstawania aparatu fotosyntetyczne~ 

go. Między innymi konieczne jest wykonanie dalszych badań w celu 

wyjaśnienia wszystkich reakcji zależnych od światła, które w osta- 

tecznym efekcie przyczyniają się do transformacji etioplastów w 

chloroplasty. Tylko jedną z takich reakcji stanowi wspomniana wy- 

zej fotoredukcja protochlorofilidu do chlorofilidu a. Posrednio 

światło stymuluje również syntezę chlorofilu b (42,48,82,85]. Wia- 

domo również, że uzależniony od światła jest rozwój układu rozkła- 

dającego wodę [15,70], oraz biosynteza wielu białek i lipidów 

chloroplastowych [41,54,62,66]. Pod kontrola układu fitochromowe- 

go znajduje się biosynteza barwników chlorofilowych [52], reduk- 

tazy ferredoksyna - NADP [40] i przypuszczalnie innych przenośni- 

ków elektronów. Wreszcie należy dodać, że światło niebieskie wpły- 

wa nie tylko na metabolizm węgla w roślinie [76], ale również па 

rozwój łańcucha transportu elektronów [77]. Voskresenskaya i wsp. 

(77] stwierdzili bowiem, że u siewek grochu rosnących w świetle 

niebieskim wytwarza się sprawniej działający fotosystem II i efek- 

tywniej działające anteny energetyczne PS II niż w świetle czerwo- 

nym. Wszystkie te dane wskazują więc na to, ze światło oddziazu- 

je na rozwój aparatu fotosyntetycznego u roślin wyższych i glonów 

w sposób złożony. 

Używane skróty: PS I - fotosystem I, PS II = fotosystem II, 

DCMU - 3-(3,4-dwuchlorofenylo)1,1-dwumetylomocznik, PMS - metylo- 

siarczan N=metylofenazyniowy, DPC - 1,5-dwufenylokarbazyd, DCIP- 

- 2,6-dwuchlorofenoloindofenol. 
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С. Венцковски 

ПЕРВИЧНАЯ РЕАКЦИЯ ФОТОСИНТЕЗА И ТРАНСПОРТ 

ЭЛЕКТРОНОВ В РАЗВИВАЮЩИХСЯ ХЛОРОПЛАСТАХ 

Резюме 

В настоящей статье дается обзор литературы, посвященной неко- 

торым проблемам, связанным с развитием фотосинтетического аппара- 

та. Из представленных данных следует, что: 

1) в процессе превращения протохлорофилида в хлорофилид а 

участвуют несколько промежуточных реакций, в том числе две 

фотохимического характера; 

2) нет прямой зависимости между аккумуляцией хлорофилловых пи- 

гментов и изменением интенсивности фотосинтеза; 

3) после освещения этиолированных растений активность фотосис- 

темы Т появляется раньше, чем фотосистемы ТТ; правдоподобно, наи- 

более замедленным в развитии является система, разлагающая воду; 

4) в начальном периоде аккумуляции хлорофилла эффективность 

передачи энергии электронного возбуждения из энергетических антен 

в центры реакции постепенно увеличивается; 

5) до сих пор отсуствуют такие экспериментальные данные, кото- 

рые позволили бы разработать общую модель развития фотосинтетичес- 

кой единицы. Однако полученные результаты свидетельствуют о том, 

что у высших растений происходит постепенное увеличение фотосинте- 

тических единиц, вызванное относительно более интенсивной аккуму- 

ляцией антенных пигментов, а у низших растений ( Euglena gracilis,
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Chlamydomonas reinhardii Y-1) реорганизация в пределах тилако- 
идных мембран приведет к уменьшению числа молекул пигментов в какж- 
дом фотосинтетической единице. 

5. Więckowski 

PRIMARY PHOTOCHEMICAL REACTIONS AND ELECTRON TRANSPORT 

IN DEVELOPING CHLOROPLASTS | 

Summa ry 

The review ef works on some aspects of the photosynthetic 

apparatus development is the subject of this article. The presen- 

ted data indicate as follow: 

1) transformation of protochlorophyllide into chlorophyllide 

a in vivo runs through some intermediate steps including two pho- 

tochemical reactions, 

2) there does not exist any simple correlation between the 

chlorophyll accumulation and changes in the photosynthetic rate, 

3) the activity of photosystem I seems to appear earlier than 

the activity of photosystem II in etiolated leaves exposed to li- 
ght, 

4) the efficiency of energy migration from light-harvesting 

pigments into reaction centers increase at the early phase of chlo- 
rophyll accumulation, 

5) unsufficient experimental resulte do not allow for elabo- 

ration the general scheme of the photosynthetic unit development. 

It seems hovever that in higher plants photosynthetic units incre- 

ase gradually due to the more intensive accumulation of antenna 
pigments, whereas in some algae Euglena gracilis, Chlamydomonas 
reinhardii Y-1 diminishing of the size of photosynthetic units 
that occur at the earlier phase of greening seems to be connected 
with reorganization of pigment molecules within thylakoid membra- 
nes.


