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Abstract: The most important disease of European chestnut (Castanea sativa Mill.) is chestnut blight 

caused by the fungus Cryphonectria parasitica (Murrill) Barr which induces yield reduction in Europe 

and North America. This study aimed  to  investigate  the  impacts of C. parasitica  infection on  the 

physiological and biochemical characteristics of European chestnut at two different growth stages, 

3  and  6  weeks  after  the  infection.  The  amount  of  photosynthetic  pigments  (chlorophyll‐a, 

chlorophyll‐b, and carotenoids), the relative chlorophyll content, and the photochemical efficiency 

of  the  photosystem  II  (PSII) were measured  in  the  leaves  above  and  below  the  virulent  and 

hypovirulent C. parasitica infections. The highest values were measured in the control leaves, the 

lowest values were in the leaves of the upper part of virulent necrosis. Antioxidant enzyme activities 

such as ascorbate peroxidase (APX), guaiacol peroxidase (POD), and superoxide dismutase (SOD), 

proline, and malondialdehyde concentrations were also  investigated.  In each of  these measured 

values, the lowest level was measured in the control leaves, while the highest was in leaves infected 

with the virulent fungal strain. By measuring all of these stress indicator parameters the responses 

of chestnut  to C. parasitica  infection can be monitored and determined. The  results of  this study 

showed that the virulent strain caused more pronounced defense responses of chestnut’s defense 

system. The measured parameter above the infection was more exposed to the blight fungus disease 

relative to the leaves below the infection. 

Keywords:  antioxidant  enzyme  activities; biotic  stress; Castanea  sativa;  chestnut;  chestnut blight 

(Cryphonectria parasitica); photosystem efficiency 

 

1. Introduction 

The impact of climate change is evident across the globe. Average temperatures are 

rising in many parts of the world, and in parallel, weather extremes are becoming more 

common [1]. This is already observed because global warming has a significant impact on 

terrestrial biological systems [2]. The range of many animal and plant species has shifted 

further  north  [3].  The  virulence  of  plant  pathogenic microorganisms  and  the  disease 
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process they cause can also be significantly altered by climate change [4]. It is estimated 

that 20–30% of the world’s plant and animal species will be doomed to certain extinction 

if global temperature rises reach 1.5–2.5 °C [5]. Pests are better able to adapt to climate 

change relative to plants because they can change habitat and find new food resources, 

these  are  called polyphages  [6],  or pests  can naturally hybridize  to  adapt  to  the new 

environmental conditions [7].   

In  this  study, we  examined  the  European  sweet  chestnut  (Castanea  sativa Mill.) 

belonging  to  the  family of  Fagaceae  and  one  of  the major  fungal  species damaging  it, 

Cryphonectria parasitica [8]. The average temperature of 10–11.5 °C per year and the annual 

rainfall of 600‐1600 mm is optimal for sweet chestnuts. However, due to climate change, 

the  amount  and  distribution  of  precipitation  are  uncertain  in most  chestnut‐growing 

areas,  including Hungary,  and  the  average  annual  temperature  is  also  increasing  [9]. 

According to the statistics of the Hungarian National Meteorological Service, the average 

temperature was 1.1 °C higher in 2020 than the average measured in the period 1981–2010 

[10]. The distribution of precipitation is extreme, as a fraction of the average amount fell 

during the spring period. On average, we had the 4th driest spring in the last 120 years, 

while in June there was more than 50% more rain in 2020 [11].   

Chestnut  blight  caused  by Cryphonectria  parasitica  [12]  attacks  Fagaceae,  including 

sweet chestnuts, as a biotic stress factor it causes adverse changes in the plant’s transport 

tissues  [13,14],  secretes  toxins  and  oxalic  acid  that  break  down  plant  cell walls  and 

generate  cankers  on  tree  bark  [15–17].  They  cause  fundamental  damages  to  the 

physiological processes of the plant by partially or completely drying the branches above 

the necrosis [18]. They can also affect  the  function and activity of antioxidant enzymes 

[16]. The necrosis fungus, similar to chestnut blight, attacks the transport tissues of the 

tree’s bark at temperatures ranging between 18 and 27 °C [19]. The germination optimum 

of C. parasitica spores is 21 °C [20], while the ejection of ascospores is between 15 and 25 

°C [21]. 

The fungus has 74 EU vegetative compatibility strains in Europe [22]. In our earlier 

experiment, the growth of Cryphonectria parasitica was measured on six different types of 

media and diverse temperatures (from 5 °C to 35 °C) [23]. It can be assumed, that some 

strains are more vigorous  than others  [24] and  the virulence  intensity depends on  the 

weather conditions  too, so climate change can be a  fundamental  factor. Chestnut  trees 

may die in a few years due to a high virulent strain and only some necrosis may occur on 

branches due to others. 

The primary defense system of plants is usually their cuticle, but when pathogens 

breach this barrier, they react to the damage with some physiological change, such as the 

production of various compounds, possibly decreasing or  increasing  the production of 

some enzymes, and their quantitative change is well‐measurable [25]. Furthermore, the 

reactive oxygen species (ROS) in plants, despite their destructive effects, are secondary 

indicators [26]. When plants produce ROS moderately, they may indicate stress tolerance, 

e.g., induced hydrogen peroxide improved the drought tolerance responses in soybeans 

[27].  Under  oxidative  stress  conditions  caused  by  biotic  stressors,  the  activity  of 

antioxidant enzymes, including superoxide dismutase (SOD), guaiacol peroxidase (GPX), 

and  ascorbate  peroxidase  (APX),  are  increasing  [25,28].  Proline  is  one  of  the  basic 

molecules  that  indicates oxidative  stress  conditions  [29]. Under  the  influence of biotic 

stress, its level initially decreases sharply and then begins to rise [30].   

Szőke et al. [31] investigated the effect of corn smut (Ustilago maydis) infection. Their 

results showed that some physiological processes in maize (antioxidant enzyme activity) 

were significantly influenced by the presence of the fungus. In this experiment, we also 

investigated the impacts of other kinds of fungus, namely chestnut blight fungus. Whether 

the change in some enzyme activity in the leaves above (F) and below (A) the infection 

can be measured in the case of sweet chestnut plants artificially infected with bark cancer 

fungus even before the fungal infection causes visible symptoms. The C. parasitica fungus 

has two basic variants in terms of pathogenicity: virulent and hypovirulent types. In the 
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case of infection caused by the hypovirulent strain, only superficial necrosis occurs, which 

quickly becomes callus  [32]. This  is due  to the decreased virulence of the hypovirulent 

isolate  [33,34]. The phenomenon of hypovirulence  is caused by  the modification of  the 

physiological function of the pathogen due to the mycovirus found in the cytoplasm of 

the fungus [35]. This double‐stranded RNA‐containing virus without coat protein [36] is 

Cryphonectria hypovirus (CHV1). Field biological control with hypovirulent fungal strains 

is very common, especially on the European continent, where this method has proven to 

be effective in controlling the pathogen [37,38].   

2. Results 

There were no significant differences in relative chlorophyll content during the first 

measurement in the leaves below the infection (A). However, the values measured in the 

leaves  located above the  infection (F) were significantly  lower compared with the non‐

infected  control  (Control  F). At  the  time  of  the  second measurement,  the  difference 

between  the  leaves  from  the control and  infected branches was visible. The measured 

SPAD values in both the hypovirulent and virulent fungus‐infected branches were lower 

compared with the first measurement (Figure 1). 

 

Figure  1. Chlorophyll‐a,  chlorophyll‐b,  carotenoids,  and  relative  chlorophyll  content  (SPAD‐Units)  after  the  artificial 

infection (first measurement after 21 days from infection, second measurement after 42 days). Values are means ± SD, n = 

25. Significant differences among samples based on the Tukey‐HSD test. F: leaves above the infection, A: leaves below the 

infection. 

During  the  first sampling,  the value of chlorophyll‐a  in  the smaller control  leaves 

(Control‐A)  developed  similarly  as  in  the  leaves  above  the  branch  infected with  the 

virulent fungus (Virulent‐F), but this similarity no longer existed for the second sampling. 

At this point, the value of chlorophyll in control leaves (Control‐A, Control‐F) is already 

three times as high as near necrosis. That is, infection (especially as the disease process 

progressed) had a very negative effect on chlorophyll synthesis (Figure 1). In the second 

measurement,  chlorophyll‐a was  significantly  high  for  the  leaves  below  hypovirulent 



Plants 2021, 10, 2136  4  of  15 
 

 

fungal  strain  (Hypovirulent A)  treatment  than  the  leaves  in  the  same position on  the 

branch treated with the virulent strain (Virulent A).   

Chlorophyll‐b followed the same pattern as chlorophyll‐a. The highest values were 

measured in the control leaves, followed by the leaves above the hypovirulent and viru‐

lent lesions (Figure 1). In the second measurement, the value for chlorophyll‐b around the 

necrosis was statistically  lower  than  in  the control  leaves, and there was no significant 

difference in the values measured in the leaves below and above the necrosis. 

The carotenoids concentration did not show any spectacular differences between the 

samples during the first sampling; however, the carotenoids concentration measured in 

the control  leaves (Control‐A, Control‐F) during the second sampling was significantly 

higher than in the leaves below the necrosis (Hypovirulent‐A, Virulent‐A). Lower values 

were observed in the leaves above necrosis (Hypovirulent‐F, Virulent‐F) (Figure 1).   

In fluorometer measurements, there were no significant differences in Fm/Fv values 

during  the  first  sampling;  however, we measured  the  highest  values  in  adult  control 

leaves (Control‐F), followed by leaves of hypovirulent fungus‐infected parts, and the low‐

est fluorescence was measured among the leaves of a branch infected with virulent fungi 

(Figure 2).   

 

Figure 2. Measured chlorophyll‐a fluorescence (variable fluorescence/maximum fluorescence) at 21 and 42 days after in‐

oculation with hypovirulent and virulent fungal strains. Values are means ± SD, n=5. Significant differences among sam‐

ples based on the Tukey‐HSD test. F: leaf above the infection, A: leaf under the infection. 

The destructive effect of the virulent fungal strain was already observed in the Fv/Fo 

values, as here we measured a statistically lower quotient in the leaves than in the leaves 

in the branch damaged by the hypovirulent fungus, as well as in the control (Control‐F) 

leaves. The trend was similar in the second sampling, but in the case of lowest fluores‐

cence was measured in the leaves from the branches infected by the hypovirulent strain 

(Hypovirulent‐A, Hypovirulent‐F) (Figure 2). 

Plant responses to biotic stress in terms of SOD values are well‐shown in Figure 3. 

While the values measured in the leaves above the necrosis (Hypovirulent‐F, Virulent‐F) 
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decreased, in the case of those below (Hypovirulent‐A, Virulent‐A) there was an increas‐

ing tendency in the first measurement to the control leaves (Control‐A, Control‐F) com‐

pared. However, in the case of the second sampling, the SOD values around the necrosis 

following the stress response were statistically significantly higher than in the case of con‐

trol (Control‐F, Control‐A) leaves. 

 

Figure 3. The effect of Cryphonectria parasitica hypovirulent and virulent strains on SOD activity of 

Castanea sativa, 21 and 42 days after infection. Values are means ± SD, n=5. Significant differences 

among samples based on the Tukey‐HSD test. F: leaf above the infection, A: leaf under the infection. 

The results of lipid peroxidation measurements at the time of the first sampling were 

also statistically higher in the leaves above hypovirulent (Hypovirulent‐F) and virulent 

(Virulent‐F) necrosis than in the control leaves. The amount of malondialdehyde (MDA) 

measured in leaves under artificial infection (Hypovirulent‐A, Virulent‐A) was similar to 

that in control leaves (Control‐A). These differences changed somewhat during the second 

sampling, however, the values of the leaves above the infections (Hypovirulent‐F, Viru‐

lent‐F) were also statistically different from the others but were similar to each other (Fig‐

ure 4). 
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Figure 4. The malondialdehyde (MDA) concentration after infection (21 and 42 days). Values are means ± SD, n=5. Signif‐

icant differences among samples based on the Tukey‐HSD test. 

Similar  to  the data  obtained  for MDA,  the measurements  of  guaiacol peroxidase 

(POD) at the first sampling in leaves above the branch (infected with both types of fungi) 

(Hypovirulent‐F, Virulent‐F) were statistically higher compared with  the other  results. 

However, they also differed statistically from each other and the control (Control‐F, Con‐

trol‐A) plants (Figure 5). 

At the time of the second sampling, the values measured in the leaves above necrosis 

(Hypovirulent‐F, Virulent‐F) were statistically different from the values measured in the 

other leaves and they also differed from each other. Plant physiological changes caused 

by virulent fungal infection are well‐measurable (Virulent‐F was highest). At that time, 

the POD activity was higher (5% significance level) even in the leaves under necrosis (Vir‐

ulent‐A) than in the leaves of the branches infected with the hypovirulent fungal strain 

(Hypovirulent‐A). 

 

Figure 5. POD activity in chestnut leaves 21 and 42 days after Cryphonectria parasitica infection. Val‐

ues are means ± SD, n=5. Significant differences among samples based on the Tukey‐HSD test. 
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The results of ascorbate peroxidase (APX) activity also show that the values meas‐

ured in the leaves above the necrosis (Hypovirulent‐F, Virulent‐F) were statistically higher 

in the control (Control‐A and Control‐F) and below the necrosis (Hypovirulent‐A), com‐

pared with values measured in Virulent‐A leaves. Furthermore, the values of APX meas‐

ured  in  leaves above virulent  injury  (Virulent‐F) and  leaves of branches  infected with 

hypovirulent fungi (Hypovirulent‐F) also differed. Due to virulent fungal infection, this 

value was 30% higher compared with hypovirulent infection. These differences were sim‐

ilar in the second sampling (Figure 6).   

 

Figure 6. The activity of ascorbate peroxidase 21 and 42 days after the infection. Values are means ± SD, n=5. Significant 

differences among samples based on the Tukey‐HSD test. 

At the time of the first sampling, the leaves of the control plants had higher proline 

levels than the other fungal‐infected plants. However, in the case of the second sampling, 

the leaves above the lesion (Virulent‐F) of the plants treated with the virulent strain had 

the highest proline content, which was also statistically different from the other values. In 

addition, all measured values were higher compared with the first sampling (Figure 7). 

a

b

d

b b
b

a

c

e

b b

bc

0.00

0.10

0.20

0.30

0.40

0.50

0.60

Control F Hypovirulent F Virulent F Control A Hypovirulent A Virulent A

A
P
X
 a
ct
iv
it
y

(µ
m
o
l a
sc
o
rb
at
e
 o
xi
d
iz
e
d
 m

g 
p
ro
t‐
1
m
in

‐1
) 1st sampling

2nd sampling



Plants 2021, 10, 2136  8  of  15 
 

 

 

Figure 7. Proline content in leaves 21 and 42 days after infection. Values are means ± SD, n=5. Sig‐

nificant differences among samples based on the Tukey‐HSD test. 

3. Discussion 

Most research has focused primarily on plant responses to abiotic stress [27,39‐42], 

but there is also an increasing number of studies that also examine some form of biotic 

stress factors [11,43–45]. The crops included in the experiments come primarily from the 

most important crops, such as maize. According to several studies, plant antioxidant en‐

zyme processes are significantly influenced by biotic stressors, and this can be well‐meas‐

ured by changes in the production of antioxidant enzymes [46,47]. The sweet chestnut is 

not as economically  important as corn or wheat. Its products can also be consumed by 

diabetics and gluten‐sensitive people, so  its  importance has greatly  increased  in recent 

decades and is expected to increase further [48]. This study observed the extent to which 

enzymatic responses are altered by biotic stress under the  influence of one of the most 

frequently attacking fungi, Cryphonectria parasitica. 

During  the evaluation after measuring  the SPAD values,  it was already seen  that 

there was a significant negative difference in the chlorophyll concentrations of leaves de‐

veloped on branches infected with fungi (hypovirulent and virulent type) compared with 

healthy leaves (control). At the time of the second measurement, similar results were ob‐

tained, with a clear difference between the SPAD values of healthy leaves and leaves de‐

veloping on fungal‐infected branches. Szőke et al. [49] also measured lower SPAD values 

in maize plants infected with smut (Ustilago maydis) compared with control plants, as did 

Frommer et al. [50]. 

At  the  first  sampling  time,  the values of  chlorophyll‐a  in  the  control  leaves were 

higher than in the leaves of the branch parts damaged by the virulent fungal strain with 

strong destructive properties. However, stress due to infection by the hypovirulent fungal 

strain also reduced chlorophyll levels by nearly 80% compared with Control‐F leaves. This 

experiment showed a more drastic change  than  the studies of smut  in a corn plant by 

Horst et al. [51], where the reduction in chlorophyll was only around 10% due to fungal 

infection. Chlorophyll‐b values developed similarly in control and infected leaves. Lobato 

et al.  [52] examined  the  impacts of Colletotrichum  lindemuthianum  infection on common 

beans’ photosynthetic pigment content. They found that the concentration of carotenoid 

was 28.3% and 35% lower in the infected beans’ leaves relative to the non‐infected ones 8 

and 12 days after the infection. Additionally, they found a correlation between the total 

chlorophyll level and the rate of photosynthesis. In this study, the carotenoids concentra‐

tion did not change significantly in the leaves located above the infection. While the meas‐

ured values were significantly higher in the leaves below the chestnut blight infection 3 
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weeks after the infection. The carotenoid concentration significantly decreased by 61.56% 

and 58%  in  the  leaves  from  the branches  infected by hypovirulent and virulent strains 

below the infection, 57% and 50% above the infection (Figure 1).   

Biotic stressors also have a negative effect on photosystem II (PSII) processes. Several 

studies have been conducted  in  this  regard, such as  the  interactions between oats and 

crowned rust (Puccinia coronata) in the 1996 [53] experiments of Scholes and Rolfe. Their 

results showed a decrease  in Fv/Fm values  in  infected plants, as  in our studies  in sweet 

chestnuts due  to bark  fungal  infection. This decrease was also statistically measurable. 

Similar studies have been performed on oaks (Quercus petraea) belonging also to the Faga‐

ceae family. Repka [54] measured the effect of powdery mildew (Erysiphe cichoraceum) on 

PSII processes in oak leaves. He found that the fluorescence was significantly reduced by 

the presence of the fungus. We came to a similar result in this study. In healthy plants, the 

Fv/Fm value was almost 10% higher in the first measurement than in the leaves measured 

above virulent necrosis (Virulent‐F), while it was already 16% higher in the second meas‐

urement.   

Savaci et al. [55] performed similar studies on sweet chestnuts. Chlorophyll‐a and ‐

b, as well as carotenoid values, protein, the activity of superoxide dismutase (SOD) and 

ascorbate peroxidase (APX), were measured in the leaves of old chestnut trees, as well as 

in the leaves of middle‐aged and young trees and the leaves of bark‐infected trees. The 

results of Savaci et al. [55] showed that carotenoid content, APX, and SOD values were 

lower in infected trees than in healthy ones, while their protein content was higher. In this 

experiment,  we  demonstrated  that  SOD  values  were  lower  in  leaves  from  infected 

branches than in healthy ones during both the first and second sampling. However, this 

difference was not significant in all cases. In the first sampling, the superoxide dismutase 

(SOD) values measured  in  the smaller control  leaves  (Control‐A) were similar  to  those 

measured  in  the  leaves above  the  infected branches  (Hypovirulent‐F, Virulent‐F) with 

measured data of leaves developing under infected branches (Hypovirulent‐A, Virulent‐

A). This may be since the measurements were performed on day 35 after budburst, when 

the plant fluid flowed intensively from the roots into the upper part of the plants, suggest‐

ing that the superoxide dismutase enzyme was affected by the presence of  the fungus, 

therefore,  there were significant differences  in  the measured SOD values  in  the  leaves 

above (Virulent‐F, Hypovirulent‐F) and below the lesions (Virulent‐A, Hypovirulent‐A). 

Savaci et al. [55] collected their examined leaf samples in August, so about 80‐100 days 

after budburst, which may be the reason for the substantial deviation of our results from 

theirs. At the time of the second measurement, we already found a clear difference be‐

tween the control, hypovirulent and virulent fungus‐infected plants. The results of chlo‐

rophyll‐a, chlorophyll‐b, and carotenoids content measured were significantly higher in 

the case of larger leaves of control plants (Control‐F). In this case, too, we hypothesize that 

we obtained different results than Savaci et al. [55] due to the intense root water and nu‐

trient flow during initial plant development. 

The activity of ascorbate peroxidase developed similarly to the studies of Savaci et 

al. [55]. In the leaves growing on the branch infected with the potent necrotizing virulent 

strain, higher values were obtained above and below the lesion (at a significance level of 

5%) during the second sampling. 

Changes in proline levels in plants indicate abiotic and biotic stressors [56]. Thus, a 

biotic factor may initially decrease proline levels in plants [20], as confirmed by the current 

study. At the time of the second measurement, however, a verifiable difference was ob‐

tained between the leaves of the control and infected branches. A 30% higher proline level 

was measured in the leaves of the branches damaged by the virulent fungus. 

Based on the results, we state that both the virulent and hypovirulent versions of the 

fungal species Cryphonectria parasitica infecting sweet chestnuts cause significant physio‐

logical changes in the host plant and the activity of antioxidant enzymes such as SOD and 

POD. This can be well‐detected even with simpler tests (such as relative chlorophyll and 
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photosynthetic pigments content measurements) even in the very early stages of the fun‐

gal infection. In conclusion, this experiment proved that the virulent and the hypovirulent 

strains of C. parasitica infection caused different defense responses of sweet chestnut. The 

results of this experiment proved our hypothesis that the responses of leaves above the 

chestnut blight infection are more pronounced relative to the leaves below the infection. 

In addition, the more virulent strain caused more severe damage to the sweet chestnut 

(based on measuring the amount of photosynthetic pigments, the relative chlorophyll con‐

tent, and the photochemical efficiency of the photosystem II), and that this more virulent 

strain elicited a more intensive defense reaction (indicated by measuring of antioxidant 

enzyme activities, and concentrations of proline and malondialdehyde). This means that 

the strong virulence of that strain is not caused by the down‐regulation of plant defense 

mechanisms. 

4. Materials and Methods 

4.1. Experimental Conditions and Treatments 

This experiment was set up by infecting chestnut branches with both pathogenicity 

types of the fungus (virulent and hypovirulent). This study aimed to examine the defense 

responses of sweet chestnut to a virulent and a hypovirulent strain of C. parasitica infec‐

tion. This study hypothesized that the responses of chestnut to the examined infection are 

more pronounced in the leaves above the C. parasitica infection because the part of the tree 

above the canker starts to die after the  infection. The samples were taken from the leaf 

located below and above the infection, 3 weeks (21 days) and 6 weeks (42 days) after the 

artificial  infection. The sampling  times were determined based on our previous  fungal 

growth studies on the medium [36] and Guérin and Robin’s ascospore scattering experi‐

ment [21].   

The experiment was  carried out on 5‐year‐old Hungarian  (Nagymarosi 22)  sweet 

chestnut  (Castanea  sativa Mill.)  samplings  from a South‐Transdanubian breeding  farm. 

Virulent and hypovirulent isolates of Cryphonectria parasitica from the strain collection of 

the Institute of Plant Protection of the University of Debrecen were used for artificial in‐

fection. The virulent strain is from Tiszafüred, a highly developed fungus, belonging to 

the EU‐2 vegetative compatibility group, while the hypovirulent strain was from a Nagy‐

maros district, also from this vegetative comparative group. 

These were propagated on a Potato Dextrose Agar medium and placed under  the 

bark in an approximately 0.5 cm × 0.5 cm mycelium‐medium cube sealed with parafilm. 

In each case, the infection was carried out on branches approximately one centimeter in 

diameter to ensure necrotization of the spleen and cambium. Our previous experiments 

revealed [57] that the death of the bark on the thin branches was evident 4–5 weeks after 

infection and  leaf drying  symptoms occur 6–8 weeks post‐infection. The budburst oc‐

curred after a short warmer period, followed by an artificial infection on day 14 (6 May 

2021), and sampling on days 35 and 57 after budburst. The first sampling was on May 27, 

2021, the 3rd week after the artificial infection. The time of the second sampling was June 

16, 2021, 6 weeks after infection. 

The experiment was carried out under non‐irrigated conditions. The weather and the 

soil condition database measured and collected by the Institute of Plant Protection, Uni‐

versity of Debrecen’s experimental site (47°33′07.7′’ N 21°36′00.3′’E). April was cool, barely 

reaching an average temperature of 10 °C by the middle of the month (Figure 8), which 

was not suitable for either sweet chestnut or fungal development. Therefore, no artificial 

infection occurred at  this  time. At  the beginning of May,  the average  temperature was 

between 10 and 15 °C, with a maximum of 15–25 C, which is more optimal for the plant 

and the fungus that infects it [22].   
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Figure 8. Temperature changes and precipitation in the experimental area from 15 April 2021 to the 

2 weeks following the last sampling. The data originate from the Institute of Plant Protection, Uni‐

versity of Debrecen’s meteorological station (47°33′07.7′’ N 21°36′00.3′’ E). 

The amount of natural precipitation in the 2 weeks before infection was around 20 

mm. This amount corresponds  to  the amount of average annual precipitation  [58]. No 

exceptionally large amounts of precipitation fell during the entire experiment, so this did 

not affect  the development of our results. After the  first sampling, a wetter period  fol‐

lowed, but even then, no more rain fell than average (Figure 8).   

At the time of the first sampling (May 27, 2021), symptoms indicating the presence 

of the fungus, such as leaf dehydration, were not yet visible near the artificial lesion, even 

the typical orange stroma of the virulent fungus and the characteristic brown bark tissue 

necrosis did not appear. Control‐A leaf samples from the control plant were smaller, typ‐

ically weighing less than 0.5 g and 8–10 cm long, 3–4 cm wide, and were collected from 

the lower third of the shoot. While the Control‐F samples were between 0.5 g and 0.8 g, as 

well as 13–14 cm long and 5–6 cm wide, taken from the middle third of the seedling. In 

the period of the second sampling (June 18, 2021), the leaf samples had similar parameters. 

Even at this time, we did not observe any leaf‐drying symptoms suggestive of fungal ex‐

posure; however, they were already conspicuous in the week of the following sampling, 

so they occurred at week 7 after artificial infection.   

4.2. Quantity of the Photosynthetic Pigments 

The relative chlorophyll content of the leaf was measured with a SPAD‐502+ Chloro‐

phyll Meter (Minolta, Japan). The concentration of photosynthetic pigments was meas‐

ured based on Moran and Porath [59] and calculated according to Welburn [60]. A fifty 

mg fresh leaf tissue sample was taken dissolved in 5 mL of N, N‐dimethylformamide at 4 

°C for 72 h. During the measurements, the absorbance at 480 nm, 647 nm, and 664 nm was 

measured at three wavelengths using a spectrophotometer (Nicolet Evolution 300 UV‐Vis 

Spectrometer). 

4.3. Measurement of Photochemical Efficiency   

The photosystem II (PSII) photochemical efficiency was determined using the pulse 

modulated chlorophyll fluorescence induction method [61,62] with an OS5p+ pulse‐mod‐

ulated portable chlorophyll fluorimeter (Opti‐Sciences, Hudson, USA). Five leaves from 

each treatment (control, virulent and hypovirulent fungal strains) were used to measure 
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the photochemical efficiency. The leaves were dark‐adapted for 20 min before the meas‐

urements, to detect the minimum chlorophyll‐a fluorescence (Fo). The measurements were 

taken at 10:00 a.m. at both sampling times.   

4.4. Enzyme Assays 

Samples  (10‐10  leaves, below and above  the artificial  infection) were preserved  in 

liquid nitrogen at the time of collection and stored at ‐80 °C until processed. The method 

developed by Beyer and Fridovich [63] was used to measure superoxide dismutase (SOD) 

activity. A frozen leaf sample (0.4 g) was pulverized in liquid nitrogen to a fine powder. 

Thereafter, 4 mL of buffer solution was added. This buffer contained 2 mL of 50 mM phos‐

phate buffer (pH 7.8) and 0.1 mM EDTA, 1% (w/v) polyvinylpyrrolidone (PVP) and 1 mM 

phenylmethanesulfonyl fluoride (PMSF). The samples were then centrifuged at 10,000 g 

for 15 min. One unit of SOD was defined as the amount of enzyme required to cause 50% 

inhibition of the reduction in NBT as monitored at 560 nm. 

The method developed by Zieslin and Ben‐Zaken [64] was followed for guaiacol pe‐

roxidase (POD) activity. The reaction mixture consisted of 50 μL 0.2 mM hydrogen perox‐

ide, 100 μL 50 mM guaiacol, 340 μL distilled water, 500 μL 80 mM phosphate buffer (pH 

5.5), and 10 μL enzyme. An increase in absorbance as a result of tetraguaiacol formation 

was measured at 470 nm for 3 min at 30 °C. The blank did not contain the enzyme. An 

extinction coefficient of 26.6 mM−1 cm−1 was used to calculate the enzyme activity. 

A method described by Mishra et al. [65] was modified for the determination of ascor‐

bate peroxidase (APX) because no specific literature was available for the measurement 

of this enzyme from sweet chestnut leaves. The modifications were as follows: the assay 

mixture (1 mL) consisted of 520 μL of 50 mM potassium phosphate buffer (pH 7.0), 200 

μL hydrogen peroxide (0.1 mM), 180μL sodium ascorbate (0.5 mM), 50 μL ethylenedia‐

mine‐tetraacetic acid (0.1 mM EDTA), and 50 μL enzyme extract. The reaction was initi‐

ated by adding the enzyme extract. A decrease in absorbance as a result of ascorbate oxi‐

dation was measured at 290 nm for 5 min at 20 °C against a blank in which the enzyme 

was replaced with phosphate buffer. An extinction coefficient of 2.8 mM−1 cm−1 was used. 

4.5. Rate of Lipid Peroxidation 

The method used to measure the rate of lipid peroxidation was developed by Heath 

and Packer [66]. The liquid nitrogen powdered leaf tissues (0.1 g) were homogenized in 1 

mL 0.25% (w/v) thiobarbituric acid (TBA) and 10% (w/v) trichloroacetic acid (TCA) was 

added. The samples were centrifuged at 10,800× g for 25 min at 4 °C. Supernatants (0.2 

mL) were used and added to 0.8 mL 20% (w/v) TCA and 0.5% (w/v) TBA (into a clean 

Eppendorf tube). The mixture was vortexed and incubated at 95 °C for 30 min, followed 

by cooling on ice and centrifuged once at 10,800× g for 10 min at 4 °C. The absorbance was 

measured at 532 and 600 nm. The amount of malondialdehyde  (MDA) was calculated 

with the use of an extinction coefficient of 155 mM−1 cm−1. 

4.6. Proline Determination   

The method of Carillo and Gibon [67] was followed with some modifications. Liquid 

nitrogen powdered leaf tissue (0.3 g) was homogenized in 6 mL 70% (v/v) ethanol [68]. 

One mL ninhydrin  (1% ninhydrin  (w/v)  in 60% (v/v) acetic acid) was added  to 500 μL 

ethanolic extract (in 1.5 mL Eppendorf tube). The samples were incubated at 95 °C for 20 

min, cooled off, and centrifuged at 12,000× g for 1 min. The absorbance of samples was 

measured at 520 nm, and the amount of proline was calculated from the proline standard 

curve. 

4.7. Statistical Analyses 

The statistical evaluation of the results was performed with the IBM SPSS 25 soft‐

ware. The normality of the data was determined by the Shapiro–Wilk and Kolmogorov–



Plants 2021, 10, 2136  13  of  15 
 

 

Smirnov tests. The results were then compared using the Tukey‐HSD test. Five samples 

per treatment and per parameter were used for the statistical evaluation. 

Author Contributions: G.E.K.: investigation, visualization, writing original draft preparation, L.S.: 

data curation, investigation, formal analysis, writing ‐ review and editing, B.T.: conceptualization, 

funding, resources, methodology, supervision, writing ‐ review and editing, B.K.: resources, C.B., 

Á.I.: investigation, L.R.: writing ‐ original draft preparation, M.J.M.: validation, writing ‐ review and 

editing, L.R.: conceptualization,  funding, methodology, resources, supervision, writing  ‐ original 

draft. All authors read and approved the manuscript. 

Funding: This study was supported by a grant from the “Debrecen Venture Catapult Program” 

(EFOP‐3.6.1‐16‐2016‐00022) and “Innovative science workshops in the domestic agricultural higher 

education” (EFOP‐3.6.3‐VEKOP‐16‐2017‐00008) project. Project no. TKP2020‐IKA‐04 has been im‐

plemented with the support provided from the National Research, Development and Innovation 

Fund of Hungary, financed under the 2020‐4.1.1‐TKP2020 funding scheme. 

Institutional Review Board Statement: Not applicable. 

Informed Consent Statement: Not applicable. 

Data Availability Statement: The data presented in this study are available upon request from the 

first author. 

Conflicts of interest: The authors declare that they have no conflict of interest. 

References 

1. Valipour, M.; Bateni, S.M.; Jun, C. Global surface temperature: A new insight. Climate 2021, 9, 81. https://doi.org/10.3390/cli9050081. 

2. Hughes, L. Biological  consequences  of  global warming:  Is  the  signal  already  apparent? Trends Ecol. Evol.  2000,  15,  56–61. 

https://doi.org/10.1016/S0169‐5347(99)01764‐4. 

3. Lenoir, J.; Svenning, J.‐C. Climate‐related range shifts—A global multidimensional synthesis and new research directions. Ecog‐

raphy 2015, 38, 15–28. 

4. Velásquez, A.C.; Castroverde, C.D.M.; He, S.Y. Plant and pathogen warfare under changing climate conditions. Curr. Biol. 2019, 

28, R619–R634. https://doi.org/10.1016/j.cub.2018.03.054. 

5. Országos Meteorológiai Szolgálat (National Meteorogical Service Hungary). Available online: https://www.met.hu/eghajlat/eg‐

hajlatvaltozas/hatasok‐alkalmazkodas/ (accessed on 20 July 2021). 

6. Skendži’c, S.; Zovko, M.; Živkovi’c, I.P.; Leši´c, V.; Lemi´c, D. The impact of climate change on agricultural insect pests. Insects 

2021, 12, 440. https://doi.org/10.3390/insects12050440. 

7. Larson,  E.L.,  Tinghitella,  R.M.;  Taylor,  S.A.  Insect  hybridization  and  climate  change.  Front.  Ecol.  Evol.  2019,  7,  348. 

https://doi.org/10.3389/fevo.2019.00348. 

8. Murolo,  S.;  Angelini,  R.M.D.M.;  Faretra,  F.;  Romanazzi,  G.  Phenotypic  and  molecular  investigations  on  hypovirulent 

Cryphonectria parasitica in Italy. Plant Dis. 2018, 103, 540–545. https://doi.org/10.1094/PDIS‐04‐17‐0517‐RE. 

9. Freitas, T.R.; Santos, J.A.; Silva, A.P.; Fraga, H. Influence of climate change on chestnut trees: A review. Plants 2021, 10, 1463. 

https://doi.org/10.3390/plants10071463. 

10. Országos Meteorológiai  Szolgálat  (National Meteorogical  Service Hungary). Available  online:  https://www.met.hu/eghaj‐

lat/magyarorszag_eghajlata/eghajlati_visszatekinto/elmult_evek_idojarasa/ (accessed 20 July 2021). 

11. Available  online:  https://dailynewshungary.com/2020‐was‐one‐of‐the‐warmest‐years‐in‐hungary‐in‐the‐past‐120‐

years/#:~:text=2020%20began%20with%20an%20average,breaking%20the%20daily%20heat%20record (accessed on 24 August 2021). 

12. Suzuki, N.; Cornejo, C.; Aulia, A.; Shahi, S.; Hillman, B.I.; Rigling, D. In‐tree behavior of diverse viruses harbored in the chestnut 

blight fungus, Cryphonetria parasitica. J. Virol. 2021, 95, e01962–e20. https://doi.org/10.1128/JVI.01962‐20. 

13. Kolp, M.; Fulbright, D.W.; Jarosz, A.M. Inhibition of virulent and hypovirulent Cryphonectria parasitica growth in dual culture 

by  fungi  commonly  isolated  from  chestnut  blight  cankers.  Fungal  Biol.  2018,  122,  935–942.  https://doi.org/10.1016/j.fun‐

bio.2018.05.007. 

14. Eke, I.; Gál, T. Az Endothinia parasitica (Murr) Anderson elterjedése Magyarországon és a védekezés lehetőségei. Növényvédelem 

1975, 11, 405–407. 

15. Havir, E.A.; Anagnostakis, S.L. Oxalate production by virulent but not by hypovirulent strains of Endothinia parasitica. Physiol. 

Plant Pathol. 1983, 23, 369–376. 

16. Hebard, F.V.; Griffin, G.; Elkins, J.R. Developmental histopathology of cankers incited by hypovirulent and virulent isolates of 

Endothia parasitica on susceptible and resistant chestnut trees. Phytopathology 1984, 74, 140–149. 

17. Roane, M.K.; Griffin, G.J.; Elkins, J.R. Chestnut blight, Other Endothia diseases and the Genus Endothia. Monograph series, The 

American Phytopathologycal Society, 1986. APS Press St. Paul, MN, USA, pp. 53. 

18. Radócz, L. Cryphonectria parasitica in a Nagymarosi Szelídgesztenyések Története, Ápolása, Védelme, 1st ed; DE ATC: Hungary, 2006; 

p. 34.; ISBN: 9789633180396. 



Plants 2021, 10, 2136  14  of  15 
 

 

19. Heald, F.D., Studhalter, R.A. Seasonal duration of ascospore explusion of Endothinia parasitica. Am.  J. Bot. 1915, 2, 429–448. 

https://doi.org/10.2307/2434976. 

20. Fulton, H.R. Recent notes on the chestnut bark disease. In Pennsylvania Chestnut Blight Conference Report; Penn State University 

Libaries: Harrisburg, PA, USA, 1912; pp. 48–56. https://digital.libraries.psu.edu/digital/collection/digitalbks2/id/13444 (accessed 

25 July ). 

21. Guérin, L.; Robin, C. Seasonal effect on infection and development of lesions caused by Cryphonectria parasitica in Castanea sativa. 

Forest Pathol. 2003, 33, 223–235. 

22. Peters,  F.S.; Holweg,  C.L.;  Rigling, D.; Meztler,  B.  Chestnut  blight  in  south‐western Germany: Multiple  introductions  of 

Cryphonectria parasitica and slow hypovirus spread. Forest Pathol. 2012, 42, 397–404. 

23. Kovács, G.; Radócz, L. Effect of the media on morphology of Cryphonectria parasitica (Murr.) Barr isolates and their Vegetative 

Compatibility Groups. Acta Agrar. Debr. 2015, 66, 38–42. 

24. Robin, C.; Heiniger, U. Chestnut blight in Europe: Diversity of Cryphonectria parasitica, hypovirulence and biocontrol. For. Snow 

Landsc. Res. 2001, 76, 361–367. 

25. Gimenez, E.; Salinas, M.; Manzano‐Agugliaro, F. Worldwide research on plant defense against biotic stresses as improvement 

for sustainable agriculture. Sustainability 2018, 10, 391. https://doi.org/10.3390/su10020391. 

26. Sharma, P.; Jha, A.B.; Dubey, R.S.; Pessarakli, M. Reactive oxygen species, oxidative damage, and antioxidative defence mech‐

anisms in plants under stressful conditions. J. Bot. 2012, 2012, 1–26. https://doi.org/10.1155/2012/217037. 

27. Moloi, J.M.; van der Merwe, R. Drought tolerance responses in vegetable‐type soybean involve a network of biochemical mech‐

anisms at flowering and pod‐filling stages. Plants 2021, 10, 1502. https://doi.org/10.3390/plants10081502. 

28. You,  J.;  Chan,  Z.  ROS  regulation  during  abiotic  stress  responses  in  crop  plants.  Front.  Plant  Sci.  2015,  6,  1092. 

ttps://doi.org/10.3389/fpls.2015.01092. 

29. Liang,  X.;  Zhang,  L.;  Natarajan,  S.K.;  Becker,  D.F.  Proline  mechanisms  of  stress  survival.  ARS  2013,  19,  998–1011. 

https://doi.org/10.1089/ars.2012.5074. 

30. Qamar, A.; Mysore, K.S.; Senthil‐Kumar, M. Role of proline and pyrroline‐5‐carboxylate metabolism in plant defense against 

invading pathogens. Front. Plant Sci. 2015, 6, 503. https://doi.org/10.3389/fpls.2015.00503. 

31. Szőke, L.; Kovács, G.E.; Radócz, L.; Takácsné Hájos, M.; Kovács, B.; Tóth, B. The physiological changes of sweet corn infected 

by corn smut (Ustilago maydis (DC.) Corda) in greenhouse experiment, NRI Book of Abstracts. In Proccedings of the Plant Pro‐

tection Conference 61, Poznan, Poland, 10–12 February 2021; p. 117; Scientific Session of the Institute of Plant Protection. 

32. Lawson, S.S.; Ebrahimi, A.; McKenna, J.R. Differing responses to Cryphonectria parasitica at two Indiana locations. Forests 2021, 

12, 794. https://doi.org/10.3390/f12060794. 

33. Biraghi, A. Caratteri di resistenza in “Castanea sativa” nei confronti di “Endothia parasitica.” Boll. Stn. Patol. Veg. 1951, 7, 161–

171. 

34. Grente, J. Les formes hypovirulentes d’Endothia parasitica et les espoir de lutte contre le chancre du châtaignier. Acad. Agric. 

Fr. 1965, 51, 1033–1037. 

35. Krstin, L.; Katani, Z.; Ježi, M.; Poljak, I.; Nuskern, L.; Idžojti, M. Biological control of chestnut blight in Croatia: An interaction 

between host  sweet  chestnut,  its pathogen Cryphonectria  parasitica  and  the biocontrol  agent Cryphonectria  hypovirus  1. Pest. 

Manag. Sci. 2016, 73, 582–589. 

36. Morris, T.J.; Dodds, J.A. Isolation and analyses of double‐stranded RNA from virus‐infected plant and fungal tissue. Phyto‐

pathology 1979, 87, 1026–1033. 

37. Zamora, B.P.; Martín, A.B.; Rigling, D.; Diez,  J.J. Diversity of Cryphonectria parasitica  in western Spain and  identification of 

hypovirus‐infected isolates. Forest Pathol. 2012, 42, 412–419. 

38. Rigling, D.; Prospero, S. Cryphonectria parasitica, the causal agent of chestnut blight: Invasion history, population biology and 

disease control. Mol. Plant Pathol. 2018, 19, 7–20. https://doi.org/10.1111/mpp.12542. 

39. Kovács, G.E., Radócz, L. A Cryphonectria parasitica (Murr.) Barr kórokozó gomba fejlődési hőoptimumának meghatározása bur‐

gonya‐dextróz agar táptalajon a hipovirulens törzsekkel végzendő biológiai védekezés optimalizálására. J. Agr. Sci. 2016, 71, 

29–32. 

40. Tóth, B.;  Juhász, C.; Labuschagne, M.; Moloi, M.J. The  influence of soil acidity on  the physiological responses of  two bread 

wheat cultivars. Plants 2020, 9, 1472. https://doi.org/10.3390/plants9111472. 

41. Abdel‐Farid, I.B.; Marghany, M.R.; Rowezek, M.M.; Sheded, M.G. Effect of salinity stress on growth and metabolomic prolfiling 

of Cucumis sativus and Solanum lycopersicum. Plants 2020, 9, 1626. https://doi.org/10.3390/plants9111626. 

42. Hassan, M.J.; Raza, M.A.; Rehman, S.U.; Ansar, M.; Gitari, H.; Khan, I.; Wajid, M.; Ahmed, M.; Shah, G.A.; Peng, Y.; et al. Effect 

of cadmium toxicity on growth, oxidative damage, antioxidant defense system and cadmium accumulation in two sorghum 

cultivars. Plants 2020, 9, 1575. https://doi.org/10.3390/plants9111575. 

43. Szőke, L.; Makoena, J.M.; Kovács, G.; Biro, Gy.; Radócz, L.; Takácsné, H.M.; Kovács, B.; Rácz, D.; Danter, M.; Tóth, B. The appli‐

cation of phytohormones as biostimulants  in corn smut  infected Hungarian sweet and fodder corn hybrids. Plants 2021, 10, 

1822. https://doi.org/10.3390/plants10091822. 

44. Sobiczewski, P.; Iakimova, E.; Mikiciński, A.; Wêgrzynowicz‐Lesiak, E.; Dyki, B. Necrotrophic behaviour of Erwinia amylovora 

in apple and tobacco leaf tissue. Plant. Pathol. 2017, 66, 842–855. 10.1111/ppa.12631. 



Plants 2021, 10, 2136  15  of  15 
 

 

45. Pathi, K.M.; Rink, P.; Budhagatapalli, N.; Betz, R.; Saado, I.; Hiekel, S.; Becker, M.; Djamei, A.; Kumlehn, J. Engineering smut 

resistance  in  maize  by  site‐directed  mutagenesis  of  LIPOXYGENASE  3.  Front.  Plant  Sci.  2020,  11,  543895. 

https://doi.org/10.3389/fpls.2020.543895. 

46. Kumudini, B.S.; Patil, S.V. Antioxidant‐mediated defense  in  triggering  resistance  against biotic  stress  in plants. Biocontrol 

Agents  and  Secondary Metabolites.  Appl.  Plant  Growth  Protec.  2021,  12,  383–399.  https://doi.org/10.1016/B978‐0‐12‐822919‐

4.00015‐6G. 

47. Nuskern, L.; Tkalec, M.; Jeric, M.; Katanic, Z.; Krstin, L.; Curkovic‐Perica, M. Cryphonetria hypoviurs 1‐induced changes of stress 

enzyme activity in transfected phytopathogenic fungus Cryphonetria parasitica. Microb. Ecol. 2017, 74, 302–3011. 

48. Rai,  S.;  Kaur,  A.;  Chopra,  C.S.  Gluten‐free  products  for  celiac  susceptible  people.  Front.  Nutr.  2018,  5,  116. 

https://doi.org/10.3389/fnut.2018.00116. 

49. Szőke, L.; Kovács, G.E.; Radócz, L.; Hájos, M.T.; Kovács, B.; Tóth, B. Investigation of Ustilago maydis infection on some physio‐

logical parameters and phenotypic traits of maize. IJJIAAR 2020, 4, 396–406. https://doi.org/10.29329/ijiaar.2020.320.1. 

50. Frommer, D.; Radócz, L.; Veres, Sz. Relatív klorofill tartalom változása golyvás üszöggel fertőzött kukorica hibrideknél. Acta 

Agrar. Debr. 2017, 72, 55–58. 

51. Horst, R.J.; Engelsdorf, T.; Sonnewald, U.; Voll, L.M. Infection of maize leaves with Ustilago maydis prevents establishment of 

C4 photosynthesis. J. Plant Physiol. 2008, 165, 19–28. 

52. Lobato, A.K.S.; Goncalves‐Vidigal, M.C.; Filho, P.S.V.; Andrade, C.A.B.; Kvitschal, M.V.; Bonato, C.M. Relationship between 

leaf pigments and photosynthesis in common bean plants infected by anthracnose. N. Z. J. Crop. Hortic. Sci. 2010, 38, 29–37. 

53. Scholes, J.D.; Rolfe, S.A. Photosynthesis in localised regions of oat leaves infected with crown rust (Puccinia coronata): Quantita‐

tive imaging of chlorophyll fluorescence. Planta 1996, 199, 573–582. https://doi.org/10.1007/BF00195189. 

54. Repka, V. Chlorophyll‐deficient mutant in oak (Quercus petraea L.) displays an accelerated hypersensitive‐like cell death and an 

enhanced resistance to powdery mildew disease. Photosynthetica 2002, 40, 183–193. https://doi.org/10.1023/A:1021577521522. 

55. Savaci, G.N. Variation in chemical compounds of chestnut leaves infected by blight disease. In Proceedings of the International 

Ecology 2018 Syposium, Kastamonu, Turkey, 19–23 June 2018; Canbulat, S.; Gültepe, N.; Türkyilmaz, A., Eds.; Kastamonu Uni‐

versity: Kastamonu, Turkey. p. 681; ISBN: 9786054697175. 

56. Zarattini, M.; Forlani, G. Toward unveiling the mechanisms for transcriptional regulation of proline biosynthesis in the plant 

cell response to biotic and abiotic stress conditions. Front. Plant Sci. 2017, 8, 927. https://doi.org/10.3389/fpls.2017.00927. 

57. Radócz, L. Jr. Tölgy (Quercus) Fajok Fogékonyságának Összehasonlító Vizsgálata és „Immunizálása” a Cryphonectria parasitica 

(Murr. Barr) Gombával Szemben. MasterTthesis, Debrecen University, Institute of Plant Protection, Debrecen, Hungary, 2020. 

58. Országos Meteorológiai  Szolgálat  (National Meteorogical  Service Hungary). Available  online:  https://www.met.hu/eghaj‐

lat/magyarorszag_eghajlata/altalanos_eghajlati_jellemzes/csapadek/ (accessed on 20 July 2021). 

59. Moran, R.; Porath, D. Chlorophyll determination in intact tissues using N, N‐dimethylformamide. Plant Physiol. 1980, 65, 478–

479. https://doi.org/10.1104/pp.65.3.478. 

60. Wellburn, R.A. The spectral determination of chlorophylls a and b, as well as  total carotenoids, using various solvent with 

spectrophotometers of different resolution. J. Plant Physiology. 1994, 144, 307–313. 

61. Murchie, E.H.; Lawson, T. Chlorophyll fluorescence analysis: A guide to good practice and understanding some new applica‐

tions. J. Exp. Bot. 2013, 64, 3983–3998. 

62. Fracheboud, Y. Using Chlorophyll Fluorescence to Study Photosynthesis; Institute of Plant Sciences ETH: Zürich, Switzerland, 2006 

63. Beyer WF Jr.; Fridovich, I. Assaying for superoxide dismutase activity: Some large consequences of minor changes in conditions. 

Anal. Biochem. 1987, 161, 559–566. https://doi.org/10.1016/0003‐2697(87)90489‐1. 

64. Zeislin, N.; Ben‐Zaken, R. Peroxidases, phenylalanine ammonia‐lyase and lignification in peduncles of rose flowers. Plant Phys‐

iol. Biochem. 1991, 29, 147–151. 

65. Mishra, N.P.; Mishra, R.K.; Singhal, G.S. Changes  in  the activities of anti‐oxidant enzymes during exposure of  intact wheat 

leaves to strong visible light at different temperatures in the presence of protein synthesis inhibitors. Plant Physiol. 1993, 102, 

903–910. https://doi.org/10.1104/pp.102.3.903. 

66. Heath, R.L.; Packer, L. Photoperoxidation in isolated chloroplasts. I. Kinetics and stoichiometry of fatty acid peroxidation. Arch. 

Biochem. Biophys. 1968, 125, 189–198. https://doi.org/10.1016/0003‐9861(68)90654‐1. PMID: 5655425. 

67. Carillo,  P.;  Gibon,  Y.  Protocol:  Extraction  and  Determination  of  Proline.  2011.  Available  online:  https://www.re‐

searchgate.net/publication/211353600_PROTOCOL_Extraction_and_determination_of_proline (accessed on 04 July 2021). 

68. Hummel, I.; Pantin, F.; Sulpice, R.; Piques, M.; Rolland, G.; Dauzat, M.; Christophe, A.; Pervent, M.; Bouteillé, M.; Stitt, M.; et 

al. Arabidopsis plants acclimate to water deficit at low cost through changes of carbon usage: An integrated perspective using 

growth,  metabolite,  enzyme,  and  gene  expression  analysis.  Plant  Physiol.  2010,  154,  357–372..researchgate.net/publica‐

tion/211353600_PROTOCOL_Extraction_and_determination_of_proline (accessed on 3 July 2021). 

 


