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RESUMO 

A classificação sucessional é baseada em critérios qualitativos bastante 

inconsistentes. O presente estudo foi realizado com o objetivo de quantificar 

alguns aspectos fenotípicos em arbóreas pioneiras e não pioneiras da Floresta 

Atlântica do Espírito Santo. Foram realizadas análises anatômicas, de pigmentos 

cloroplastídicos e de carboidratos solúveis e estruturais em folhas e caule de três 

espécies arbóreas pioneiras (Senna multijuga var. verrucosa, Miconia 

cinnamomifolia e Bixa arborea) e três não pioneiras (Melanoxylon brauna, 

Carpotroche brasiliensis e Neoraputia alba). As espécies pioneiras mostraram 

maior teor de pigmentos cloroplastídicos, densidade estomática, diâmetro dos 

elementos de vaso e de glicose (6% da massa seca – MS), frutose (2,3% da MS) 

e sacarose (7,9% da MS) do caule. As espécies não pioneiras se destacaram 

pela maior espessura do limbo foliar, maior teor de amido (2,8% da MS) e 

polímeros de parede celular foliar (10% de celulose, 15% de hemicelulose e 4% 

de lignina da MS). No caule, o teor desses polímeros em não pioneiras (33% de 

celulose, 24% de hemicelulose e 22% de lignina da MS) foram superiores em 

relação às pioneiras. As hemiceluloses dos dois grupos funcionais sugerem ser 

do tipo xilano (caule) e arabinogalactano (folhas). Considerando que os 

carboidratos solúveis, o amido e os pigmentos são moléculas instáveis sujeitas 

às variações ambientais, concluímos que os polímeros de parede celular sejam 

os mais seguros para caracterizar as classes funcionais. Contudo, a lignina foi o 

composto que mais variou entre os dois grupos funcionais (>100%) indicando 

que o teor desse polímero seja o atributo quantitativo mais confiável para 

identificar espécies pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica. 

Palavras-chave: Sucessão florestal, pioneiras, não pioneiras, atributos 

quantitativos, carboidratos não estruturais, polímeros de parede celular. 
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ABSTRACT 

The succession classification is based on very inconsistent quality 

attributes. The present study aimed to quantify some phenotypic aspects in 

pioneer and non-pioneer tree species of the Atlantic Forest in the state of Espírito 

Santo. Leaves and stem segments of three pioneer species (Senna multijuga var. 

verrucosa, Miconia cinnamomifolia and Bixa arborea) and three non-pioneer 

species (Melanoxylon brauna, Carpotroche brasiliensis and Neoraputia alba) 

were analyzed. The pioneer species showed higher chloroplastid pigments; 

higher stomatal density and vessels elements diameters; higher glucose (6% of 

the dry mass – DM), fructose (2.3% DM) and sucrose contents (7.9% DM) found 

on the stem. Non-pioneer species showed higher leaf thickness, higher starch 

(2.8% DM) and cell wall polymers contents in their leaves (10% cellulose, 15% 

hemicellulose and 4% lignin DM). In the stem, the wall cell polymers contents in 

non-pioneer species (33% cellulose, 24% hemicellulose and 22% lignin DM) 

were higher than the pioneer species. The hemicellulose for both functional 

groups suggest that xylan (stem) and arabinogalactan (leaves) type. Whereas 

the soluble carbohydrates, starch and pigments are unstable molecules subject 

to environmental variations, we conclude that cell wall polymers are safer to 

characterize the functional classes. However, the lignin compound that was more 

varied between two functional groups (>100%) indicating that the content of 

polymer is more reliable quantitative attribute to identify pioneer and non-pioneer 

species from Atlantic Forest. 

Keywords: Forest succession, pioneer, non-pioneer, quantitative attributes, non-

structural carbohydrates, cell wall polymers. 
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1. INTRODUÇÃO 

A conservação da biodiversidade dos ecossistemas florestais tem sido 

uma das principais preocupações da humanidade nas últimas décadas. O plantio 

de arbóreas nativas tropicais encontra-se em ascensão e essa atividade 

depende de informações sobre a aptidão ecológica das espécies florestais em 

suas diferentes classes funcionais (DUZ et al., 2004). 

No entanto, a caracterização das espécies pioneiras, não pioneiras e as 

intermediárias não é tarefa tão simples, pois essa classificação leva em 

consideração apenas os atributos qualitativos pouco precisos (Tabela 01). A falta 

de atributos quantitativos tem criado muitas contradições de informações pois, 

nem sempre a posição das espécies na floresta é confirmada pelos resultados 

em condições de irradiância controlada. Dessa forma, algumas espécies 

consideradas ombrófitas da floresta tropical mostraram elevada sobrevivência e 

capacidade de crescer em pleno sol na fase juvenil (FRIGERI, 2007; 

MENGARDA et al., 2009). Tais contradições podem ser atribuídas à grande 

plasticidade fenotípica de algumas espécies possibilitando que ela mesma seja 

incluída em mais de uma classe ecológica (MACIEL et al., 2003, PAULA et al., 

2004). 

Existem várias propostas para definir as classes sucessionais. De 

maneira geral, dois grupos extremos são distinguidos: a) espécies da categoria 

inicial de sucessão (pioneiras), que germinam, sobrevivem e crescem somente 

em clareiras e são, portanto, mais tolerantes à intensa irradiância e, b) espécies 

da categoria final ou tardia de sucessão (não pioneiras), que exigem ambientes 

sombreados do sub-bosque para se estabelecer (FINEGAN, 1984). Entretanto, 

entre essas duas classes, já se reconhece um grande número de espécies 

ocupando posições intermediárias. Budowski (1965) propôs uma divisão 

baseado nos locais de preferência para crescimento, adotando a seguinte 

terminologia: pioneiras, secundárias iniciais, secundárias tardias e climácicas. 
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Tabela 01: Atributos qualitativos de espécies arbóreas pioneiras e não pioneiras 

(adaptado; BUDOWSKI, 1965; FINEGAN, 1984; WHITMORE, 1990). 

Atributos (funções) Pioneiras Não Pioneiras 

Semente   

Amplitude da dispersão Longas distâncias Curtas distâncias 

Vetores de dispersão Vento, aves Roedores, aves, nenhum 

Massa Leve, pesada Pesada 

Germinação   

Estímulos pela luz Sim Não 

Inibição por vermelho extremo Sim Não 

Planta   

Longevidade Baixa (<10 anos) Alta (>100 anos) 

Tempo para maturidade reprodutiva Curto Longo 

Crescimento Muito rápido Lento ou muito lento 

Madeira Baixa densidade Alta densidade 

Folhas Vida curta Vida longa 

Raízes Superficiais Algumas profundas 

Altura na maturidade Baixa Alta 

Taxas de aquisição de recursos Alta Baixa 

Taxa fotossintética Alta Baixa 

Recuperação após escassez de recursos Rápida Lenta 

Platicidade fenotípica Alta Baixa 

 

A distinção mais concisa entre as classes sucessionais deve levar em 

consideração características ecofisiológicas que permitam ou não as espécies 

ocuparem um determinado ambiente (LÜTTGE e SCARANO, 2007; RIBEIRO et 

al., 2009). Um dos aspectos mais importantes sobre a ecofisiologia das espécies 

florestais está na sua capacidade de responder às variações da luminosidade. A 

disponibilidade de luz é uma das condicionantes ambientais mais importantes no 

estabelecimento da vegetação e na sucessão florestal (GONÇALVES et al., 

2005), pois regula desde os processos morfogenéticos da germinação, até os 

padrões morfofisiológicos do crescimento vegetal nas diferentes classes 

funcionais (CUZZUOL e MILANEZ, 2012). 
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As análises ecofisiológicas mais utilizadas para a distinção das espécies 

quanto ao seu posicionamento na dinâmica florestal são as medidas de 

crescimento. No entanto, ainda não há um critério confiável que estabeleça um 

consenso da relação das análises de crescimento com as classes sucessionais 

(ELLIS et al., 2000). Buscando relacionar espécies tropicais de diferentes 

classes sucessionais com as medidas de crescimento, Souza e Válio (2003) 

constataram que as pioneiras apresentam maior taxa de crescimento tanto em 

pleno sol como na sombra. No entanto, Mengarda et al. (2009) verificaram que 

a espécie Caesalpinia echinata Lam. (Leguminosae - Caesalpinioideae) 

considerada moderadamente tolerante à sombra (intermediária inicial) de 

floresta tropical, apresenta maior velocidade de crescimento em pleno sol. 

Somado a isso, Frigeri (2007), trabalhando com espécies tropicais de diferentes 

classes funcionais, observou maiores taxas de crescimento em sombreamento 

intermediário. Isso mostra que nem sempre as taxas de crescimento seguem 

valores decrescentes das espécies pioneiras para as não pioneiras na fase de 

crescimento inicial. Essa falta de consistência nos padrões de crescimento com 

a posição da sucessão florestal tem sido atribuída à ontogenia. Daí o cuidado 

em não extrapolar os resultados obtidos na fase juvenil para a fase adulta 

(CUZZUOL e MILANEZ, 2012; ZANI, 2014). 

As análises ecofisiológicas com espécies arbóreas sob influência de baixa 

e elevada irradiância têm se concentrado na fase juvenil do desenvolvimento e 

em condições ambientais controladas, havendo poucas informações sobre as 

características ecofisiológicas na fase adulta e in loco. Os fatores mais 

estudados in loco com espécies tropicais é a sazonalidade da precipitação 

(VIEIRA et al., 2005). A precipitação é a variável climatológica mais importante 

na região tropical e fundamental para a caracterização climática. Conhecer a sua 

distribuição sazonal é essencial para a compreensão da dinâmica florestal 

(BRITTO et al., 2006). O estudo da distribuição sazonal da precipitação se torna 

interessante sob diversos aspectos, mas principalmente àqueles relacionados à 

gestão e planejamento dos recursos hídricos e a dinâmica ambiental (ANDRADE 

e NERY, 2011). Uma caracterização precisa das espécies florestais e sua 

relação com os principais fatores do ambiente são essenciais para a construção 

de modelos que permitam prognosticar com precisão a dinâmica florestal. Isto 
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demostra a importância dos trabalhos realizados com espécies in loco, 

compreendendo medições e análises em árvores individuais, nos estudos 

ecofisiológicos que visam avaliar os efeitos dos fatores ambientais na fisiologia 

da planta (MENDES, 2009). 

Diante do exposto, foi elaborado esse estudo visando determinar valores 

quantitativos de algumas características ecofisiológicas como dados 

biométricos, anatomia foliar e caulinar, quantificação de pigmentos e 

concentração de carboidratos não estruturais, estruturais e lignina em folhas e 

caule de algumas espécies pioneiras e não pioneiras bem representativas na 

Floresta Atlântica da Reserva Natural Vale, localizada no norte do Espírito Santo. 

A Reserva Natural Vale está inserida em uma das áreas mais importantes à 

conservação da biodiversidade da Floresta Atlântica, fazendo parte do Corredor 

Central da Floresta Atlântica, representando uma parcela significativa da 

Floresta Atlântica Primária remanescentes do estado do Espírito Santo (JESUS 

e ROLIM, 2005). Neste contexto, a realização da caracterização ecofisiológica 

destas arbóreas pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica em condições 

naturais torna-se necessária para que seja proposto atributos quantitativos que 

permitam identificar, com maior precisão, as espécies em suas respectivas 

classes funcionais. 

Baseando-se nos atributos qualitativos da Tabela 01 propostos pelos 

autores Budowski (1965), Finegan (1984) e Whitmore (1990) e em trabalhos de 

ecofisiologia já realizados com espécies arbóreas tropicais em condições de 

campo e de irradiâncias contrastantes, estabeleceram-se as seguintes hipóteses 

a serem testadas neste estudo com espécies arbóreas pioneiras e não pioneiras 

da Floresta Atlântica: 

1. Considerando que as espécies arbóreas pioneiras têm a sua parte aérea, 

caule e folhas, mais exposta à irradiância solar direta desde a fase inicial do seu 

crescimento e desenvolvimento, há indicações de que estas espécies 

apresentem atributos fenotípicos à esta condição ambiental imposta (POORTER 

e BONGERS, 2006; POORTER et al., 2008; 2010; PORTES et al., 2010); 
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2. Partindo do pressuposto de que as espécies arbóreas não pioneiras 

apresentam um crescimento mais lento do que as espécies arbóreas pioneiras 

(KING et al., 2005; POORTER et al., 2008; 2010), podemos especular que estas 

espécies exibem maior proporção de componentes estruturais de parede celular 

(celulose, hemiceluloses e lignina) nas folhas e células do xilema secundário 

caulinar. 

Espera-se que a confirmação ou rejeição destas hipóteses tenham 

aplicação nas metodologias de classificação ecológica de espécies arbóreas 

tropicais, além de auxiliar na avaliação das espécies nativas tropicais úteis em 

projetos ambientais de reflorestamento e recuperação de áreas degradadas sob 

o domínio da Floresta Atlântica. 
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2. OBJETIVOS 

2.1 Objetivo Geral 

Quantificar alguns aspectos fenotípicos em algumas espécies arbóreas 

pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica em condições naturais, visando 

propor atributos quantitativos que possa ser utilizado na identificação das 

espécies em suas diferentes classes sucessionais. 

 

2.2 Objetivos Específicos 

1) Determinar a biometria foliar; 

2) Investigar a anatomia foliar e caulinar; 

3) Calcular a concentração dos pigmentos cloroplastídicos; 

4) Determinar os teores dos carboidratos não estruturais (glicose, frutose, 

sacarose e amido), os carboidratos estruturais (celulose e hemiceluloses) e 

lignina foliar e caulinar; 

5) Analisar as proporções dos monossacarídeos das hemiceluloses de parede 

celular foliar e caulinar. 
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3. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

3.1 – Sucessão Ecológica 

 Para Finegan (1984) a sucessão pode ser definida como uma mudança, 

ao longo de um período de tempo, da composição de espécies e da fisionomia 

da vegetação de uma determinada área onde as condições climáticas se 

mantêm constante. De acordo com esse autor, entender a sucessão é importante 

para o desenvolvimento de programas de conservação e exploração dos 

recursos biológicos. 

A divisão das espécies em grupos sucessionais é um artifício utilizado 

para facilitar a compreensão sobre a dinâmica das florestas (KAGEYAMA e 

GANDARA, 2000). A classificação baseada na sucessão florestal foi sugerida 

por diversos autores. Porém, cada classificação implica em uma simplificação 

que reduz o grau de informações, tornando-se difícil formular um modelo de 

aceitação geral (FERRAZ et al., 2004). Budowski (1965) propôs uma divisão das 

espécies para florestas tropicais baseada nos locais preferenciais para 

crescimento. Esse autor identificou quatro classes: pioneiras, secundárias 

iniciais, secundárias tardias e climácicas. Para Whitmore (1978), as espécies 

estão distribuídas em dois grupos ecológicos: espécies pioneiras e não pioneiras 

ou tardias. 

A existência de grupos ecológicos baseia-se na premissa de que as 

características fisiológicas, morfológicas e comportamentais observadas em 

determinadas espécies devem ser consideradas como adaptações decorrentes 

de sua história evolutiva (FERRAZ et al., 2004). A classificação ecológica 

representa uma ferramenta eficaz na descrição das características biológicas e 

dos mecanismos adaptativos relacionados às respostas das plantas aos 

diversos tipos de distúrbios, especialmente à disponibilidade de luminosidade 

(McINTYRE et al., 1999). 

O principal recurso para a determinação do comportamento das espécies 

na dinâmica de sucessão é a luminosidade (MACIEL et al., 2003). A luz é um 

dos fatores físicos mais crítico no estabelecimento e crescimento de espécies 

arbóreas em florestas tropicais (LAMBERS et al., 2008). Deste modo, a 
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distribuição das plantas na dinâmica florestal está relacionada à sua capacidade 

de sobreviver em diferentes níveis de radiação solar (OSUNKOYA et al., 1994). 

Muitas das características adaptativas de crescimento e desenvolvimento de 

espécies arbóreas são influenciadas pela exposição da planta às variações da 

intensidade de irradiância (GONÇALVES et al., 2007). 

Denslow (1996), analisando a influência do dossel, observou que as 

espécies arbóreas com grande porte e maior sobrevivência apresentam um 

papel seletivo nos ambientes recobertos por elas, atuando como filtros de 

diversidade, de forma que a utilização fotossintética da luz é um componente 

fundamental para a distribuição das diferentes espécies nas florestas. Para 

Lüttge (1997), os feixes de luz projetam uma dinâmica dentro da floresta. A luz, 

ao atravessar o dossel, pode ser importante para estimular a taxa de fotossíntese 

para as plantas estabelecidas nos ambientes sombreados do sub-bosque. 

As espécies pioneiras são definidas como espécies que germinam e se 

desenvolvem em clareiras e que completam seu ciclo de vida sem a interferência 

da luz pelas espécies arbóreas vizinhas (ACKERLY, 1996). Muitos trabalhos 

procuram explicar as relações de crescimento das espécies arbóreas em 

florestas, porém não há ainda um critério confiável que estabeleça um consenso 

em relação à sucessão das espécies na dinâmica de clareiras e também não é 

clara a maneira como as espécies de diferentes grupos sucessionais respondem 

às variações ambientais (ELLIS et al., 2000). 

3.2 – Relação da Luminosidade com as Características Ecofisiológicas de 

Espécies Arbóreas 

3.2.1 Morfologia Foliar e Caulinar 

O estudo da morfologia e anatomia vegetal é extensivamente utilizado 

para estudos taxonômicos e ecológicos, pois fornece informações valiosas a 

respeito das adaptações em função de variáveis ambientais (CUTLER et al., 

2011). A avaliação das alterações na morfologia foliar em resposta às variações 

ambientais proporciona critérios importantes para analisar a plasticidade 

morfológica e fisiológica em relação às adaptações ao sol ou sombra, bem como 

gerar informações referentes ao entendimento dos aspectos ecofisiológicos 
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relacionados com a regeneração natural e a reintrodução de espécies arbóreas 

nativas no seu habitat (SANCHES et al., 2009). 

A folha é o órgão vegetal de maior exposição às variações do ambiente e, 

por essa razão, alterações nas suas características em diversos níveis podem 

ser observadas (CASTRO et al., 2009). Dessa forma, as características 

anatômicas verificadas em folhas de espécies arbóreas sujeitas à elevada 

irradiância, como é o caso das espécies pioneiras, podem ocorrer no sentido de 

reduzir os efeitos da fotoinibição que eventualmente pode causar danos as folhas 

pré-existentes (YAMASHITA et al., 2000). As folhas dessa categoria sucessional 

são comumente mais espessas, possuem menor área foliar específica e maior 

densidade estomática (BOEGER et al., 2009; MATOS et al., 2009). As células 

epidérmicas, do mesmo modo que a cutícula, aumentam em espessura, e 

consequentemente, dificultam a perda de água e o aumento da temperatura foliar 

sob elevada irradiância (CASTRO et al., 2009; ROSSATO e KOLB, 2010; SABBI 

et al., 2010). 

Em folhas expostas a baixas intensidades de irradiância, como é o caso 

das espécies não pioneiras em seu estágio inicial de crescimento, pode ocorrer 

alongamento significativo do parênquima lacunoso. E, também, aumento na 

síntese de clorofila b e pigmentos fotossintéticos acessórios, como os 

carotenoides, intensificando a capacidade de absorção de luz no ambiente 

sombreado (REGO e POSSAMAI, 2006; MARTINAZZO et al., 2007; 

MENGARDA et al., 2012). Estes ajustes verificados em espécies pioneiras e não 

pioneiras sob condições de irradiância constrastante otimizam a sobrevivência 

das espécies por resultarem em melhor uso da radiação disponível tanto em 

ambientes com elevada irradiância quanto em ambientes sombreados 

(ALVARENGA et al., 2003; CARVALHO et al., 2006). 

Apesar da maioria dos estudos serem focados na estrutura foliar, a 

anatomia do caule tem sido utilizada para a compreensão dos efeitos dos fatores 

ambientais na estrutura anatômica do lenho (ALVES e ANGYALOSSY-

ALFONSO, 2000; DICKISON, 2000). Fatores como intensidade luminosa, seca, 

inundação, altitude, latitude, constituição do solo e poluição podem alterar 



25 
 

significativamente a estrutura anatômica do xilema secundário (COSTA et al., 

2009). 

O crescimento do caule de uma espécie arbórea é influenciado por dois 

principais fatores: o fluxo de água e a sustentação da planta (ANGYALOSSY et 

al., 2005). De acordo com Poorter et al. (2010), o xilema é constituído pelo 

desenvolvimento de elementos de vaso que promovem o fluxo axial da água; do 

parênquima com células vivas que armazenam carboidratos, promovem 

transporte radial de substâncias; e de fibras relacionadas à sustentação. O 

padrão de investimento nesses três tipos de tecido pode variar de acordo com a 

necessidade da planta sob influência de fatores ambientais. 

As respostas das espécies vegetais sujeitas a diferentes níveis de 

luminosidade proporcionam modificações na estrutura morfológica e anatômica 

do caule, especialmente no tecido xilemático (HOFFMAN e SCHWEINGRUBER, 

2002; CAQUET et al., 2009; RAIMONDO et al., 2009). Estudos relacionados à 

anatomia do lenho mostram que as principais modificações ocorrem na 

densidade, diâmetro e comprimento de vasos, comprimento e espessura da 

parede das fibras e composição do parênquima axial (HOFFMAN e 

SCHWINGRUBER, 2002; RAIMONDO et al., 2009). Como a principal função do 

tecido xilemático é a condução de água até as folhas, é necessário que o tecido 

apresente mecanismos que permitam a sua eficiência e ainda, que evitem a 

interrupção do fluxo por embolia (LINDORF, 1994). Plantas em ambientes secos, 

muito ensolarados ou muito frios são sujeitas ao embolismo, o que está 

diretamente relacionado à disponibilidade hídrica (COSTA et al., 2009; CAQUET 

et al., 2009; CHOAT et al., 2011). 

3.2.2 Pigmentos Cloroplastídicos 

 Os pigmentos cloroplastídicos estão relacionados com a eficiência 

fotossintética dos vegetais e, deste modo, são essenciais para o crescimento da 

planta, além de estarem envolvidos com a adaptação das plantas a diversos 

ambientes (SOUZA et al., 2011). As concentrações de clorofila e de 

carotenoides, assim como a proporção entre as clorofilas a e b, podem variar 

significativamente em função da intensidade de irradiância (CARVALHO et al., 
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2006; BOEGER et al., 2009). No entanto, a maioria dos estudos associados com 

a concentração de pigmentos cloroplastídicos enfoca apenas a plasticidade das 

espécies de diferentes grupos funcionais quanto a aclimatação em resposta a 

alterações na intensidade da luz incidente (LICHTENTHALER e BABANI, 2007; 

LAGE-PINTO et al., 2012), havendo uma certa carência de trabalhos que façam 

a distinção precisa das concentrações dos pigmentos cloroplastídicos entre 

espécies pioneiras e não pioneiras. 

 Rego e Possamai (2006), em um estudo do efeito do sombreamento sobre 

a espécie não pioneira Cariniana estrellensis (Raddi) Kuntze (Lecythidaceae), 

observaram maiores teores de clorofila a e b no sombreamento intenso. 

Martinazzo et al. (2007) verificaram na espécie não pioneira Eugenia uniflora L. 

(Myrtaceae) maiores teores de clorofila em sombreamento moderado, como um 

mecanismo compensatório à menor disponibilidade de luminosidade. Essa 

diferença na concentração desses pigmentos se deve a um ajuste fisiológico das 

plantas ao sombreamento intenso, o que amplia a eficiência da captura de luz 

(SCALON et al., 2002; MARENCO e LOPES; 2009; LENHARD et al., 2013). As 

folhas expostas à elevada disponibilidade luminosa respondem à esta condição 

geralmente reduzindo a quantidade de clorofila que compõe o complexo antena 

(LICHTENTHALER e BABANI, 2007; SARIJEVA et al., 2007). 

A relação entre as clorofilas a e b é amplamente utilizada na avaliação da 

quantidade de luz absorvida pelos complexos coletores de luz (BAOLI et al., 

2005) e, segundo Lichtenthaler et al. (1981) esta relação é um indicador de 

adaptação a diferentes condições de disponibilidade luminosa. Essa razão entre 

as clorofilas a e b é normalmente superior em folhas sujeitas à elevada 

irradiância (PORTES et al., 2010). Respostas semelhantes foram verificadas em 

outros trabalhos com espécies arbóreas pioneiras e não pioneiras (MENGARDA 

et al., 2012; SOARES, 2012; PORTELA, 2012). 

Diversos trabalhos têm demonstrado aumento nos teores de carotenoides 

em função da elevada disponibilidade luminosa. Gonçalves et al. (2001) 

verificaram aumento dos teores de carotenoides em espécies tropicais, bem 

como diminuição da relação entre o teor de clorofila total e carotenoides, em 

ambientes sob elevada incidência luminosa. Essa resposta também foi 
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encontrada em outros estudos, indicando que a diminuição desta relação pode 

ser um indicativo de estresse (LICHTENTHALER et al., 2007). 

 Como os pigmentos cloroplastídicos são os responsáveis em intermediar 

a captação de luz externa e utilizá-la como principal fonte de energia nas reações 

fotoquímicas primárias da fotossíntese, as diferentes condições de luminosidade 

podem provocar alterações desses compostos, e consequentemente, prejudicar 

ou intensificar o aproveitamento na captação de luz (MARTINAZZO et al., 2007). 

3.2.3 Carboidratos Não Estruturais 

O ciclo de redução do carbono resulta na produção de carboidratos, que 

possuem diversas funções nos vegetais, como o armazenamento e translocação 

de carbono. Os carboidratos também excercem proteção contra vários tipos de 

condições ambientais adversas, como temperaturas extremas, restrição hídrica, 

alta salinidade (SOUZA et al., 2005) e elevada irradiância (PRICE et al., 2004; 

NISHIKAWA et al., 2005; COUÉE et al., 2006). 

Além de compostos protetores contra diferentes estresses, quando uma 

planta entra em crescimento ativo, o metabolismo de carboidratos se torna mais 

intenso (BORBA et al., 2005). Neste sentido, o aumento do conteúdo de 

carboidratos em espécies sujeitas a elevada disponibilidade luminosa, como é o 

caso das espécies pioneiras, pode acontecer pelo aspecto protetor que estes 

compostos exercem na planta (COUÉE et al., 2006; MENGARDA et al., 2012). 

Os vegetais apresentam dois diferentes tipos de carboidratos não 

estruturais: solúveis e insolúveis. A estrutura química e a concentração desses 

compostos variam entre espécies, órgãos, tecidos e células, assim como ao 

longo do dia, e nas diferentes estações do ano (SOUZA et al., 2005). Os 

principais carboidratos não estruturais acumulados em caules, folhas e frutos 

das plantas são o amido e os açúcares solúveis redutores e não redutores. Entre 

os açúcares redutores, os principais são a glicose e a frutose, enquanto o 

principal açúcar não redutor é a sacarose. Os açúcares redutores e a sacarose 

formam os açúcares solúveis totais. O amido, por ser um carboidrato insolúvel, 

é a reserva mais rica em carbono armazenada nas plantas (TAIZ e ZEIGER, 

2009). 
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Os monossacarídeos glicose e frutose ocorrem em todas as plantas 

vasculares, sendo produtos de hidrólise de seus ésteres fosfato, como também 

do dissacarídeo sacarose, podendo ainda derivar da hidrólise de seus polímeros 

de glicose e frutose, dependendo da espécie. Compõem os principais esqueletos 

de carbono para a síntese de intermediários dessas vias, e ainda são unidades 

para a síntese de oligo e polissacarídeos (SOUZA et al., 2005). A Figura 01 

apresenta a estrutura química de alguns dos principais carboidratos não 

estruturais encontrados em plantas superiores. 

 

Figura 01: Estrutura química de alguns dos principais carboidratos não 

estruturais encontrados em plantas superiores (adaptado; SOUZA et al. 2005). 

Os carboidratos são importantes constituintes da massa seca e substrato 

para a respiração (LEGROS et al., 2009), e seu metabolismo exerce papel 

fundamental no estabelecimento das espécies (SOUZA et al., 2004). Esses 

compostos participam intensamente do metabolismo celular, podendo ser 

utilizados com finalidade de reserva e de geração de energia para as plantas. 

Além disso, os carboidratos estão relacionados com as características do 

ambiente em que as plantas se estabeleceram ou com determinado tipo de 

estresse ocorrendo, pelo menos, em uma fase do desenvolvimento vegetal 

(SOUZA et al., 2005). 
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Alguns trabalhos demonstram que a maior disponibilidade de 

luminosidade estimula o aumento da concentração dos carboidratos não 

estruturais. Nos trabalhos de Souza et al. (2004) e Reyes et al. (1996) com 

monocotiledôneas foi verificado aumento na concentração de amido e açúcares 

solúveis sob elevada irradiância. Este mesmo padrão de aumento da 

concentração dos carboidratos não estruturais em resposta à elevada 

disponibilidade luminosa foi também observado em dicotiledôneas 

(CASAGRANDE JR et al.; 1999; FRANK et al., 2001). 

 O amido é o carboidrato de reserva mais abundante nas espécies 

vegetais em termos de quantidade, universalidade e distribuição em diferentes 

espécies. Este polissacarídeo de reserva é constituído por diferentes polímeros 

de glicose arranjados em uma estrutura semicristalina tridimensional, originando 

um grânulo. Nos cloroplastos, os substratos para a síntese de amido são a 

glicose 1-fosfato e o ATP, que após ação da enzima ADP glicose pirofosforilase 

originará ADP-glicose. Este resíduo de glicose será adicionado ao final não 

redutor da cadeia de glicanos via ligações α-1,4 e liberando o ADP. As ligações 

α-1,6 são responsáveis pela ramificação do polímero de amido e acontecem 

quando enzimas de ramificação do amido agem sobre a cadeia (TRETHEWEY 

e SMITH, 2000). 

Os açúcares solúveis como glicose, frutose e sacarose são capazes de 

atuar com função antioxidante sob condições ambientais adversas, tais como o 

excesso ou escassez de luminosidade (PRICE et al., 2004; NISHIKAWA et al., 

2005; COUÉE et al., 2006). A sacarose é um carboidrato com grande facilidade 

de circulação entre os tecidos da planta, por ser menos susceptível à quebra 

enzimática devido às suas propriedades físicas (LAMBERS et al., 2008). Este 

açúcar é composto por uma molécula de glicose e outra de frutose e, sua síntese 

ocorre no citosol. Esse dissacarídeo é o principal produto da fotossíntese, 

respondendo por boa parte do carbono que é fixado nas folhas (DENNIS e 

BLAKELEY, 2000). 

A sacarose apresenta um importante papel como açúcar de transporte de 

curta e longa distância na maioria das espécies arbóreas. Isso ocorre, 

principalmente, pela característica não redutora que este composto apresenta. 
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Os átomos de carbono anomérico da glicose e da frutose estão envolvidos na 

ligação glicosídica, impedindo os grupos redutores destes dois açúcares de 

sofrerem oxidação. Duas enzimas-chaves são encontradas como principais 

reguladoras do fluxo de sacarose: frutose 1,6 bifosfatase atuando na formação 

da frutose 6-fosfato e sacarose fosfato sintase atuando na etapa final da síntese 

(MAGEL et al. 2000). 

O nucleotídeo açúcar uridina difosfato glicose (UDP-glicose) é o substrato 

para diversas reações metabólicas na planta, como a síntese de sacarose. A 

reação que ocorre entre a glicose 1-fosfato e o nucleotídeo uridina trifosfato é 

catalisada pela enzima UDP-glicose pirofosforilase, originando a UDP-glicose e 

liberando fosfato inorgânico (DENNIS e BLAKELEY, 2000). A UDP-glicose e 

frutose 6-fosfato são convertidas em sacarose 6-fosfato através da atividade da 

sacarose fosfato sintase. Em seguida, a enzima sacarose fosfato fosfatase retira 

o fosfato do carbono 6, dando origem à sacarose (MAGEL et al. 2000). 

Os teores e a dinâmica dos carboidratos solúveis podem ser reconhecidos 

como sinalizadores de uma condição de estresse ou ainda serem alterados a 

partir da necessidade da planta em se adaptar a uma nova condição ambiental 

(SMEEKENS, 2000). A variação do conteúdo caulinar dos carboidratos solúveis 

pode indicar que estes compostos estejam relacionados a mecanismos 

adaptativos em resposta a determinados tipos de estresses, além de ter o seu 

papel como reserva (WÜRTH et al., 2005; CUZZUOL e CLIPPEL, 2009; 

MENGARDA et al., 2012). 

3.2.4 Polímeros de Parede Celular 

Os polímeros de parede celular de espécies arbóreas pioneiras e não 

pioneiras geralmente é baseado apenas em hipóteses sobre a densidade da 

madeira destas espécies, faltando informações sobre a proporção da 

composição destes constituintes entre estas classes funcionais. Estes estudos 

constatam que as espécies pioneiras apresentam menores densidades 

associada ao seu acelerado crescimento, enquanto espécies não pioneiras 

apresentam maiores densidades relacionada ao seu crescimento mais lento 

(KING et al., 2005; POORTER et al., 2008; 2010). 
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A parede celular é uma das principais estruturas que diferencia a célula 

vegetal da célula animal. É composta por agrupamentos de macromoléculas de 

natureza heterogênea, com composição química muito diversificada (Figura 02). 

A combinação entre as três principais frações (celulose, hemicelulose e lignina) 

é tanta que impõe dificuldades para a recuperação dos açúcares constituintes 

na forma de monômeros. Além dos polissacarídeos, existem também 

substâncias fenólicas, tal como a lignina, e pequenas quantidades de proteínas, 

pectinas e extrativos (materiais não-estruturais solúveis). O percentual 

composicional dos polímeros de parede celular (Tabela 02) pode variar de 

espécie para espécie e são influenciados pelas diferentes fases do 

desenvolvimento do ciclo de vida (SUN e CHENG, 2002). 

 

Figura 02: Arquitetura da parede celular vegetal (adaptado; RITTER, 2008). 
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Tabela 02: Conteúdo dos polímeros de parede celular (celulose, hemicelulose e 

lignina) em resíduos agrícolas (SUN e CHENG; 2002). 

Material Lignocelulósico Celulose (%) Hemicelulose (%) Lignina (%) 

Caules de arbóreas 40 - 55 24 - 40 18 - 25 

Casca de nozes 25 - 30  25 - 30  30 - 40 

Espiga de milho 45 35 15 

Gramíneas 25 - 40  35 - 50  10 - 30 

Papel 85 - 99 0 0 - 15  

Palha de trigo 30 50 15 

Lixo sortido 60 20 20 

Sementes de algodão 15 - 20  80 - 85  0 

Jornal 80 - 95  5 - 20  0 

Capim Bermuda 25 36 6 

Muda de grama 45 31 12 

 

Dois tipos diferentes de parede celular podem ser observados: a parede 

celular primária e a secundária, as quais se distinguem por suas composições 

químicas e pelo período em que surgem no decorrer do desenvolvimento celular. 

A parede celular primária é originada a partir da divisão celular e aumenta sua 

área de superfície durante a expansão da célula. A parede celular secundária é 

formada internamente à primária na diferenciação, proporcionando uma 

estrutura complexa adaptada à função da célula. A parede primária está presente 

em todas as células vegetais, enquanto a parede secundária, a qual se diferencia 

pela presença de lignina, ocorre somente em alguns tipos de células (CARPITA 

e McCANN, 2000). 

A parede primária em grande parte dos vegetais é composta por 

estruturas independentes (CARPITA e GIBEAUT, 1993). A proporção de cada 

constituinte em uma parede celular primária de dicotiledôneas é de, 

aproximadamente, 25 a 40% de celulose, 15 a 25% de hemiceluloses, 15 a 40% 

de substâncias pécticas e 5 a 10% de proteínas e traços de compostos fenólicos. 

Este tipo de parede é produzida por células em expansão, podendo, assim, se 

alongar com crescimento difuso ou orientado (AVIGAD e DEY, 1997). A parede 

celular secundária encontra-se entre a primária e a membrana plasmática da 
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célula, conferindo rigidez aos tecidos vegetais. A conversão da parede primária 

em secundária ocorre após o processo de lignificação. Este processo interrompe 

o crescimento celular, indicando o amadurecimento celular e a diferenciação 

terminal da célula (PLOMION et al., 2001). A constituição química deste tipo de 

parede, em dicotiledôneas, passa a ser de 40 a 45% de celulose, 15 a 35% de 

hemiceluloses e 15 a 30% de lignina e traços de pectinas (AVIGAD e DEY, 

1997). 

Os polissacarídeos da parede celular encontram-se localizados em duas 

interfases: a microfibrilar e a matricial. A fase microfibrilar diferencia-se da 

matricial pelo elevado grau de cristalinidade e por possuir uma composição 

química homogênea. Esta estrutura é composta essencialmente por microfibrilas 

de celulose, normalmente arranjadas em um padrão helicoidal, organizadas em 

estruturas longas e finas, unidas por pontes de hidrogênio (Figura 02) (ROLAND 

et al., 1992). Ao longo das microfibrilas de celulose estão os polissacarídeos 

hemicelulósicos, localizados em regiões disformes sem orientação regular 

(Figura 02). A fase matricial é constituída de polissacarídeos, compostos 

pécticos, glicoproteínas e substâncias fenólicas. A composição desta estrutura 

varia em função dos tipos de células, camadas da parede celular e fases do ciclo 

celular (CARPITA e GIBEAUT, 1993). 

A parede celular é uma estrutura complexa e dinâmica presente em quase 

todas as células vegetais. Esta estrutura está relacionada a processos 

fisiológicos como proporcionar forma e tamanho às células, conferir resistência 

mecânica aos tecidos, controlar a expansão celular, atuar sobre o transporte 

intercelular, participar da sinalização e do reconhecimento entre células, 

armazenar compostos de reserva e moléculas reguladoras e sinalizadoras que 

controlam variados processos fisiológicos celulares, além, também, de participar 

dos mecanismos de proteção contra microrganismos (BUCKERIDGE et al., 

2008). Nos modelos mais recentes, é proposto que os polímeros da parede 

celular constituem quatro domínios independentes: celulose-hemicelulose, 

pectinas, proteínas (CARPITA e GIBEAUT, 1993) e o complexo lignina-

carboidratos (LAWOKO et al., 2005; 2006). O domínio celulose-hemicelulose 

atua sobre a forma celular, enquanto o domínio péctico define o grau de 

porosidade da parede, proporcionando o fornecimento de moléculas 
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sinalizadoras que emitem mecanismos de defesa e armazenam cálcio ao longo 

da planta. O domínio proteico, por sua vez, tem um importante papel estrutural 

e enzimático na parede (BUCKERIDGE et al., 2008). O complexo lignina-

carboidratos fortalece e enrijece a parede celular, conferindo uma maior 

resistência mecânica (LAWOKO et al., 2005; 2006). 

A celulose é considerada o polímero vegetal mais abundante, 

representando cerca de 15 a 30% da massa seca de paredes celulares primárias 

e até 40% de massa seca de paredes celulares secundárias (STICKLEN, 2008). 

Este polissacarídeo é um glucano que apresenta longas cadeias de glicose onde 

os monômeros são unidos por ligações glicosídicas do tipo β-1,4 que necessitam 

de mais energia para serem quebradas quando comparadas as ligações α-1,4 

(BUCKERIDGE et al., 2008). Na estrutura química da celulose, dois monômeros 

de glicose adjacentes são ligados pela eliminação de uma molécula de água. 

Esta ligação química dá origem à molécula de celubiose, uma unidade repetitiva 

da celulose. A molécula de celulose pode conter até 10.000 unidades de glicose 

(FENGEL e WEGENER, 1989). A celulose, quando hidrolisada com ácidos ou 

enzimas, produz especialmente monômeros de glicose (Figura 03) (KLEMM, 

2005). 

 

Figura 03: Estrutura da fração celulósica (adaptado; FENGEL e WEGENER, 

1989). 
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O polímero de celulose sofre pouca degradação ao longo do ciclo de vida 

do vegetal, sendo mobilizado apenas em circunstâncias específicas como, por 

exemplo, na degradação de paredes celulares de reserva encontradas em 

sementes ou ainda na formação de aerênquima durante condições de 

alagamento (BUCKERIDGE et al., 2008). De acordo com esses autores, ao 

contrário do amido, este polissacarídeo não apresenta ramificações em sua 

cadeia. A linearidade da molécula, juntamente com a disposição antiparalela de 

duas cadeias de celulose, facilita a formação de inúmeras pontes de hidrogênio 

entre as hidroxilas das moléculas de glicose, impedindo fortemente a hidratação 

do polissacarídeo. 

A classe de glicanos que apresenta a propriedade de se ligar às 

microfibrilas de celulose por meio de pontes de hidrogênio é a das 

hemiceluloses. Os glicanos são polímeros de glicose com variáveis ligações 

entre as suas unidades. Estes carboidratos estruturais podem apresentar 

diversos níveis de ramificação, característica que influencia na solubilidade da 

molécula no apoplasto assim como na afinidade com as microfibrilas de celulose. 

As funções atribuídas às hemiceluloses são principalmente o equilíbrio das 

forças de tensão sofrida pelas paredes e o controle do crescimento celular 

(BUCKERIDGE et al., 2008). 

As unidades monossacarídicas constitutivas das hemiceluloses 

compreendem: D-xilose, D-manose, D-galactose, D-glucose, L-arabinose, ácido 

4-O-metilglucurônico, ácido D-galacturônico e ácido D-glucurônico, sendo que 

eventualmente apresentam grupamentos O-acetil ligados às unidades 

pertencentes às cadeias principais e/ou laterais (Figura 04) (FENGEL e 

WEGNER, 1989). Estes monossacarídeos encontram-se glicosidicamente 

ligados, originando diferentes hemiceluloses, sendo as principais classes: 

arabinogalactanos, arabinoxilanos, xilanos, galactoglucomananos, 

glucuronoxilanos, glucomananos, mananos e xiloglucanos (KAKURÁKOVÁ et 

al., 2000). 
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Figura 04: Estrutura química de alguns monossacarídeos constituintes das 

hemiceluloses (SJÖBERG, 2002). 

O componente principal da fração hemicelulósica é o polímero xilano. As 

unidades de xilose compõem este polímero e são facilmente hidrolisadas com 

ácidos minerais (EBRINGEROVÁ e HEINZE, 2000). O xilano apresenta uma 

estrutura linear constituída de xilopiranosil unidos por ligações β-1,4 na cadeia 

principal e diferentes unidades monossacarídicas, como mostra a Figura 05. 

Esta hemicelulose une-se através de ligações cruzadas com as microfibrilas de 

celulose e lignina, originando o complexo lignina-carboidratos (Lignin-

Carbohydrate Complexes – LCC) (LAWOKO et al., 2005; 2006). Cerca de 5% 

dos componentes da parede primária e 20% da parede secundária é constituída 

de xilanos (AWANO et al., 2001). Nas cadeias de xilanos pode ocorrer algumas 

substituições em determinadas ramificações com grupos de 4-O-

metilglucurônico, ácido glucurônico, acetil e arabinose. A natureza desta 

substituição dos grupos nas cadeias de xilanos é dependente do material 

vegetal. Os agrupamentos com carboidratos, no caso arabinose, são 

preferencialmente encontrados em madeiras de coníferas, e nas madeiras de 

folhosas são encontrados principalmente grupos de ácidos urônicos 

(glucurônico) (EBRINGEROVÁ e HEINZE, 2000). 
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Figura 05: Estrutura química dos xilanos (adaptado; GOMES et al. 2007). 

Na parede primária das angiospermas, as duas principais hemiceluloses 

encontradas são o xiloglucano (XG) e o glucoronoarabinoxilano (GAX), sendo o 

primeiro presente em todas as eudicotiledôneas e o segundo aparecendo na 

maioria das monocotiledôneas (CARPITA e McCANN, 2000). O xiloglucano é 

formado por uma cadeia principal de glicoses com ligação β-1,4 e ramificações 

de xiloses com ligação α-1,6 (FRY et al., 1993). Ocorre também um outro nível 

de organização no polímero ao qual estudiosos da área de parede celular se 

referem como estrutura fina. Esta determina o padrão de distribuição das 

diversas ramificações, conferindo grande complexidade a alguns 

polissacarídeos. Estudos sobre a estrutura fina dos xiloglucanos mostram que 

os polímeros originados de tecidos de eudicotiledôneas possuem uma 

distribuição de ramificações que resultam em unidades oligossacarídicas 

específicas quando estes polímeros são tratados com endo-β-glucanases. A 

ação desta enzima resulta em quatro unidades oligossacarídicas, que por sua 

vez são consideradas os blocos constitutivos formadores do xiloglucano: o 

XXXG, XLXG, XXLG e XLLG (BUCKERIDGE et al., 2000). A chave de 

nomenclatura destes oligossacarídeos é a seguinte: o G significa que naquela 

posição há uma glicose não ramificada na cadeia principal; o X significa que a 

glicose da cadeia principal possui ramificação de xilose e o L indica a presença 

de uma galactose ligada à xilose que é ramificada a partir da cadeia principal de 

glicose (Figura 06). 
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Figura 06: Oligossacarídeos típicos obtidos através da hidrólise enzimática de 

xiloglucanos com celulase. Cadeia de glicoses (esferas azuis), com ramificações 

com xiloses (esferas vermelhas) e estas com galactoses terminais (esferas 

verdes). A nomenclatura do oligossacarídeo sempre se dá pelo último sacarídeo 

em cada subunidade, ou seja, (A) XXXG, (B) XLXG, (C) XXLG e por fim (D) 

XLLG, respectivamente (FRY et al., 1993). 

As hemiceluloses estão unidas às microfibrilas de celulose através de 

pontes de hidrogênio e promovem a associação de microfibrilas de celulose 

adjacentes. Esta interação está relacionada com as propriedades mecânicas da 

parede celular (WHITNEY et al., 1999). As cadeias de hemiceluloses expressam 

uma maior susceptibilidade à hidrólise ácida quando comparado com a celulose. 

Os polímeros de hemicelulose apresentam maior acessibilidade aos ácidos 

minerais. Isso se deve, principalmente, à característica disforme destas 

estruturas (FENGEL e WEGENER, 1989). Como as paredes celulares são 

compostas de polímeros que interagem entre si, originando motivos 

arquiteturais, é de grande importância conhecer as estruturas químicas destes 

polímeros. Deste modo, poderá ser compreendida melhor as suas interações e 
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com isto manipulá-las para a obtenção de diversos resultados tecnológicos 

(BUCKERIDGE et al., 2008). 

As pectinas são polissacarídeos ácidos exclusivamente hidratados que se 

apresentam embebidos às microfibrilas de celulose e hemiceluloses, no entanto, 

não estando ligadas covalentemente as mesmas. A cadeia central é composta 

por resíduos de ácido galacturônico unidos por ligações α-1,4. Unidades de 

ramnose podem interromper esta cadeia, dando origem a longas ramificações 

com galactanos e arabinanos (BUCKERIDGE et al., 2008). As pectinas 

apresentam como principais funções a determinação da porosidade da parede, 

modificações de cargas que modulam o pH e o balanço de íons e ainda como 

moléculas que identificam a presença de patógenos, herbívoros ou de possíveis 

relações simbiônticas (CARPITA e McCANN, 2000). 

Além da presença de carboidratos e proteínas, na parede celular também 

podem ser encontrados compostos fenólicos, como a lignina. A lignina é 

encontrada nas paredes celulares de diversos tipos de tecidos de sustentação e 

vasculares, principalmente em traqueídes e elementos de vaso. A lignina é 

depositada durante o espessamento da parede secundária, mas também pode 

ocorrer na parede primária e lamela média, em contato com a celulose e 

hemiceluloses já existentes. Entretanto, a deposição deste composto que 

confere rigidez à parede é encontrada predominantemente em paredes 

secundárias (BUCKERIDGE et al., 2008). Depois da celulose, a lignina é o 

composto orgânico mais abundante na natureza (DOS SANTOS et al., 2008). 

A lignina é um biopolímero complexo, com estrutura de natureza 

aromática e alto peso molecular. É composta por várias combinações de três 

tipos de resíduos: a lignina guaiacila (G), siringila (S) e p-hidroxifenila (H) 

(FENGEL e WEGENER, 1989). É originada a partir da oxidação 

desidrogenerativa de três álcoois monolignóis (coniferílico, sinapílico e p-

cumarílico), respectivamente (Figura 07) (RAES et al., 2003). No decorrer do 

desenvolvimento da célula, a lignina é incorporada na célula vegetal como um 

dos últimos componentes da parede celular, envolvendo as microfibrilas 

celulósicas (Figura 02), fortalecendo e enrijecendo a parede celular, assim 

conferindo maior resistência mecânica da parede celular (NOVAES et al., 2010). 
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A lignina, também, possui um papel importante, tanto no transporte de água e 

nutrientes das plantas, como protegendo os tecidos dos vegetais da degradação 

química e/ou biológica (CANILHA et al., 2010). 

 

 

Figura 07: Esquema estrutural para a lignina da madeira moída de Eucalyptus 

grandis (a); estruturas dos álcoois precursores das unidades fenilpropanóides 

guaiacila (G), siringila (S) e p-hidroxifenila (H) (b) (adaptado; PILÓ-VELOSO et 

al., 1993). 
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A composição da lignina varia significativamente entre as espécies, dentro 

da espécie e também na mesma planta. Pode ocorrer variações de célula para 

célula de acordo com a localização da parede celular, além de variar conforme 

o estágio de desenvolvimento da célula e do tecido, e ainda com a influência de 

estresses ambientais (NOVAES et al., 2010). A sua arquitetura molecular 

diferencia-se segundo a origem botânica dos táxons, entre células e até mesmo 

dentro da parede celular, respondendo aos efeitos abióticos e bióticos do 

ambiente (MOURA et al., 2010). Este composto fenólico ocorre na parede celular 

de espécies arbóreas em diferentes composições, como, por exemplo: em 

madeiras com maior densidade, de 25 a 35% e em madeiras com menor 

densidade, de 18 a 25% (LARS et al., 2000). 

 Variações nos polímeros de parede celular pode ocorrer devido estresses 

abióticos como: baixas temperaturas, luminosidade, radiação UV-B, CO2, 

ozônio, deficiência hídrica, nutrição mineral e metais pesados. Assim como 

também ocorre variações associadas com estresses bióticos: bactérias, fungos 

e vírus (MOURA et al., 2010). Há indicações de que espécies pioneiras 

apresentem menores proporções nos polímeros de parede celular do que 

espécies não pioneiras, principalmente, devido à menor densidade na madeira 

presente nestas espécies, proporcionada pelo seu rápido crescimento e 

estabelecimento na dinâmica florestal (KING et al., 2005; POORTER et al., 2008; 

2010). 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

4.1 – Área de Estudo 

Este trabalho foi realizado em um fragmento da Floresta Atlântica no 

tabuleiro da Reserva Natural Vale, localizado no município de Sooretama – ES, 

Brasil (Paralelos 19° 06 - 19° 18 de latitude sul e - entre os meridianos 39° 45 - 

40° 19 de longitude W Gr.) (Figura 08). 

 

Figura 08: Reserva Natural Vale, município de Sooretama – ES, Brasil (Paralelos 

19º 06’ 18’’ S e 39º 45’ 19’’ O) (adaptado; NEMÉSIO, 2013). 

A diversidade do clima na região deve-se principalmente à grande 

extensão de baixadas costeiras e diferenças de relevo. De acordo com Peixoto 

e Gentry (1990), o clima da região é classificado como tropical úmido (Am), com 

precipitação pluviométrica média anual de 1.403 mm e uma estação seca de 

maio a setembro, chegando a apenas 33 mm de chuva nos meses 

correspondentes de julho e agosto. A temperatura média anual é de 23,6ºC, com 

mínima em julho (15,6ºC) e máxima em fevereiro (27,4ºC). Segundo os mesmos 

autores, a área estudada esta localizada no limite entre o úmido e o levemente 

sazonal. 
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De acordo com o Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística (IBGE) 

(2004), a vegetação presente na região norte do estado do Espírito Santo ocorre 

sob um clima ombrófilo durante o ano, sem períodos biologicamente secos e, 

com até dois meses de umidade, devendo ser classificada como Floresta 

Ombrófila Densa. Especificamente com relação a área de estudo, a vegetação 

pode ser enquadrada como Floresta Ombrófila Densa de Terras Baixas. Esse 

tipo de vegetação é comumente chamada de floresta dos tabuleiros. Segundo 

Rizzini (1997), esta vegetação pode ser definida como o corpo florestal que 

ocorre desde Pernambuco até o estado do Rio de Janeiro. O autor caracteriza 

sua área central como grandiosa e define sua distribuição ocorrendo desde a 

região sul da Bahia até o norte do Espírito Santo. O nome tabuleiro reporta-se a 

topografia do lugar, já que se trata de uma faixa suavemente ondulada ou quase 

plana, elevando-se de 20 a 200 m acima do nível do mar. 

4.2 – Delineamento Experimental 

Espécies de grande interesse para o reflorestamento e bem definidas 

quanto à posição na sucessão florestal, conforme indicações seguras da 

literatura especializada (LORENZI, 1992; 2002; 2008), foram demarcadas na 

Reserva Natural Vale, município de Sooretama – ES, Brasil. Foram selecionadas 

três espécies arbóreas da classe das pioneiras (Figura 09) e três não pioneiras 

(Figura 10) bem representativas na Reserva e de fácil localização, sendo 

demarcada uma população amostral de sete indivíduos por espécie. 

Em campo, foram realizadas as medições de altura das árvores e, com 

auxílio de uma fita métrica, a circunferência à altura do peito (CAP), para 

posterior cálculo do diâmetro à altura do peito (DAP) dos indivíduos. Folhas 

completamente expandidas do terceiro ao quarto nó apical do ramo da copa 

foram coletadas com o auxílio de um podão aéreo. Para as avaliações do caule, 

foram utilizados segmentos caulinares retirados do tronco com auxílio de um 

trado de incremento e manual no nível do diâmetro do peito. 

As amostras foliares e caulinares foram congeladas em nitrogênio líquido 

e parte armazenadas em caixa térmica com gelo e transportadas para o 

Laboratório de Fisiologia Vegetal do Departamento de Ciências Biológicas da 
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Universidade Federal do Espírito Santo, onde foram armazenadas em 

ultrafreezer (-80ºC). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 09: Espécies arbóreas pioneiras demarcadas na Reserva Natural Vale 

neste estudo. (A) Senna multijuga var. verrucosa (Vogel) H.S. Irwin & Barneby – 

Caesalpiniaceae, (B) Miconia cinnamomifolia (DC.) Naudin – Melastomataceae, 

(C) Bixa arborea Huber – Bixaceae (adaptado; LORENZI, 1992; 2002; 2008). 
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Figura 10: Espécies arbóreas não pioneiras demarcadas na Reserva Natural 

Vale neste estudo. (A) Melanoxylon brauna Schott – Caesalpiniaceae, (B) 

Carpotroche brasiliensis (Raddi) Endl. – Achariaceae, (C) Neoraputia alba (Nees 

& Mart.) Emmerich – Rutaceae (adaptado; LORENZI, 1992; 2002; 2008). 
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4.3 – Biometria Foliar 

 As folhas coletadas em campo e armazenadas em caixa térmica com gelo 

foram pesadas para obtenção da massa fresca e, em seguida, acondicionadas 

em estufa a 60ºC por 4 dias, até obtenção da massa constante. Após a secagem, 

as folhas foram pesadas novamente para obtenção da massa seca. Para a 

medição da área foliar foi utilizado um scanner de geração de imagens (Area 

Meter, LI-COR 3100, Nebraska, EUA). Foram utilizadas 20 folhas de cada 

indivíduo para obtenção da massa seca e medição da área foliar, totalizando 70 

folhas por espécie e 210 folhas por grupo ecológico. 

 Com esses dados, foram calculados a massa foliar específica (MFE = 

MFF/AF) segundo Hunt (1982) e o teor de água (Teor H2O = (MFF-MSF)/AF), de 

acordo com Parida et al. (2004), sendo MFF = massa fresca da folha; AF = área 

da folha e MSF = massa seca da folha. 

4.4 – Pigmentos Cloroplastídicos 

 Os teores de clorofila a, clorofila b, clorofila total, carotenoides e as razões 

clorofila a/b e clorofila total/carotenoides foram determinados utilizando 3 discos 

foliares (0,3 cm² de diâmetro), e para a espécie que apresentou folhas 

recompostas, foram utilizados três foliólulos. Os discos e foliólulos foram 

imediatamente colocados em tubos de vidro envoltos por papel alumínio 

contendo 7 mL de dimetil sulfóxido (DMSO) e incubados no escuro, em banho-

maria a ±60°C por 24 horas, para a extração completa dos pigmentos. Após esse 

período, o volume de DMSO foi completado para 10 mL. Para a obtenção da 

massa seca, os discos e os foliólulos foram secados em estufa a 60ºC até 

obtenção da massa constante. 

As leituras da densidade óptica foram feitas nos comprimentos de onda 

de 470, 645, 663 nm em espectofotômetro (Thermo Scientific GENESYS 10S 

UV-Vis Spectrophotometer, Massachusetts, EUA). As concentrações dos 

pigmentos foram calculadas segundo Lichtenthaler e Welburn (1983) pelas 

seguintes fórmulas: 

Clorofila a = [(12,7.A663) – (2,69.A645)].V/(1000.MS) (mg.g-1 MS); 

Clorofila b = [(22,9.A645) – (4,68.A663)].V/(1000.MS) (mg.g-1 MS); 
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Clorofila total = [(20,2.A663) – (2,69.A645)].V/(1000.MS) (mg.g-1 MS); 

Carotenoides = [(1000.A470) – (1,82.Chl a – 85,02.Chl b)].V/(198.1000.MS) 

(mg.g-1 MS). 

Onde: Chl = clorofila; A470 = absorbância a 470 nm; A663 = absorbância a 663 

nm; A645 = absorbância a 645 nm; V = volume da amostra (mL); MS = massa 

seca da amostra (g). 

4.5 – Anatomia Foliar e Caulinar 

Segmentos da porção mediana das folhas foram fixados em FAA 50% 

durante 48 horas (JOHANSEN, 1940), armazenados em álcool 70%, 

desidratados em série etílica crescente (70%, 80%, 90% e 100%) e incluídos em 

resina glicol-metacrilato (Leica Historesin®), segundo Gerrits (1991). Após 

secagem da resina o material incluso foi colado em blocos de madeira com o 

auxílio de adesivo instantâneo. Os blocos foram cortados transversalmente (10 

µm de espessura) em micrótomo rotativo Jung®, com a utilização de navalhas 

de aço. 

Foram analisadas medições da espessura total do limbo, da epiderme de 

ambas as faces da folha, e dos parênquimas paliçádico e lacunoso. Para a 

quantificação da densidade estomática (mm²) foi feita a impressão epidérmica 

foliar abaxial em lâminas de vidro, com o auxílio de éster de cianocrilato (Super 

Bonder®). As medições foram realizadas através do software analisador de 

imagens TSView v.6.1.3.2 (Tucsen Imaging Technology Co. Limited, Fujian, 

China). Os valores médios foram obtidos a partir de 20 medições para cada 

variável. Os dados foram submetidos à análise de variância (ANOVA) no nível 

de 1% de significância. As observações e a documentação fotográfica foram 

realizadas em fotomicroscópio (Nikon, Eclipse E200, Tóquio, Japão). 

O mesmo procedimento anterior foi realizado para as amostras de 

segmentos caulinares. Nesse caso, o método compreende maceração do xilema 

(KRAUS e ARDUIN, 1997) que consiste em dissolver a lamela média para 

obtenção de células dissociadas do xilema secundário formando tiras no sentido 

longitudinal do caule, possibilitando, assim, a individualização dos diversos 

elementos que compõem o xilema. Os fragmentos foram transferidos para tubos 
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de ensaio com tampa rosqueada contento 10 mL de solução de água oxigenada 

e ácido acético na proporção de 1:1 e acondicionados em estufa a 60ºC por 48 

horas para a dissociação completa. O material foi lavado em água comum, 

colorido com safrablau e armazenado em geladeira. 

Foram feitas 20 medidas, por indivíduo, do comprimento do elemento de 

vaso, diâmetro do elemento de vaso e do lúmen do elemento de vaso, 

comprimento da fibra e espessura da fibra. Todas as medidas foram realizadas 

em fotomicroscópio (Nikon, Eclipse E200, Tóquio, Japão) com analisador 

semiautomático Nikon com o uso do software TSView v.6.1.3.2 (Tucsen Imaging 

Technology Co. Limited, Fujian, China). 

4.6 – Carboidratos Não Estruturais 

 Amostras de folhas e segmentos caulinares congeladas em ultrafreezer (-

80ºC) foram liofilizadas e, em seguida, pulverizadas em moinho de bola (Modelo 

TE-350, TECNAL, São Paulo, Brasil) e armazenadas em temperatura ambiente. 

4.6.1 Carboidratos Solúveis 

Para a extração de açúcares solúveis, 10 mg do pó foi pesado (Balança 

Analítica AB204-S/FACT Mettler Toledo, Leicester, Inglaterra) em microtubos de 

2 mL e submetidos a quatro extrações subsequentes com 1,5 mL de etanol 80% 

em banho-maria a ±80ºC durante 20 minutos e centrifugados a 13.000 rpm por 

10 minutos (Eppendorf Microcentrifuge 5417R, Hamburgo, Alemanha). Repetida 

esta etapa por mais três vezes, o sobrenadante da quarta extração foi utilizado 

para determinação dos açúcares totais solúveis em fenol 5% e H2SO4 95-97% 

como descrito por Dubois et al. (1956) para a certificação de que todo o conteúdo 

de açúcar solúvel foi extraído da amostra. Os sobrenadantes foram reunidos e 

armazenados a -20°C. O precipitado foi transferido para estufa 50ºC durante 24 

horas, para completa evaporação do etanol e armazenado em temperatura 

ambiente para posterior análise de amido (item 4.6.2). O volume total da extração 

etanólica (6 mL) foi evaporado em concentrador de amostras (Thermo Scientific 

Express SC250EXP SpeedVac®, Massachusetts, EUA) e posteriormente 

ressuspendido em 1 mL com água ultrapurificada Milli-Q. Para os extratos 

foliares foi necessário adicionar 0,5 mL de clorofórmio 99% para o arraste de 
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pigmentos lipossolúveis como a clorofila. Após separação das duas fases 

(hidrossolúvel contendo os açúcares e lipossolúvel com pigmentos), o 

sobrenadante foi coletado e armazenado em microtubos congelados em -20°C. 

Os extratos foram descongelados e uma alíquota de 500 μL foi adicionada 

em vial para quantificação de glicose, frutose e sacarose por cromatografia 

líquida de troca aniônica de alta performance (HPAEC/PAD) em sistema Dionex-

DX500. A coluna utilizada foi CarboPac PA1, eluída com NaOH 200 mM e água 

ultrapurificada Milli-Q. O tempo de corrida para cada amostra foi de 25 minutos 

com fluxo de 1 mL/min, sendo que a proporção aplicada foi de 50% de cada 

eluente durante os primeiros 15 minutos (tempo médio para a separação de 

todos os picos de interesse), 100% de NaOH 200 mM por 5 minutos para a 

limpeza da coluna e finalizando com 5 minutos com 100% de água para a 

regeneração. Para a curva padrão foram utilizadas concentrações de 50, 100 e 

200 μM de cada açúcar. A curva padrão foi estabelecida na sequência de corrida 

a cada 10 amostras a fim de evitar erros de detecção devido a variações 

temporais do aparelho na determinação nos tempos de retenção, bem como para 

detectar possíveis variações nas concentrações dos açúcares devido à 

degradação dos mesmos. 

4.6.2 Amido 

A dosagem de amido foi realizada a partir do protocolo descrito por Amaral 

et al. (2007). Após remoção dos açúcares solúveis (descrito no item 4.6.1) foram 

adicionados ao precipitado 0,5 mL (120 U mL-1) de α-amilase termoestável de 

Bacillus licheniformis (cód. E-ANAAM, MEGAZYME), diluída em tampão MOPS 

10 mM em pH 6,5. As amostras foram incubadas a 75ºC por 30 minutos. Este 

procedimento foi repetido mais uma vez, totalizando 120 unidades de enzima. 

As amostras foram resfriadas até 50ºC, e então foi adicionado 0,5 mL de uma 

solução contendo 30 U mL-1 de amiloglucosidase de Aspergillus niger (cód. 

EAMGPU, MEGAZYME) em tampão acetato de sódio 100 mM em pH 4,5. As 

amostras foram incubadas a 50ºC por 30 minutos. Este procedimento foi repetido 

mais uma vez. 
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Após as incubações descritas acima, foram acrescentados 50 µL de ácido 

perclórico 0,8 M para interromper a reação enzimática e precipitar as proteínas. 

Logo após centrifugação de 10 minutos a 13.000 rpm, prosseguiu a dosagem de 

amido nos extratos, por meio da quantificação de glicose liberada no processo 

de hidrólise do amido. Para tanto, foram utilizados 50 µL do extrato com 250 µL 

do reagente Glicose PAP Liquiform (CENTERLAB, Brasil), contendo as enzimas 

glicose-oxidase (~11.000 U mL-1) e peroxidase (~700 U mL-1), 290 µmol L-1 de 

4-aminoantipirina e 50 mM de fenol pH 7,5. Nesta etapa, a glicose oxidase 

catalisa a oxidação da glicose. O peróxido de hidrogênio formado na reação 

reage com 4-aminoantipirina e fenol, sob ação catalisadora da peroxidase, 

através de uma reação oxidativa de acoplamento formando uma 

antipirilquinonimina rosa cuja intensidade é proporcional à concentração de 

glicose na amostra. Após incubação por 15 min a 37ºC, o teor de glicose foi 

determinado em espectrofotômetro acoplado a leitor de ELISA (Thermo Scientific 

Express Multiskan FC Microplate Photometer, Massachusetts, EUA) em 

comprimento de onda de 490 nm. Para a elaboração da curva padrão foi utilizada 

solução de glicose (SIGMA), nas concentrações de 0; 2,5; 5; 7,5; 10 e 12,5 

mg/mL. 

4.7 – Carboidratos Estruturais e Lignina 

4.7.1 Celulose 

A determinação de celulose das amostras foi realizada de acordo com 

Brendel et al. (2000). Foram pesadas 100 mg de amostras pulverizadas em tubos 

de vidro com tampa rosqueada. Adicionou-se 2 mL de ácido acético 80% e 200 

µL de ácido nítrico 69% concentrado. Os tubos foram fechados, as amostras 

misturadas com cuidado, e acondicionados em placa aquecedora por 1 hora a 

100°C. Após esfriar, as amostras foram transferidas para tubos falcon de 15 mL, 

previamente pesados, e logo em seguida adicionado 2,5 mL de etanol 99%. 

As amostras foram então homogeneizadas em agitador vórtex, 

centrifugadas a 4.500 rpm por 5 minutos (Eppendorf Centrifuge 5810R, 

Hamburgo, Alemanha) em temperatura ambiente e o sobrenadante descartado 

cuidadosamente. Em seguida, as amostras foram lavadas sequencialmente da 

seguinte forma: (1) 5 mL de etanol 99% para remover os produtos degradados 
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na extração; (2) 5 mL de água deionizada para remover os vestígios do ácido 

nítrico; (3) 5 mL de NaOH 17% que ficou em repouso em temperatura ambiente 

por 10 minutos; (4) 5 mL de água deionizada; (5) 2,2 mL de água deionizada e 

600 µL de ácido acético. Foi ainda adicionado mais 2,2 mL de água deionizada 

para retirada de material não celulósico ainda persistente e (6) 5 mL de água 

deionizada. Entre cada lavagem (1 a 6), as amostras foram centrifugadas a 4.500 

rpm por 5 minutos em temperatura ambiente e os sobrenadantes descartados. 

Por fim as amostras foram secas em estufa a 50ºC por 48 horas e pesadas para 

posterior determinação da porcentagem de celulose. 

4.7.2 Hemicelulose 

A metodologia utilizada para a determinação de hemicelulose foi de 

Shädel et al. (2010) com modificações. Para cada 50 mg de massa seca das 

amostras pulverizadas, foi adicionado 1,5 mL de etanol 80% em microtubos de 

2 mL, para retirada dos açúcares solúveis. Os tubos devidamente vedados com 

pregadores específicos para microtubos foram levados ao banho-maria a ±80ºC 

por 20 minutos. As amostras foram centrifugadas em 13.000 rpm por 5 minutos 

a temperatura de 5ºC e o sobrenadante descartado cuidadosamente. Esta 

operação foi repetida por mais três vezes, para retirada total dos resíduos de 

açúcares solúveis ainda presentes nas amostras. O precipitado foi seco em 

estufa a 50ºC durante 24 horas e então pesado. Ao precipitado seco foi 

adicionado 1,5 mL de dimetil sulfóxido (DMSO) para extração do amido presente 

nas amostras e, mantido sob agitação em placa agitadora por 24 horas em 

temperatura ambiente. Após esse período, as amostras foram centrifugadas em 

13.000 rpm por 5 minutos a 5ºC e o sobrenadante descartado. Em seguida, o 

precipitado foi lavado em 1,5 mL de água destilada por três vezes, centrifugado 

e descartado o sobrenadante, para retirada total do DMSO presente nas 

amostras até que o pH atingisse o valor entre 6-7 aferido com fitas de pH. O 

precipitado foi transferido para estufa a 50ºC por 24 horas e então realizada a 

pesagem no dia seguinte. 

Acrescentou-se ao precipitado anterior 1,5 mL do detergente neutro 

(tetraborato de sódio decahidratado 18 mmol, ácido etilenodiaminotetracético 66 

mmol, sulfato de sódio dodecil 10,4 mmol, fosfato de sódio dibásico 32 mmol e 
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água destilada) para extração de resíduos solúveis em água e pectinas e, 

adicionou-se 25 µL de solução de sulfito de sódio (10 mg/10 mL) para extração 

de proteínas. As amostras foram transferidas para banho-maria a ±100ºC por 60 

minutos sob agitação em placa magnética. Depois as amostras foram 

centrifugadas e o sobrenadante descartado. O precipitado desta etapa (celulose, 

hemicelulose e lignina) foi lavado sequencialmente da seguinte forma: (1) duas 

vezes com 1,5 mL de água deionizada quente; (2) uma vez com 1,5 mL de 

acetona 100% e; (3) uma vez com 1,5 mL de água deionizada. O precipitado 

contendo a “fração total de parede celular” foi então transferido novamente para 

estufa a 50ºC durante 24 horas e pesado. Em seguida foi adicionado ao 

precipitado 1,5 mL do detergente ácido (H2SO4 1 N e brometo de 

hexadeciltrimetilamônio ácido deoxicólico sal sódico 55 mmol) e 

homogeneizado. Após serem transferidas novamente para banho-maria a 

±100ºC por 60 minutos, as amostras foram centrifugadas e o sobrenadante 

contendo hemicelulose foi descartado. O precipitado foi lavado em 1,5 mL de 

água deionizada por pelo menos cinco vezes, centrifugado e descartado o 

sobrenadante, para retirada total do detergente ácido presentes nas amostras. 

Por fim o precipitado contendo apenas a “fração de celulose e lignina” foi seco 

em estufa a 50ºC durante 24 horas e pesados posteriormente. 

O cálculo para a determinação da concentração das hemiceluloses 

presentes nas amostras foi realizado pela diferença gravimétrica entre a “fração 

total da parede celular” e a “fração de celulose e lignina”. As concentrações de 

hemiceluloses foram calculadas em % da massa seca (MS). 

A proporção dos monossacarídeos das frações de parede celular das 

amostras foi realizada através da hidrólise com o ácido trifluoracético (TFA) 2 N. 

Após a remoção total dos açúcares solúveis e amido das amostras (descritos no 

item 4.6.1 e 4.6.2 respectivamente), foram pesados 2 mg do precipitado em 

microtubos de 1,5 mL e, em seguida, acrescentado 1 mL do ácido trifluoracético 

2 N (Merck). Os microtubos devidamente vedados com pregadores específicos 

para microtubos foram submetidos ao banho seco por uma hora a ±100ºC. As 

amostras foram resfriadas e 1 mL foi transferido para microtubos de 2 mL com 

secagem em um concentrador de amostras. Os monossacarídeos foram 
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ressuspendidos em 500 µL de água ultrapurificada Milli-Q e as amostras foram 

purificadas em filtros de HPLC. 

Uma alíquota de 500 μL das amostras foi transferida em vial e submetida 

a análise quantitativa das frações de xilose, galactose, arabinose, manose, 

glicose, ramnose e fucose. Os monossacarídeos resultantes da hidrólise ácida 

foram analisados por cromatografia líquida de troca aniônica de alta performance 

(HPAEC/PAD) com detector amperométrico (Dionex-DX500, USA) em coluna 

CARBOPAC PA1. A separação foi feita em 60 minutos, com água, tendo um 

pulso, nos primeiros dois minutos, de NaOH 20 mM e um fluxo de 1 mL/min. Foi 

utilizada pós-coluna com NaOH 500 mM e fluxo de 0,5 mL/min. 

4.7.3 Lignina 

 A determinação de lignina foi realizada segundo Dos Santos et al. (2008). 

Foram pesados 150 mg de amostras pulverizadas em tubos de vidro e 

homogeneizado em 10 mL de tampão fosfato de sódio e potássio 50 mM em pH 

7. As amostras foram transferidas para tubos falcon de 15 mL e o material foi 

centrifugado por 10 minutos a 6.000 rpm e o sobrenadante descartado. A partir 

dessa etapa o precipitado passou por 12 lavagens com diferentes soluções 

(Tabela 03) seguindo sempre o mesmo procedimento: a solução foi adicionada, 

o material foi agitado em vórtex por 5 minutos e o sobrenadante foi descartado. 

Tabela 03: Lista de soluções utilizadas na sequência de lavagens para extração 

de lignina. 

Número de 
lavagens 

Volume 
(mL) 

Soluções 

3 7 Tampão Fosfato 50 mM – pH 7,0 

3 7 Triton® x – 100 (v/v) 1% - pH 7,0 (SIGMA) 

2 7 Tampão NaCl – pH 7,0 

2 7 Água destilada 

2 7 Acetona 100% 

Após a 12ª lavagem, o precipitado foi seco em estufa a 60°C por 24 horas. 

Esse material resultante é o que compreende a fração de parede celular livre de 

proteínas. Do precipitado seco, pesou-se 50 mg em tubos de 15 mL, adicionou-
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se 1,2 mL de ácido tioglicólico e 6 mL de HCl 2 M. As amostras foram incubadas 

a 95°C por 4 horas. Após esse tempo as mesmas foram centrifugadas por 15 

minutos e lavadas três vezes com água destilada. Adicionou-se 7 mL de NaOH 

0,5 M e incubou a 30°C por 18 horas sob agitação constante em agitador 

magnético. Depois as amostras foram centrifugadas e reservou-se o 

sobrenadante. O precipitado foi lavado com 3 mL de NaOH 0,5 M, e centrifugado 

em seguida. O sobrenadante resultante foi unido ao anterior, acidificado com 1,8 

mL de HCl e deixado a 4°C por 12 horas sem agitar para precipitação. Após esse 

período, as amostras foram centrifugadas e lavadas duas vezes com água 

destilada, centrifugadas novamente em 6.000 rpm por 10 minutos em 

temperatura ambiente e descartado o sobrenadante. O precipitado obtido foi 

seco a 60°C por 24 horas e ressuspendido em 1 mL NaOH 0,5 M. 

No caso das amostras da madeira que ultrapassaram o valor acima de 1,0 

na leitura espectrofotométrica, as mesmas foram diluídas 50 vezes (proporção 

de 1:50). Nesse caso foi retirado 2,5 µL das amostras que ultrapassaram o valor 

acima citado e misturou-se com 2,5 mL de NaOH 0,5 M (proporção de 1:100). 

Como o precipitado foi inicialmente ressuspendido em 5 mL de NaOH, a diluição 

foi de cinco vezes. A determinação do conteúdo de lignina foi realizada através 

da leitura de absorbância em espectrofotômetro no comprimento de onda de 280 

nm. Foi utilizada a solução de lignina (SIGMA) para construção da curva padrão, 

nas concentrações de 0; 10; 20; 30; 40; 50; 100; 200; 300; 400 e 500 µg/µL. 

4.8 – Análises Estatísticas 

O delineamento experimental utilizado foi inteiramente casualizado (DIC). 

As médias dos dados obtidos foram comparadas aplicando-se a análise de 

variância (ANOVA) no nível de 1% (P < 0.01) de significância pelo Programa 

Assistat 7.7 beta (2014), UAEG-CTRN-UFCG, Campina Grande – PB e a 

organização e tabulação dos dados, executados pelo programa Microsoft Office 

Excel (2013). 
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5. RESULTADOS 

5.1 – Análises Biométricas 

Nas análises biométricas de altura, diâmetro do caule, teor de água, área 

foliar unitária e massa foliar específica, não foram encontradas diferenças 

significativas entre os dois grupos funcionais (Tabela 04). 

 

Tabela 04: Variáveis biométricas de espécies arbóreas pioneiras e não pioneiras 

da Floresta Atlântica. Medidas de altura, diâmetro do caule, teor de água foliar, 

área foliar unitária (AFU) e massa foliar específica (MFE). 

Variáveis 
Classificação Ecológica 

Pioneiras Não Pioneiras 

Altura (m) 17,2 ± 0,9 15,7 ± 1,3 

Diâmetro caule (cm) 27,1 ± 2,2 24,6 ± 2,7 

Teor H2O (mg H2O cm2) 0,9 ± 0,04 1,3 ± 0,07 

AFU (cm2) 63,7 ± 6,1 70,2 ± 6,3 

MFE (mg MF cm2) 0,02 ± 0,002 0,02 ± 0,001 

± representa o erro padrão da média (n=21). 
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5.2 – Pigmentos Cloroplastídicos 

A concentração de pigmentos cloroplastídicos diferiu significativamente 

entre as duas classes sucessionais (Tabela 05). As espécies pioneiras se 

destacaram pelas maiores concentrações de clorofila a (11,9 mg.g-1 MS), 

clorofila b (5,7 mg.g-1 MS), clorofila total (19,8 mg.g-1 MS) e de carotenoides (15,7 

mg.g-1 MS). No entanto, a razão clorofila total/carotenoides foi maior nas 

espécies não pioneiras. 

 

Tabela 05: Concentrações de pigmentos cloroplastídicos nas folhas de espécies 

arbóreas pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica. Medidas de clorofila a; 

clorofila b; clorofila total; carotenoides; relação entre clorofila a e clorofila b e 

relação entre clorofila total e carotenoides. 

Pigmentos (mg.g-1 MS) 
Classificação Ecológica 

Pioneiras Não Pioneiras 

Clorofila a 11,9** ± 1,2 8,4 ± 0,6 

Clorofila b 5,7** ± 0,5 3,5 ± 0,4 

Clorofila total 19,8** ± 1,9 13,8 ± 1,1 

Carotenoides 15,7** ± 1,8 7,4 ± 1,1 

Clorofila a / Clorofila b 2,1 ± 0,1 2,6 ± 0,1 

Clorofila total / Carotenoides 1,4 ± 0,06 2,2** ± 0,2 

Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as duas classes 

sucessionais (P<0.01). ± representa o erro padrão da média (n=21). 
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5.3 – Anatomia Foliar e Caulinar 

A espessura total do limbo foliar, da epiderme adaxial e dos parênquimas 

paliçádico e lacunoso foi maior nas espécies não pioneiras, já as espécies 

pioneiras apresentaram maior densidade estomática (382 mm²) (Tabela 06). 

Quanto a epiderme abaxial e a relação entre os parênquimas paliçádico e 

lacunoso, não foi encontrada diferenças significativas entre os dois grupos 

ecológicos. 

Em relação à anatomia da madeira, foram observadas diferenças entre os 

grupos funcionais (Tabela 07). Os diâmetros dos elementos de vaso e do lúmen 

dos elementos de vaso foram maiores no xilema secundário das espécies 

pioneiras. Entretanto, a espessura da parede dos elementos de vaso, o diâmetro 

das fibras e o comprimento dos elementos de vasos e das fibras não variou 

significativamente entre as duas classes sucessionais. 
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Tabela 06: Variáveis anatômicas foliares de espécies arbóreas pioneiras e não 

pioneiras da Floresta Atlântica. Medidas de espessuras do limbo, epiderme 

adaxial, parênquima paliçádico, parênquima lacunoso, epiderme abaxial, razão 

entre as espessuras dos parênquimas lacunoso e paliçádico e densidade 

estomática. 

Variáveis 
Classificação Ecológica 

Pioneiras Não Pioneiras 

Limbo (µm) 155 ± 2,2 226** ± 5,2 

Epiderme adaxial (µm) 18 ± 0,4 22** ± 0,9 

Parênquima paliçádico (µm)  43 ± 1,5 65** ± 4,3 

Parênquima lacunoso (µm) 82 ± 2,4 127** ± 7,7 

Epiderme abaxial (µm) 12 ± 0,7 12 ± 0,4 

Parênquima lacunoso / paliçádico 1,9 ± 0,09 2,0 ± 0,04 

Densidade estomática (mm2)  382** ± 3,1 266 ± 2,9 

Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as duas classes 

sucessionais (P<0.01). ± representa o erro padrão da média (n=21). 

 

Tabela 07: Variáveis anatômicas do xilema secundário caulinar de espécies 

arbóreas pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica. Medidas de 

comprimento do elemento de vaso, diâmetro do elemento de vaso, diâmetro do 

lúmen do elemento de vaso, parede do elemento de vaso, comprimento da fibra 

e diâmetro da fibra. 

Variáveis (µm) 
Classificação Ecológica 

Pioneiras Não Pioneiras 

Comprimento do elemento de vaso 445 ± 7,7 505 ± 4,1 

Diâmetro do elemento de vaso 257** ± 3,1 89 ± 2,3 

Diâmetro do lúmen do elemento de vaso 237** ± 3,4 73 ± 2,4 

Parede do elemento de vaso 18 ± 1,1 15 ± 0,3 

Comprimento da fibra 821 ± 13,2 891 ± 11,1 

Diâmetro da fibra 17 ± 0,6 19 ± 1,0 

Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as duas classes 

sucessionais (P<0.01). ± representa o erro padrão da média (n=21). 
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5.4 – Carboidratos Não Estruturais 

5.4.1 Carboidratos Solúveis 

 No xilema secundário do caule (Figura 11), os teores de glicose, frutose e 

sacarose diferiram significativamente entre as duas classes funcionais. As 

espécies pioneiras se destacaram pelos maiores teores destes carboidratos. As 

proporções observadas dos açúcares solúveis presentes no caule das espécies 

pioneiras foram de 6% de glicose, 2,3% de frutose e 7,9% de sacarose da massa 

seca (MS). Enquanto as espécies não pioneiras apresentaram os seguintes 

valores: 1,5% de glicose, 0,8% de frutose e 4,3% de sacarose da MS. 

Para as folhas (Figura 12) não houve diferenças significativas nas 

concentrações destes açúcares entre os dois grupos ecológicos abordados 

neste estudo. Nas espécies pioneiras foram verificadas proporções de 0,09% de 

glicose, 0,08% de frutose e 0,001% de sacarose da MS. Já as espécies não 

pioneiras exibiram 0,08% de glicose, 0,1% de frutose e 0,0025% de sacarose da 

MS. 
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Figura 11: Teores de glicose, frutose e sacarose em caule de espécies arbóreas 

pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica. Barras representam a média 

aritmética e o erro padrão da média (n=7 para cada espécie e n=21 por grupo 

ecológico). Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as duas 

classes sucessionais (P<0.01). 
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Figura 12: Teores de glicose, frutose e sacarose em folhas de espécies arbóreas 

pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica. Barras representam a média 

aritmética e o erro padrão da média (n=7 para cada espécie e n=21 por grupo 

ecológico). 
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5.4.2 Amido 

O teor de amido caulinar não diferenciou significativamente entre os dois 

grupos funcionais (Figura 13). Nesse sentido, o teor de amido do caule das 

espécies pioneiras representou apenas 1,9% e 3,1% da MS nas espécies não 

pioneiras. A espécie não pioneira Neoraputia alba mostrou menor valor deste 

polissacarídeo com cerca de 1% da MS do caule, enquanto a espécie 

Carpotroche brasiliensis da mesma classe funcional obteve o maior valor com 

5,6% de amido da MS. 

As espécies não pioneiras se destacaram pelos maiores teores de amido 

foliar representando 2,8% da MS. Já as espécies pioneiras esse valor foi muito 

baixo correspondendo apenas 0,9% da MS das folhas. Ao contrário do que foi 

observado no caule, a espécie não pioneira Neoraputia alba se destacou pelo 

valor elevado de amido foliar com uma concentração de 6,1% da MS, conduzindo 

este grupo funcional para obtenção da maior concentração de amido foliar. 
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Figura 13: Teor de amido em caule e folhas de espécies arbóreas pioneiras e 

não pioneiras da Floresta Atlântica. Barras representam a média aritmética e o 

erro padrão da média (n=7 para cada espécie e n=21 por grupo ecológico). Dois 

asteriscos representam diferenças significativas entre as duas classes 

sucessionais (P<0.01). 
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5.5 – Carboidratos Estruturais e Lignina 

 Os resultados obtidos nas análises dos carboidratos estruturais e lignina 

foram altamente satisfatórios e inéditos sob o ponto de vista ecológico. 

5.5.1 Celulose 

 O teor desse polímero de parede celular foi maior nas folhas e caule das 

espécies não pioneiras (Figura 14). O valor médio de celulose no caule das 

espécies não pioneiras foi de 33% da MS e nas folhas de 10% da MS e para as 

espécies pioneiras o valor médio foi de 29% da MS do caule e 6% da MS das 

folhas. Comparando qualitativamente os órgãos, nota-se que a variação da 

celulose nas folhas foi maior do que no caule. Enquanto essa variação foi de 

57% no caule, nas folhas foi de 83%. 

5.5.2 Hemicelulose 

A concentração de hemiceluloses também variou significativamente entre 

as classes funcionais (Figura 15). Para as espécies não pioneiras o valor médio 

deste polímero de parede celular representou 24% da MS do caule e 15% da MS 

das folhas. As espécies pioneiras exibiram menor teor de hemiceluloses no caule 

com 17% da MS e nas folhas com 9% da MS. Na comparação qualitativa dos 

órgãos, podemos observar que a variação das hemiceluloses nas folhas foi 

superior do que no caule. A variação verificada para o caule foi de 65% e para 

as folhas de 83%. 

5.5.3 Lignina 

 A lignina demonstrou ser uma variável quantitativa bem representativa na 

diferenciação dos dois grupos sucessionais (Figura 16). As espécies não 

pioneiras apresentaram maior teor deste polímero de parede celular, 

representando no caule o valor médio de 22% da MS e 4% da MS das folhas. O 

valor médio da concentração de lignina nas espécies pioneiras foi de 9% da MS 

do caule e 1,5% da MS das folhas. A variação da lignina na comparação 

qualitativa dos órgãos também foi mais elevada nas folhas do que no caule. No 

caule a variação foi de 122% e nas folhas de 133%. 
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Figura 14: Conteúdo de celulose presente no caule e nas folhas de espécies 

arbóreas pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica. Barras representam a 

média aritmética e o erro padrão da média (n=7 para cada espécie e n=21 por 

grupo ecológico). Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as 

duas classes sucessionais (P<0.01). 
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Figura 15: Conteúdo de hemicelulose presente no caule e nas folhas de espécies 

arbóreas pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica. Barras representam a 

média aritmética e o erro padrão da média (n=7 para cada espécie e n=21 por 

grupo ecológico). Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as 

duas classes sucessionais (P<0.01). 
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Figura 16: Conteúdo de lignina presente no caule e nas folhas de espécies 

arbóreas pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica. Barras representam a 

média aritmética e o erro padrão da média (n=7 para cada espécie e n=21 por 

grupo ecológico). Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as 

duas classes sucessionais (P<0.01). 
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5.5.4 Proporção de Lignina para Biomassa Celulósica 

 A proporção de lignina para biomassa celulósica (celulose e 

hemiceluloses) foi superior no caule e nas folhas das espécies não pioneiras 

(Figura 17). No caule dessa classe funcional o valor médio foi de 3,8% da MS e 

de 0,16% da MS das folhas. O valor encontrado para as espécies pioneiras foi 

inferior, representando no caule 2% da MS e nas folhas 0,1% da MS. 

Observando os gráficos do caule, nota-se que a espécie não pioneira 

Neoraputia alba se destacou pelo elevado valor desta variável representando 

5%. Já para as folhas, a espécie que apresentou valor superior com 0,23% foi a 

espécie não pioneira Carpotroche brasiliensis. Comparando qualitativamente os 

órgãos, observa-se que a varição da proporção de lignina para biomassa 

celulósica no caule foi maior do que nas folhas. Enquanto essa varição foi de 

95% no caule, nas folhas foi de 80%. 
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Figura 17: Proporção de lignina para biomassa celulósica (celulose e 

hemicelulose) presente no caule e nas folhas de espécies arbóreas pioneiras e 

não pioneiras da Floresta Atlântica. Barras representam a média aritmética e o 

erro padrão da média (n=7 para cada espécie e n=21 por grupo ecológico). Dois 

asteriscos representam diferenças significativas entre as duas classes 

sucessionais (P<0.01). 
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5.5.5 Monossacarídeos das Hemiceluloses de Parede Celular 

As proporções dos monossacarídeos das frações de parede celular são 

apresentadas nas Figuras 18 e 19. Os monossacarídeos mais representativos 

na fração de hemiceluloses presentes no xilema secundário caulinar das 

espécies pioneiras são: xilose (70,4%), seguidos de arabinose (11,2%), 

galactose (9%), manose (4,5%), glucose (3,5%), ramnose (1,1%) e fucose 

(0,3%). Para as espécies não pioneiras as proporções de monossacarídeos de 

parede celular foram as seguintes: 68,3% de xilose, 15,1% de galactose, 7,5% 

de arabinose, 4% de manose, 3,8% de glucose, 1% de ramnose e 0,3% de 

fucose. A galactose e a manose foram as únicas frações que apresentaram 

diferenças significativas no caule entre os dois grupos ecológicos, mostrando 

maiores concentrações em espécies não pioneiras (Figura 18). 

Nas folhas ocorreram algumas variações nas proporções das frações de 

monossacarídeos, quando comparadas com as frações encontradas no caule. 

Neste órgão foi verificado nas espécies pioneiras maiores valores de arabinose 

(31%) e xilose (28,5%), seguidos de galactose (22%), glucose (13%), manose 

(2,4%), fucose (1,8%) e ramnose (1,3%). Enquanto as espécies não pioneiras 

apresentaram 36% de xilose, 31% de arabinose, 20,1% de galactose, 5,3% de 

glucose, 3% de fucose, 2,7% de ramnose e 1,9% de manose. As espécies 

pioneiras apresentaram maiores concentrações nas proporções de galactose, 

glucose e manose. Já em espécies não pioneiras foram verificadas maiores 

concentrações nas proporções de fucose (Figura 19). 
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Figura 18: Proporções dos monossacarídeos estruturais das hemiceluloses da 

parede celular do xilema secundário caulinar de espécies arbóreas pioneiras e 

não pioneiras da Floresta Atlântica. Média aritmética de n=7 para cada espécie 

e n=21 por grupo ecológico. Asteriscos representam diferenças significativas 

entre as duas classes sucessionais (0.01≤P<0.05). 
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Figura 19: Proporções dos monossacarídeos estruturais das hemiceluloses da 

parede celular de folhas de espécies arbóreas pioneiras e não pioneiras da 

Floresta Atlântica. Média aritmética de n=7 para cada espécie e n=21 por grupo 

ecológico. (*) diferenças significativas entre as duas classes sucessionais 

(0.01≤P<0.05) e (**) diferenças significativas entre as duas classes sucessionais 

(P<0.01). 
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5.6 – Atributos Quantitativos de Espécies Arbóreas 

 Diante dos resultados obtidos neste estudo, podemos aferir uma tabela 

de atributos quantitativos encontrados em folhas e caule de espécies arbóreas 

pioneiras e não pioneiras da Floresta Atlântica (Tabelas 08 e 09). Com isso, foi 

possível identificar com maior exatidão as diferenças observadas entre espécies 

pioneiras e não pioneiras. Esclarecemos que esta tabela de valores foi 

fundamentada nos resultados obtidos para seis espécies nativas tropicais 

(Figuras 09 e 10), sendo três pioneiras e três não pioneiras. 

 

Tabela 08: Atributos quantitativos foliares de espécies arbóreas pioneiras e não 

pioneiras da Floresta Atlântica. Média aritmética de n=7 para cada espécie e 

n=21 por grupo ecológico. 

Variáveis 
Classificação Ecológica 

Pioneiras Não Pioneiras 

Clorofila a (mg.g-1 MS) 11,9** 8,4 

Clorofila b (mg.g-1 MS) 5,7** 3,5 

Clorofila total (mg.g-1 MS) 19,8** 13,8 

Carotenoides (mg.g-1 MS) 15,7** 7,4 

Limbo foliar (µm) 155 226** 

Epiderme adaxial (µm) 18 22** 

Parênquima paliçádico (µm) 43 65** 

Parênquima lacunoso (µm) 82 127** 

Densidade estomática (mm2)  382** 266 

Amido (% MS) 0,9 2,8** 

Celulose (% MS) 6 10** 

Hemicelulose (% MS) 9 15** 

Lignina (% MS) 1,5 4** 

Lignina:Biomassa celulósica (% MS) 0,1 0,16** 

Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as duas classes 

sucessionais (P<0.01). 
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Tabela 09: Atributos quantitativos caulinares de espécies arbóreas pioneiras e 

não pioneiras da Floresta Atlântica. Média aritmética de n=7 para cada espécie 

e n=21 por grupo ecológico. 

Variáveis 
Classificação Ecológica 

Pioneiras Não Pioneiras 

Diâmetro do elemento de vaso (µm) 257** 89 

Diâmetro do lúmen do elemento de vaso (µm) 237** 73 

Glicose (% MS) 6** 1,5 

Frutose (% MS) 2,3** 0,8 

Sacarose (% MS) 7,9** 4,3 

Celulose (% MS) 29 33** 

Hemicelulose (% MS) 17 24** 

Lignina (% MS) 9 22** 

Lignina:Biomassa celulósica (% MS) 2 3,8** 

Dois asteriscos representam diferenças significativas entre as duas classes 

sucessionais (P<0.01). 
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6. DISCUSSÃO 

As diferenças fenotípicas das espécies pioneiras e não pioneiras 

constatadas no presente estudo mostram certa relação com alguns conceitos 

descritos por Budowski (1965), Finegan (1984) e Whitmore (1990). A maior 

longevidade foliar e densidade do caule das espécies não pioneiras pode estar 

associada ao maior teor de polímeros estruturais de parede celular observado 

nesse estudo. Como há carência de informações sobre as características 

ecofisiológicas de espécies pioneiras e não pioneiras adultas e estabelecidas na 

Floresta Atlântica, a presente discussão foi baseada em informações oriundas 

de trabalhos desenvolvidos com arbóreas juvenis em condições de campo e em 

condições ambientais controladas, e adultas estabelecidas em florestas nativas 

tropicais. 

A maior espessura do limbo foliar em espécies não pioneiras investigadas 

nessa pesquisa, indica maior longevidade foliar relatada para essa classe 

funcional (POORTER e BONGERS, 2006; POORTER et al., 2008). Esta 

característica assegura uma alta sobrevivência para espécies típicas de 

ambientes sombreados como as não pioneiras, propiciando folhas bem 

protegidas que reduz a perda de biomassa por herbivoria ou perturbação 

mecânica (POORTER e BONGERS, 2006). No entanto, em estudos com 

espécies nativas tropicais na fase juvenil submetidas à irradiância contrastante, 

esses resultados foram contraditórios (SABBI et al., 2010; SILVA et al., 2010; 

MENGARDA et al., 2012). Nestes estudos, os autores observaram que espécies 

sujeitas as maiores irradiâncias como as pioneiras tendem a apresentar maior 

espessura do limbo foliar, associada à mudanças estruturais para manutenção 

do processo fotossintético e maior eficiência do uso da água (ROSSATO e 

KOLB, 2010). 

Partindo do pressuposto de que as espécies pioneiras possuem maior 

taxa fotossintética exigida pelo rápido crescimento (POORTER e BONGERS, 

2006; POORTER et al., 2008; 2010; PAROLIN et al., 2010), as maiores 

concentrações de pigmentos cloroplastídicos observadas neste estudo em 

espécies pioneiras sugere maior atividade fotossintética em plantas inseridas 

nessa classe funcional. Uma das variáveis mais importantes associadas à 
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eficiência fotossintética é o teor de clorofilas e carotenoides (REGO e 

POSSAMAI, 2006; SARIJEVA et al., 2007; FAVARETTO et al., 2011). 

As clorofilas a e b capturam comprimentos de onda diferentes. Deste 

modo, espécies pioneiras típicas de ambientes com elevada irradiância possuem 

maior concentração de clorofila a (IANNELLI-SERVÍN, 2007; PORTES et al., 

2010), com absorção na faixa correspondente de 430 e 660 nm. Entretanto, 

também foi observado neste estudo maior teor de clorofila b desta classe 

funcional. Este resultado mostra-se contraditório aos encontrados em outros 

estudos com plantas sob influência de baixa e elevada irradiância (GONÇALVES 

et al., 2001; MARTINAZZO et al., 2007; MENGARDA et al., 2009; PORTES et 

al., 2010), nos quais foram verificadas maiores concentrações de clorofila b em 

espécies adaptadas ou típicas de ambientes com baixa irradiância. Como as 

espécies pioneiras estão sujeitas à maior irradiância (POORTER e BONGERS, 

2006; POORTER et al., 2008; 2010) uma das estratégias para evitar a 

fotonibição está no acúmulo de carotenoides, como verificado nas espécies 

pioneiras desse estudo. Os pigmentos e carotenoides agem na fotoproteção do 

sistema fotossintético contra danos causados pela fotoinibição (MARENCO e 

LOPES, 2009) por meio da dissipação do excesso de energia luminosa (LAGE-

PINTO et al., 2012). 

Outra variável que sustenta a informação de que as espécies pioneiras 

possuem maior atividade fotossintética em relação às não pioneiras é a 

densidade estomática. A maior densidade estomática, observada nas espécies 

pioneiras do presente estudo, pode proporcionar maior absorção de CO2 

(BOEGER e WISNIEWSKI, 2003) e, consequentemente, aumentar a 

fotossíntese (GUREVITCH et al., 2009). Esta variável também favorece uma 

diminuição da transpiração foliar, devido à sobreposição da área de difusão do 

vapor de água em decorrência da maior proximidade dos estômatos (CASTRO 

et al., 2009). 

Caso a fotossíntese das espécies pioneiras aqui estudadas fosse maior 

em relação as não pioneiras, seria esperado uma maior concentração dos 

fotoassimilados (MARENCO et al., 2001; BORBA et al., 2005; PORTES et al., 

2010). No entanto, nas folhas das espécies pioneiras a concentração de glicose, 
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frutose e sacarose não diferenciou das não pioneiras. Isso pode ter ocorrido 

devido a uma análise pontual que não considerou as taxas de atividades 

metabólicas nos dias que antecederam a coleta. Portanto, as espécies pioneiras 

poderiam estar em maior atividade fotossintética, mas devido ao maior 

metabolismo celular dessa classe funcional (TRETHEWEY et al., 1998; 

BEEMSTER et al., 2002; OKSANEN et al., 2005; PORTES et al., 2010) os 

fotoassimilados poderiam ter sido metabolizados mais rapidamente e então 

chegar a um nível mais baixo se igualando aos teores dos carboidratos solúveis 

das espécies não pioneiras. Outro fator que pode ter contribuído para essa falta 

de diferença dos fotoassimilados entre as duas classes funcionais seja a 

variabilidade interespecífica (ALBERT et al., 2010). Nesse contexto, a variação 

da concentração de açúcares solúveis foliares nas espécies pioneiras foi alta 

com 750% de glicose, 900% de frutose e 2900% de sacarose. Da mesma forma, 

as espécies não pioneiras apresentaram variação de 300% de glicose, 188% de 

frutose e 267% de sacarose. Pelo exposto, o aumento do número de espécies 

poderia normalizar os dados e reduzir os fatores de variação. 

Considerando que as espécies não pioneiras apresentam menor atividade 

fotossintética dada sua suposta menor velocidade de crescimento em relação às 

pioneiras (KING et al., 2005; POORTER et al., 2008; 2010), seria esperado 

encontrar maior teor de amido nas espécies não pioneiras como constatado no 

presente estudo, sendo que esse polissacarídeo funcionaria como reserva 

energética temporária (RAMOS, 2009). 

Além do papel de reserva, o acúmulo de amido estimula a biossíntese de 

lignina mais eficientemente em espécies de crescimento lento (HARDING et al., 

2009; NOVAES et al., 2010) característico das espécies não pioneiras (KING et 

al., 2005; POORTER et al., 2008; 2010). Uma correlação positiva entre a 

biossíntese de lignina, concentração de amido e taxas de crescimento reduzido 

tem sido observado em alguns estudos com espécies arbóreas de rápido e lento 

crescimento (HARDING et al., 2009; NOVAES et al., 2010). Diferente do amido 

que mostrou considerável variabilidade interespecífica nas folhas das espécies 

não pioneiras, a lignina não apresentou essa característica. Pode ser que a falta 

de relação entre o teor de amido foliar e caulinar com a lignina seja devido à 

análise pontual. Da mesma forma que a lignina tem sua síntese estimulada pelo 
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amido, podemos hipotetizar que a maior concentração da celulose e das 

hemiceluloses nas folhas das espécies não pioneiras também estejam sob 

controle da concentração de amido. 

O maior teor de celulose, hemiceluloses e lignina verificado nas folhas de 

espécies não pioneiras neste estudo, confirma a informação de que espécies 

dessa classe funcional apresentam maior longevidade foliar (POORTER e 

BONGERS, 2006). De acordo com estes autores, folhas com maior longevidade 

são densas e caras para serem produzidas, porém, têm maior espessura e são 

capazes de resistir a danos físicos e impedir herbívoros generalistas. Folhas 

mais densas resultam de células densamente empacotadas, levando à limitação 

de difusão do CO2 dentro da folha, e consequentemente, proporcionando 

menores taxas fotossintéticas (NIINEMETS, 1999; POORTER e BONGERS, 

2006). 

Com o intuito de determinar a fração hemicelulósica mais representativa 

da parede celular dos tecidos foliares de espécies pioneiras e não pioneiras, a 

maior proporção de xilose seguida de arabinose e galactose, sugere que a 

hemicelulose principal seja do tipo arabinogalactano, também encontrado em 

folhas de outras arbóreas dicotiledôneas (SHÄDEL et al., 2010). 

Como discutido anteriormente, em que espécies pioneiras devam possuir 

maior atividade fotossintética, e portanto, maior mobilização dos fotoassimilados 

do órgão fonte (folhas) para o órgão dreno (caule), de certo modo tal informação 

pode ser confirmada pelas maiores concentrações dos açúcares solúveis no 

caule de suas espécies. Isso pode ser interpretado como forte relação 

fonte:dreno nas espécies pioneiras. Considerando que os fotoassimilados não 

foram utilizados mais eficientemente na síntese de celulose, hemiceluloses e 

lignina (menor teor em relação as espécies não pioneiras), podemos deduzir que 

a taxa da respiração celular seja maior do que a biossíntese dos polímeros de 

parede celular nas espécies pioneiras. Tal hipótese é sustentada pela 

informação de que as espécies dessa classe funcional apresentam maior 

velocidade de crescimento (POORTER e BONGERS, 2006; POORTER et al., 

2008; 2010; PAROLIN et al., 2010) o que exige maior demanda de compostos 

ricos em carbono para a respiração celular (TRETHEWEY et al., 1998; 
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OKSANEN et al., 2005; PORTES et al., 2010) e estimulação da divisão celular 

(BEEMSTER et al., 2002). 

Ao contrário das pioneiras, as espécies não pioneiras apresentaram 

maiores teores de polímeros de parede celular e isso parece ter relação com a 

menor taxa de crescimento (KING et al., 2005; POORTER e BONGERS, 2006; 

POORTER et al., 2008; 2010) e menor taxa de respiração celular de suas 

espécies (TRETHEWEY et al., 1998; OKSANEN et al., 2005; PORTES et al., 

2010). Gibeaut et al. (2001) especularam que o aumento dos carboidratos 

estruturais de parede celular é decorrente de uma maior alocação de carbono 

para a síntese destes carboidratos e/ou ao aumento da atividade da enzima 

celulose sintase. O maior teor de celulose verificado em espécies não pioneiras 

do presente trabalho, parece contribuir para a resistência à tração paralela das 

fibras, devido à presença de fortes ligações covalentes nos anéis piranose e 

entre unidades de glicose da cadeia de polímero de celulose. Já a lignina é 

parcialmente responsável por sua resistência à compressão (GARCÍA HORTAL, 

2007). 

Todavia, a lignina mostrou maior eficiência de síntese do que os outros 

polímeros de parede celular, como constatado em outras espécies de 

crescimento lento (HARDING et al., 2009; NOVAES et al., 2010). Uma relação 

negativa entre a proporção de lignina e a velocidade de crescimento de espécies 

arbóreas foi verificado em alguns estudos (HU et al., 1999; NOVAES et al., 

2010). Segundo estes autores, espécies arbóreas que exibiam menores 

atividades de enzimas precursoras para a biossíntese de monolignóis, 

demonstraram uma significativa redução nos teores de lignina, ao mesmo tempo 

que foram compensadas por um aumento na biomassa celulósica (celulose e 

hemiceluloses). Esta redução da proporção de lignina para biomassa celulósica 

foi acompanhada por um aumento significativo do crescimento e em maior 

velocidade, observada em todos os órgãos vegetativos. Neste contexto, as 

espécies pioneiras reconhecidas pelo seu crescimento rápido apresentaram 

menores proporções de lignina para biomassa celulósica, tanto nos órgãos 

fontes como nos drenos. 
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Neste estudo, a grande diferença observada para o teor de lignina 

comparado com os carboidratos estruturais celulose e hemicelulose foi 

determinante para a diferenciação dos dois grupos ecológicos, em razão da 

variação verificada na concentração de lignina entre as duas classes funcionais 

de 122% e 133% no caule e nas folhas, respectivamente. Kirst et al. (2004) 

estudando a relação da lignina com o crescimento de espécies arbóreas 

indicaram uma clara associação entre a composição da parede celular e o 

crescimento da planta. Estes autores relataram que a transcrição dos genes que 

codificam enzimas da via biossintética de monolignóis, precursores da síntese 

de lignina, são mais eficientes em árvores de crescimento lento. Assim, foi 

verificado maior relação siringila/guaiacila (S/G), unidades formadoras de lignina, 

nestes indivíduos. Segundo Novaes et al. (2010), a alocação de carbono para a 

síntese de lignina é mais eficiente do que o dreno dos carboidratos para a síntese 

de celulose e hemiceluloses em espécies de crescimento lento. 

Essa maior proporção de lignina do xilema secundário caulinar das 

espécies não pioneiras pode ter associação não somente com o menor 

metabolismo celular, mas também com o teor de amido (HARDING et al., 2009; 

NOVAES et al., 2010), embora a concentração desse carboidrato não tenha 

diferido das espécies pioneiras. No entanto, devemos considerar a elevada 

variabilidade interespecífica do teor de amido na classe das não pioneiras. 

Enquanto o teor de amido caulinar das pioneiras variou 78%, nas espécies não 

pioneiras a variação foi de 280%. Semelhante ao que foi sugerido na discussão 

de carboidratos solúveis em folhas que mostraram elevada variabilidade 

interespecífica como o amido caulinar, o aumento do número de espécies 

poderia porporcionar melhor normalização dos dados e mostrar diferenças 

significativas não constatadas para o amido caulinar. 

Baseado na informação de que as hemiceluloses constituem o segundo 

grupo de polissacarídeo mais abundante no reino vegetal – podendo variar de 

10 a 30% da massa seca (SHÄDEL et al., 2010) – e de grande importância 

econômica e ecológica (SHÄDEL et al., 2009), a caracterização das 

hemiceluloses de espécies pioneiras e não pioneiras é imprescindível para um 

trabalho de abordagem ecológica como esse. Independente do grupo funcional, 

a elevada proporção de xilose (70 a 80%) no xilema secundário do caule sugere 
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a presença de xilanos como o componente principal da matriz das hemiceluloses 

(SHÄDEL et al., 2010). Segundo os autores Shädel et al. (2009), o xilano é a 

classe de hemiceluloses mais abundante na parede celular secundária de 

espécies lenhosas, constituindo de 30 a 35% da massa seca total dos polímeros 

de parede celular nestas espécies. 

Essa menor proporção de hemiceluloses bem como de celulose e lignina 

no xilema secundário caulinar das espécies pioneiras em relação às não 

pioneiras, mostrou relação com as dimensões do diâmetro do elemento de vaso 

e lúmen do elemento de vaso maior nas espécies pioneiras. Tais características 

são associadas ao maior fluxo de água e nutrientes típico de espécies de 

crescimento rápido (COSTA et al., 2009; POORTER et al., 2010; ZANNE et al., 

2010). A eficiência no transporte de água permite maior condutância estomática, 

o que, consequentemente, proporciona aumento na taxa fotossintética, no ganho 

de carbono e no crescimento destes indivíduos (POORTER et al., 2010; ZANNE 

et al., 2010). O maior diâmetro do elemento de vaso e do lúmen do elemento de 

vaso também tem sido associado à menor densidade da madeira, como relatado 

para espécies pioneiras (KING et al., 2005; POORTER et al., 2008; 2010). 

Com base nos resultados encontrados e diante do que foi discutido neste 

trabalho, conclui-se que as hipóteses inicialmente propostas foram 

corroboradas. As hipóteses levantadas nesse estudo foram confirmadas ao se 

constatar que as espécies arbóreas pioneiras apresentaram maiores 

concentrações de pigmentos cloroplastídicos, maior densidade estomática e 

diâmetro dos elementos de vaso e, maiores teores de glicose (6% da MS), 

frutose (2,3% da MS) e sacarose (7,9% da MS) do xilema secundário caulinar. 

As espécies não pioneiras destacaram-se pela maior espessura do limbo foliar, 

maior teor de amido foliar (2,8% da MS) e maior deposição de componentes 

estruturais de parede celular nas folhas (10% de celulose, 15% de hemicelulose 

e 4% de lignina da MS) e no xilema secundário caulinar (33% de celulose, 24% 

de hemicelulose e 22% de lignina da MS). O arabinogalactano parece ser a 

principal matriz das hemiceluloses das folhas das espécies pioneiras e não 

pioneiras e a hemicelulose principal do caule de todas as espécies sugere o 

xilano. 
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7. CONCLUSÃO E CONSIDERAÇÃO FINAL 

De todas as variáveis analisadas, os polímeros de parede celular, a 

espessura do limbo foliar, a densidade estomática e as dimensões dos 

elementos de vasos foram os que mostraram diferenças marcantes entre as 

espécies pioneiras e não pioneiras avaliadas neste estudo. No entanto, a 

determinação dos polímeros de parede celular são os mais indicados para 

classificação de espécies pioneiras e não pioneiras devido à maior estabilidade 

dessas moléculas. Todavia, dentre os polímeros, a lignina foliar e caulinar 

apresentou maior diferença entre as duas classes funcionais, especialmente em 

folhas. Considerando a facilidade de coleta e procedimento de análise, 

concluímos que a determinação de lignina foliar é a mais indicada para auxiliar 

na classificação de espécies arbóreas pioneiras e não pioneiras de florestas 

tropicais, o que é muito importante nas políticas de conservação e manejo em 

programas de reflorestamento e recuperação de áreas degradadas. 

Contudo, algumas variáveis referentes aos carboidratos não estruturais 

como os açúcares solúveis foliares e o amido caulinar apresentaram grande 

variação interespecífica nas classes funcionais. Logo, sugere-se mais estudos 

aumentando o número de espécies, pois, desta forma, poderia normalizar estes 

atributos e mostrar diferenças significativas não constatadas neste trabalho. 

Adicionalmente, como não foram realizadas avaliações da eficiência fotoquímica 

e bioquímica da fotossíntese nestas espécies aqui investigadas, sugerimos a 

necessidade da realização desta análise para confirmação precisa de que 

espécies pioneiras apresentam elevadas taxas fotossintéticas quando 

comparada com as não pioneiras, para melhor elucidação desta informação. 
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