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RESUMO GERAL 

 

Sinningia allagophylla (Gesneriaceae) é uma herbácea perene amplamente distribuída no 

Brasil, encontrada principalmente em formações campestres do Cerrado, bem como em alguns 

afloramentos rochosos da Mata Atlântica, crescendo, assim, em ambiente inóspito (sujeito à 

seca e ao fogo, em solos ácidos, deficientes em nutrientes e com teores elevados de alumínio e 

de manganês). Como outras espécies do Cerrado, apresenta fases fenológicas bem definidas: 

no outono as partes aéreas das plantas morrem e o órgão subterrâneo passa por um período de 

dormência no inverno, seguido por um período de rápida brotação na primavera. É uma 

espécie com potencial ornamental e o tubérculo que produz possui potencial exploração 

econômica pelo conteúdo de carboidratos que apresenta. Também é ecologicamente 

importante como fonte de néctar para beija-flores.  

Estudos anteriores mostraram que S. allagophylla responde de forma satisfatória ao 

cultivo in vitro, podendo ser obtido em um curto período um número grande de plantas. 

Entretanto, em tais estudos as microplantas não produziram o microtubérculo que apresentam 

in natura e um sistema radicular desenvolvido, estes necessários para a produção de mudas da 

espécie, disponíveis o ano todo, para a sua comercialização, preservação e para a realização de 

estudos fisiológicos. Para tanto, foram realizados estudos utilizando-se como explantes 

segmentos nodais da região mediana do caule de plântulas, estas resultantes da germinação in 

vitro de sementes da espécie. As sementes foram obtidas a partir de plantas crescidas em área 

de Campo Cerrado (solos com valor de pH 3,9, com baixos teores de nutrientes e altos para 

alumínio trocável), da Reserva Biológica e Estação Experimental de Moji-Guaçu (22° 15-16’ 

S e 47° 8-12’ W, 585 – 635 m de altitude), SP. 
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Investigações in vitro de vários aspectos da presença de alumínio no cultivo de S. 

allagophylla, bem como do enraizamento e da tuberização, resultaram três experimentos, estes 

realizados com explantes cultivados em meio líquido ½ B5, com valor de pH 4,6 e fotoperíodo 

de 16 h. No primeiro experimento verificou-se o efeito da concentração de sacarose e de 

diferentes temperaturas na produção de raízes adventícias e de microtubérculos. No segundo 

experimento procurou-se obter uma melhor produção de microtubérculos pelas microplantas, 

tendo sido testados os efeitos do regulador de crescimento ANA e da intensidade luminosa. Já 

no terceiro experimento foram avaliadas as respostas da espécie ao estresse do alumínio, bem 

como para a deficiência de nutrientes e baixo valor do pH.  

Os resultados obtidos foram: (a) maior concentração de sacarose (40 g/kg) que a usada 

no meio padrão MS (30 g/kg) promoveu a produção de raízes adventícias em S. allagophylla; 

(b) a temperatura de 25 ± 2°C no período de luz e 20 ± 2°C no período de escuro apresentou 

um efeito indutor no crescimento radicular e na produção de microtubérculos pela 

microplanta; (c) a aclimatação bem sucedida ocorreu apenas nas microplantas apresentando 

microtubérculos com diâmetro aproximado de 8,0 mm, num período de cultivo de pelo menos 

120 dias; (d) A presença do regulador de crescimento ANA, suplementado ao meio de cultivo, 

foi tóxico, induzindo a formação de calo na base da microplanta e de clorose nas folhas; (e) a 

mistura de luz fluorescente com incandescente (F+I) induziu a produção de microtubérculos e 

estes com diâmetro maior; (f) o efeito do alumínio sobre o crescimento da microplanta 

dependeu da concentração testada: em 200 µM ocorreu clorose nas folhas e necrose nas 

extremidades das raízes, cessando o crescimento das microplantas; em 100 µM não ocorreram 

sintomas de toxicidade, o crescimento das microplantas não foi prejudicado e, ao contrário, 

ocorreu um crescimento significativamente maior do diâmetro do microtubérculo e uma 

tendência, em nível não significativo, de maior crescimento do sistema radicular; (g) as 
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análises químicas da parte aérea das microplantas revelaram um acúmulo de alumínio e de 

manganês, em mais de 1000 mg/kg e de 300 mg/kg, respectivamente, não apresentando 

deficiência dos demais nutrientes e (h) com o aumento da concentração de alumínio no meio, 

de 50 µM para 100 µM, ocorreu um maior acúmulo, tanto de alumínio como de manganês, na 

parte aérea das microplantas. 

Os resultados obtidos permitiram a elaboração de um protocolo de micropropagação para 

S. allagophylla, o qual torna possível a produção de mudas homogêneas da espécie. Também, 

demonstrou que S. allagophylla é uma espécie acumuladora de alumínio e de manganês e é 

eficiente na absorção dos nutrientes presentes em substratos com deficiências minerais, com 

baixo valor do pH e com alumínio disponível. A espécie apresenta, assim, estratégias que 

permitem a sua sobrevivência nas condições a que está sujeita no bioma Cerrado. 
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SUMMARY 

 

Sinningia allagophylla (Gesneriaceae) is a perennial herb found throughout Brazil, found 

mainly in the Cerrado, and also in rocky outcrops within the Atlantic forest, growing in 

environments subject to drought, fire and soils with low pH, deficient in nutrients and with 

high aluminium and manganese saturation. As other plants of the Cerrado, it is characterized 

by well defined phenological phases: in autumn, the aerial parts of the plants die and the 

underground organs remain dormant throughout winter, followed by a rapid sprouting period 

at the beginning of spring. The species presents ornamental potential and possesses a tuber 

with potential use for economic exploitation due to the carbohydrates content present and it is 

ecologically important as nectar source for hummingbirds. 

Earlier studies showed that in vitro propagation of S. allagophylla is successful, with 

rapid propagation of plants. However, the formation of adventitious roots and microtuber is 

difficult but necessary for seedling production, including commercial production, preservation 

and for ecophysiological studies. Therefore, studies were developed using nodal segment 

explants, obtained the germination of in vitro seedlings. The seeds were collected from plants 

growing in “campo cerrado” (soil with pH 3,9, low nutrient availability and high aluminium 

content), of the Reserva Biológica e Estação Experimental de Moji-Guaçu (22° 15-16’ S e 47° 

8-12’ W, 585 – 635 m of altitude), SP, Brazil. 

Research of various aspects of rooting, microtuber induction and interface of aluminium 

presence in vitro cultivation was wade in S. allagophylla. From those results, three 

experiments were performed with explants cultivated in liquid ½ B5 medium with pH 4,6 and 

under 16 h photoperiod. The first experiment examined the effect of sucrose concentration and 

different temperatures on adventitious roots and microtubers production. The second 

experiment aimed to improve microtubers production, by testing the effects of the growth 
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regulator ANA and light intensity. In the third experiment responses of the species to 

aluminum stress, as well as nutrient deficiency and low pH condition were tested.    

The results show that: (a) higher sucrose concentration (40 g/kg) than the standard MS 

medium (30 g/kg) optimized in vitro adventitious roots production; (b) temperature of 25 ± 

2°C in the light period and 20 ± 2°C in the dark period induced rooting and microtubers 

formation in vitro; (c) successful acclimatization occurred in microplants that produced 

microtubers with diameters around 8.0 mm, for a cultivation period of at least 120 days; (d) 

the growth regulator ANA, when inoculated to the medium was toxic, inducing callus 

formation in the base of the microplant and chlorosis in the leaves; (e) mixture of fluorescent 

with incandescent light (F+I) induced microtuber production, and stimulated larger diameters 

of these; (f) aluminium effect depended on the concentration: 200 µM was toxic, causing 

foliar chlorosis and root necrosis, ceasing the growth of microplants; while 100 µM did not 

produce toxic symptoms; in fact, there was a significant positive effect on the growth of 

microtubers (larger diameter) and in larger rooting, but not to a significant statistical level (g) 

chemical analysis of the aerial part of the microplants revealed aluminium and manganese 

accumulation, in more than 1000 mg/kg and 300 mg/kg, respectively, without any deficiency 

in concentrations of other nutrients and (h) the increase of concentration of aluminium in the 

medium, from 50 µM to 100 µM, resulted in a higher aluminium and manganese accumulation 

in aerial part of microplants.   

These in vitro studies allowed the elaboration of a protocol for in vitro propagation of S. 

allagophylla that makes possible the production of homogeneous seedlings of the species. 

Besides demonstrated that S. allagophylla is an aluminium and manganese accumulator and 

efficient in absorbing of the nutrients present in a substratum poor in these, with low pH values 
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and considerable aluminium concentration. Therefore it is a species with strategies that allow 

its survival in Cerrado conditions.   
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INTRODUÇÃO GERAL 

 

O bioma Cerrado é um tipo de vegetação própria do Brasil, com apenas algumas 

extensões alcançando a Bolívia e o Paraguai, abrigando uma importante diversidade biológica, 

com um número significativo de espécies endêmicas (Ratter et al., 1997). É um bioma que se 

encontra bastante ameaçado, com espécies importantes comercial e ecologicamente 

desaparecendo em função da desordenada expansão urbana e agropecuária, bem como pela 

exploração irracional. 

Estima-se que nos últimos 40 anos, o Cerrado teve cerca de 60% da sua cobertura vegetal 

primitiva substituída por coberturas artificiais, notadamente pastagens e lavouras, sendo que 

no Estado de São Paulo, porção do bioma que tem sido mais prejudicada, sua vegetação foi 

reduzida de 14% para menos de 1% da superfície do estado (Cavalcanti & Joly, 2002). 

Recentemente foi incluído na lista dos “hotspots”, áreas com grande endemismo e com menos 

de 30% da vegetação natural preservada, o que representa ser mundialmente reconhecido 

como um importante bioma do planeta a ser preservado (Cavalcanti & Joly, 2002). 

De acordo com Myers et al. (2000), menos de 20% do Cerrado permanece intocado, 

tendo um caráter de urgência a sua conservação, pois além da biodiversidade que apresenta, é 

importante como corredor para espécies de biomas vizinhos, tais como a Florestas Amazônica 

e Atlântica. 

Para reverter o processo de degradação das terras em áreas de Cerrado, com a 

manutenção da produtividade e integridade ambiental, sugere-se a avaliação econômica de 

espécies que podem se exploradas como recurso genético, alimento, medicamentos, fonte de 

energia, emprego em paisagismo e outras utilidades. Para tanto, tem sido proposta a integração 

do setor científico com o produtivo, tendo como medidas tanto o incentivo de estudos básicos 

de fisiologia, bioquímica e de biotecnologia, quanto programas de levantamento e cultivo de 
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espécies economicamente viáveis, com produção em larga escala nas áreas do cerrado (Zaidan 

& Figueiredo-Ribeiro, 1995). 

A cultura de tecidos vegetais tem sido considerada uma ferramenta promissora para a 

preservação de fontes vegetais, pois facilita a distribuição de material das espécies ameaçadas 

e permite a formação de banco de genes. Através da micropropagação o cultivo das espécies 

pode ser viabilizado em menos tempo, tanto para a recuperação do ambiente, como para o 

cultivo comercial das espécies com potencial econômico (Fay, 1992; Kane et al., 2000; 

Pletsch, 2003). Jardins Botânicos e Instituições de diferentes países têm utilizado as técnicas 

in vitro como medidas de conservação de espécies ameaçadas, com uma ampla variedade de 

espécies sendo propagadas de forma bem sucedida através do cultivo in vitro (Fay, 1992). 

No Brasil, poucos são os relatos do emprego da técnica de cultura in vitro visando à 

conservação de espécies ameaçadas, tendo-se alguns estudos com espécies do Cerrado, como 

com o barbatimão (França et al., 1995), com Gomphrena macrocephala (Moreira et al., 1999), 

Anemopaegma arvense (Pereira et al., 2003) e espécies citadas em Melo et al (1998). Também 

com espécies da família Bromeliaceae (Mercier & Kerbauy, 1998). Os resultados obtidos de 

tais estudos são promissores para se acreditar que a continuidade das pesquisas nesta área 

trarão benefícios significativos para o plantio de espécies selecionadas (Melo et al., 1998). 

A vegetação do Cerrado é característica e diferenciada da dos biomas adjacentes, 

possuindo estratégias adaptativas que superam os efeitos do fogo, bem como o estresse 

térmico, hídrico e nutricional a que está sujeita (Mantovani & Martins, 1988). O componente 

herbáceo (76,7%) é predominante sobre o arbustivo e o arbóreo, com as espécies herbáceas 

apresentado como características: raízes profundas, sendo por este motivo na maior parte 

espécies perenes; caules e folhas com tecidos espessados e cerca de 50% delas, produzem um 

órgão subterrâneo que permite a sua sobrevivência em condições adversas (seca e presença do 

fogo) (Filgueiras, 2002). Estudos efetuados consideram que a vegetação nativa do Cerrado 
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apresenta as características típicas não pela falta de água, mas devido aos fatores edáficos, 

como a acidez do solo, a deficiência de nutrientes e os altos teores de alumínio (Franco, 2002). 

O órgão subterrâneo presente nas herbáceas constitui uma grande fonte de carboidratos e 

outros compostos de reserva, sendo geralmente capazes de reprodução vegetativa (Rizzini, 

1997). Segundo Coutinho (1990), é principalmente a multiplicação vegetativa dos órgãos 

subterrâneos que mantém a renovação das plantas do Cerrado, em especial nas condições 

atuais da intervenção humana. Essas herbáceas perdem gradualmente a parte aérea no outono, 

passam por um período de dormência no inverno, seguida de intensa e rápida brotação das 

gemas presentes nos órgãos subterrâneos, na primavera e verão. 

S. allagophylla, espécie da família Gesneriaceae, conhecida como batata-perdiz, é uma 

herbácea perene, com caule ereto, simples, piloso, com um a vários ramos partindo de um 

órgão subterrâneo (tubérculo inteiro ou plurilobado). As folhas são pilosas, 3-verticiladas e as 

flores são pequenas, tubulosas, de corola entre o abóbora e o vermelho, reunidas em cachos 

terminais, de 25-30 cm de comprimento (figura 1). Fruto em cápsula cônica, marrom (Ferri, 

1969; Chautems, 2003; Durigan et al., 2004). Ocorre nas regiões Centro-Oeste, Sul e Sudeste 

do Brasil; no Paraguai e na Argentina. Taxonomicamente, é considerada sinônimo de S. 

tribracteata, enquanto Rechsteineria spicata e R. tribracteata, antes consideradas sinonímias, 

são inválidas (Chautems, 2003). 

S. allagophylla cresce principalmente nas formações campestres do Cerrado (Durigan et 

al., 2004), sendo também encontrada em afloramentos rochosos da Mata Atlântica, como 

observado na Serra da Mantiqueira (SP) (Buzato et al., 2000; Perret et al., 2001) (figura 2); na 

Serra da Graciosa (PR) (Peixoto & Salviani, 2003) e no Estado do Rio de Janeiro (Lopes et al., 

2004), bem como em afloramentos rochosos de formações ruprestes na região Centro-Sul do 

Paraná (Ziller, 2003). 
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Muitas espécies do gênero Sinningia (conhecidas como rainha-do-abismo), estão 

ameaçadas de extinção por serem empregadas como ornamentais, sendo seus tubérculos 

retirados de populações selvagens para serem comercializados (Chautems, 2003; Peixoto & 

Salviani; 2002). Ziller (2003), através de um levantamento da flora do Parque Estadual de Vila 

Velha (PR), observou que S. allagophylla, juntamente com S. macropoda, apresenta uma forte 

tendência de desaparecimento pelo interesse ornamental, sendo encontrada apenas em áreas 

isoladas do parque, sem o acesso fácil da população humana. 

S. allagophylla, como outras espécies do gênero, além da importância econômica por seu 

potencial ornamental, possui importância no aspecto ecológico, por ser fonte de néctar para 

beija-flores, como o beija-flor-papo-branco (Leucochloris albicollis), exemplo daqueles que 

visitam com freqüência as suas flores (Pellazzo & Both, 1993; Buzato et al., 2000; Perret et 

al., 2001). Tais aspectos fazem de S. allagophylla uma espécie a ser preservada. Além disso, 

Figueiredo-Ribeiro et al. (1986) encontraram altos teores de carboidratos em seus tubérculos e 

Septímio (1994) citou que suas folhas e flores têm uso popular como depurativo, febrífugo e 

diurético, o que torna a espécie interessante para estudos fisiológicos e farmacológicos. 

Estudos fenológicos realizados por Almeida (1994), mostraram que S. allagophylla é 

uma planta perene com ciclo anual, que cresce, floresce e, em seguida, tem uma perda gradual 

da parte aérea durante a estação seca (outono e inverno). As gemas permanecem dormentes 

nos órgãos subterrâneos, e o brotamento ocorre quando as condições ambientais se tornam 

favoráveis (na primavera). Leopoldo M. Coutinho (comunicação pessoal), considera S. 

allagophylla como exemplo de espécie adaptada à presença do fogo, apresentano brotação e 

floração após queimada natural (figura 3), característica observada em um grande número de 

espécies crescidas no Cerrado (Miranda et al., 2002). 

A reprodução de S. allagophylla se dá por sementes, entretanto o seu crescimento é lento, 

demorando dez meses do rebrotamento até o período de floração em casa de vegetação, 
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quando as sementes poderiam ser coletadas para a obtenção de novas plantas (Almeida, 1994). 

A propagação vegetativa por fragmentos do órgão subterrâneo não pareceu ser possível 

(Almeida, 1994), enquanto pela micropropgação pode-se obter, em curto espaço de tempo, 

material vegetal suficiente para a realização de estudos, pois a espécie responde 

favoravelmente às condições de cultivo in vitro. 

Dos estudos in vitro realizados com a espécie, por Almeida & Shepherd (1999) e por 

Gomes & Shepherd (2000; 2002), verificou-se que o meio ideal para o seu crescimento é o ½ 

B5 (Gamborg et al., 1968) na forma líquida, com pH variando de 4,4 para 4,6 e sem a 

presença de reguladores de crescimento. Embora tenha ocorrido o crescimento in vitro (figura 

4), com a obtenção de grande número de microplantas em um período de 60 dias, sem 

recalcitrância e com um custo mais baixo (sem ágar e reguladores de crescimento), não 

ocorreu a formação do tubérculo que a espécie produz in natura, bem como de um sistema 

radicular desenvolvido, condições necessárias para a produção de mudas e para a realização de 

estudos fisiológicos. 

A micropropagação de S. allagophylla é uma ferramenta importante para a obtenção de 

mudas homogêneas, para a domesticação desta espécie com potencial econômico e para a sua 

preservação, como espécie nativa, ecologicamente importante e com ampla distribuição no 

Brasil. Vale ressaltar que, apesar dos protocolos de micropropagação serem elaborados para 

uma espécie em particular, existe grande afinidade morfológica e fenológica de S. 

allagophylla com outras espécies do mesmo gênero, como S. aggregata, S. araneosa e S. 

warmingii, e mesmo com outras herbáceas de Cerrado, de diferentes famílias, como Vernonia 

herbácea e Viguiera discolor (Asteraceae) e Gomphrena macrocephala (Amaranthaceae). 
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Figura 1. Inflorescência de S. allagophylla. Flores pequenas, tubulosas, em cachos terminais. 

Fonte: Peixoto & Salviani, 2003. 
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Figura 2. S. allagophylla em Campo Cerrado do Parque Estadual de Vaçununga (SP) e em 

afloramentos rochosos da Mata Atlântica (Serra da Mantiqueira, SP). 
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Figura 3. Prof. Dr. Leopoldo M. Coutinho em aula de campo no Parque Estadual de 

Vaçununga, Gleba Pé de Gigante (SP), mostrando uma planta de S. allagophylla. 
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Figura 4. S. allagophylla cultivada in vitro. Cultivo por um período de 60 dias em meio 

líquido ½ B5, sem reguladores de crescimento, em pH 4,6 e fotoperíodo de 16 h. Microplanta 

sem microtubérculo e com pequeno número de raízes. 
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OBJETIVOS GERAIS 

 

O presente trabalho teve como objetivos: 

1) A produção in vitro de raízes adventícias, bem como a tuberização em plantas de S. 

allagophylla cultivadas in vitro, visando obter mudas homogêneas da espécie, 

disponíveis o ano todo. 

2) Estudos fisiológicos, com a avaliação das respostas de S. allagophylla in vitro às 

condições ambientais a que está normalmente sujeita: substrato com baixo valor de 

pH, com deficiência de nutrientes e com alto teor de alumínio. 
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CAPÍTULO 1 

 

Enraizamento, micropropagação e aclimatação de Sinningia allagophylla 
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RESUMO 

 

Este trabalho teve por objetivo analisar os efeitos da concentração de sacarose e da 

temperatura na formação in vitro de raízes adventícias e de microtubérculos em S. 

allagophylla. O explante consistiu de segmentos nodais de plântulas germinadas in vitro, a 

partir de sementes coletadas de plantas crescidas em Campo Cerrado, na Reserva Biológica de 

Moji Guaçu (SP). Os explantes foram cultivados em meio líquido ½ B5, com pH 4,6 e 

fotoperíodo de 16 horas, durante 90 dias. No primeiro experimento fez-se o cultivo dos 

explantes em três concentrações de sacarose: 30g/L, 40 g/L e 60 g/L, obtendo-se maior 

número de raízes e presença de raízes secundárias na concentração de 40 g/L, com um número 

significativamente maior de raízes secundárias. No segundo experimento, os explantes foram 

cultivadas no meio já citado, suplementado com 40 g/L de sacarose e recebendo diferentes 

tratamentos de temperatura: (T1) 25 ± 2°C, (T2) 25 ± 2°C no período de luz e 20 ± 2°C no 

período de escuro; (T3) 20 ± 2°C e (T4) 15 ± 2°C. Observou-se um aumento significativo do 

número de raízes e da presença de raízes secundárias nos tratamentos T2 e T3. Em T2, além 

do melhor desenvolvimento radicular, ocorreu maior produção de folhas e um maior número 

de microplantas produziram microtubérculo, de forma significativa em relação às crescidas 

nos demais tratamentos. Em T4, houve o menor crescimento da parte aérea e da produção de 

microtubérculo. Na aclimatação das plantas, sobreviveram apenas as que possuíam o 

microtubérculo de maior diâmetro (em torno de 8,0 mm). Para a obtenção tanto de 

enraizamento, como da formação in vitro de tubérculos em S. allagophylla, é necessária a 

suplementação de 40 g/L de sacarose ao meio de crescimento e o cultivo em temperatura de 25 

± 2°C no período de luz e 20 ± 2°C no período de escuro. 
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INTRODUÇÃO 

 
O bioma Cerrado está entre os mais ricos em espécies de plantas com importância 

econômica, como medicinais, ornamentais, produtoras de frutos, entre outras. Muitas espécies 

estão em risco de extinção e a propagação de tais plantas por cultura de tecidos pode ser 

considerada uma ferramenta promissora, tanto para a preservação, como para a propagação 

comercial, e constiui atualmente a modalidade de maior interesse e aplicação na propagação 

de plantas nativas do Cerrado (Melo et al., 1998). 

S. allagophylla, uma herbácea com potencial ornamental, que cresce principalmente em 

fisionomias campestres do Cerrado (Durigan et al., 2004), responde de forma favorável às 

condições de cultivo in vitro. Entretanto, apresenta dificuldade de formação de raízes e de 

tubérculos durante a micropropagação (Almeida, 1994; Gomes, 1999). A dificuldade de 

enraizamento in vitro foi também observada em algumas outras espécies que crescem no 

cerrado, como em brotos de caviúna-do-cerrado (Pereira de Sá, 1991) e de barbatimão (França 

et al., 1995). 

A formação de raízes adventícias é um dos maiores obstáculos para o sucesso de 

protocolos de micropropagação. O enraizamento da microestaca é freqüentemente difícil e 

pode ser obtido in vitro ou ex vitro. No primeiro, as raízes são regeneradas em condições 

assépticas e a planta completa é transplantada para o substrato. No segundo, as partes aéreas 

são manipuladas como microestacas e todo o processo de enraizamento se dá em substrato.  

No enraizamento ex vitro algumas perdas podem ocorrer, mas o maior custo de 

laboratório para a obtenção de enraizamento in vitro torna a proposta de enraizamento ex vitro 

atrativa (Deberg, 2000), tendo sido realizado com sucesso para algumas espécies, como 

Castanea sativa (Mullins, 1987), Dianthus caryophyllus (Cuzzuol et al., 1996), Anemopaegma 

arvense (Pereira et al., 2003) e Rubus chamaemorus (Martinussen et al., 2004). 
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Os métodos normalmente utilizados para o enraizamento in vitro fazem o uso do meio 

MS solidificado com ágar e suplementado com auxinas, principalmente o AIB, isoladas ou 

combinadas entre si (Koroch et al., 1997; Calamar & De Klerk, 2002; Štajner et al., 2002; 

Newell et al., 2003; Sarowar et al., 2003). Os dois estágios da rizogênese, iniciação da raiz e 

alongamento, são normalmente considerados, utilizando-se meios de cultura distintos, com 

uma primeira fase em que as plantas permanecem de algumas horas até alguns dias em meio 

com auxinas e uma segunda fase, sem a presença de fitorreguladores (Yu et al. 2000; Newell 

et al., 2003; Nand et al., 2004). Esse procedimento possui elevado custo final da planta 

micropropagada e o ideal é buscar um meio e condição física que permitam o transcorrer das 

etapas do enraizamento (Grattapaglia & Machado, 1990). 

As auxinas têm sido amplamente utilizadas para a produção in vitro de raízes adventícias. 

Elas induzem a formação de um meristema de raiz, divisões e alongamento das células, 

induzindo assim a formação de primórdios radiculares (De Klerk, 2002). Entretanto, alguns 

trabalhos demonstram que a sua presença não melhora significativamente os resultados, ou 

mesmo, é prejudicial, induzindo em algumas espécies a formação de calo na base dos brotos, 

além de clorose nas folhas, necrose das pontas dos brotos e abscisão foliar (França et al., 

1995; Pereira et al., 2000; Grigoriadou et al., 2002; Pereira & Fortes, 2003).  

Diversas espécies, principalmente as herbáceas, enraízam em meio basal sem reguladores 

de crescimento (Cuzzuol et al., 1996; Catapan et al., 2001; Barboza et al., 2004; Martinussen 

et al., 2004). É uma prática econômica e desejável na automação da micropropagação. O 

enraizamento sem reguladores de crescimento é uma indicação de que níveis endógenos 

necessários já estão presentes nos explantes originais (Catapan et al., 2001). 

Para o enraizamento in vitro, é freqüente o uso de meio básico com ágar e há evidências 

de que este não é o meio ideal, pois além de ser mais caro e trabalhoso, as raízes que crescem 

neste meio são frágeis, difíceis de serem transplantadas e geralmente não são funcionais, com 
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pêlos radiculares insuficientes e com poucas conexões com o caule das estacas (Zimmerman, 

1988). A baixa concentração do gás oxigênio no meio com ágar possivelmente contribui com 

o crescimento anormal das raízes (Newell et al., 2003). Outros substratos além do ágar , 

incluindo espuma (Gebhardt, 1985; Roche et al., 1996), turfa (Gebhardt & Friedrich, 1987), 

areia (Newell et al., 2003) e vermiculita (Rugini & Verma, 1982; Yu et al., 2000), 

proporcionam melhor aeração e têm sido usados para superar os problemas de enraizamento 

em ágar e elevar a sobrevivência no transplantio. 

Sistemas de micropropagação em cultura líquida têm sido indicados para aumentar a 

qualidade da planta, pois tendem a estimular a formação de um sistema radicular mais 

completo, devido à aeração que proporciona, além de tornar mais disponíveis os nutrientes 

(Grattapaglia & Machado, 1990). A aeração é mantida com o uso de ponte de papel filtro ou 

com a agitação do meio. Diversas espécies têm sido cultivadas neste meio, apresentando 

crescimento mais rápido, desenvolvimento de sistema radicular saudável e sucesso na 

aclimatação (Offord & Campbell, 1992; Adelberg et al., 2000; Pereira & Fortes, 2003; 

Gollagunta et al., 2004). 

Diluições das formulações básicas utilizadas na micropropagação, geralmente o meio 

MS, têm demonstrado serem eficientes para o enraizamento (Pereira et al., 2000). Altas 

concentrações de sais tendem a inibir as fases de enraizamento (Grattapaglia & Machado, 

1990). 

Em cultura de tecidos, uma concentração maior de sacarose do que a usada na 

micropropagação (30 g/L), é geralmente utilizada em tratamentos de enraizamento, visando o 

fornecimento de energia, que é indispensável para a rizogênese. Há poucos estudos do efeito 

da sacarose na formação de órgãos adventícios. Segundo Meir et al. (1985), a sacarose 

aumenta a produção de etileno nos tecidos da planta e este, por sua vez, deixa as células 

sensíveis em responder para auxinas. De Klerk et al. (1999) e Calamar e De Klerk (2002) 
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concluíram, em estudos com o cultivo in vitro de plantas de maçã, que uma concentração 

maior de sacarose (70 g/L) eleva a susceptibilidade das células para responder à auxina e para 

formar raízes.  

Duas outras estratégias para aumentar a capacidade de enraizamento de microestacas, 

citadas em alguns trabalhos, são a indução de alongamento dos brotos (Pereira de Sá, 1991; 

De Klerk, 2002) e o rejuvenescimento por subcultivo repetido (Dolcet-Sanjuan et al., 2001; 

Monteuuis, 2001). 

Novas propostas de tratamentos para a formação in vitro de raízes adventícias são 

altamente importantes, pois além do uso de auxinas, nenhum outro tratamento novo é 

amplamente aplicável. É necessário o desenvolvimento de novas pesquisas que indiquem 

procedimentos de menor custo e mais eficazes que os métodos tradicionais (De Klerk, 2002). 

O objetivo deste estudo foi o de otimizar o protocolo de micropropagação de S. 

allagophylla, visando à formação de raízes adventícias, o que resultaria em produção de 

mudas homogêneas viáveis durante todo o ano. 
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MATERIAL E MÉTODOS 

 

1. Material vegetal 

 

Sementes da espécie S. allagophylla foram coletadas em dezembro de 1999, de plantas 

crescidas em área de Campo Cerrado, da Reserva Biológica e Estação Experimental de Moji-

Guaçu (22° 15-16’S e 47° 8-12’W, 585 – 635 m de altitude), no estado de São Paulo. As 

plantas, a partir das quais foram feitas as coletas, formavam uma população de onze 

indivíduos distribuídos em três áreas, cada uma em torno de 10 m2, separadas por uma 

distância aproximada de 20 m. Após a colheita, as sementes foram colocadas em frascos 

escuros e levadas para o Departamento de Fisiologia Vegetal da Unicamp, onde os 

experimentos foram realizados. 

 

2. Desinfestação das sementes 

 

As sementes foram colocadas em sacos de algodão fechados, o qual foi imerso em 

solução fungicida Benlate (Benomyl) 1% (p/v), onde permaneceu sob agitação contínua por 

10 minutos num agitador rotativo. 

A partir desta etapa todo o material foi manipulado em capela de fluxo laminar, em 

condições assépticas, utilizando vidrarias e pinças previamente esterilizadas. O saco com as 

sementes foi mantido por 20 minutos em solução etanol 70% e, em seguida, retirado o etanol, 

foi colocado em uma solução de hipoclorito de sódio 1% (p/v), com uma gota de Tween-20, 

permanecendo sob agitação contínua por 12 minutos. Com a retirada do hipoclorito de sódio, 

os sacos foram lavados em água destilada estéril, abertos, as sementes retiradas e colocadas 

para secagem em papel filtro estéril. As sementes desinfestadas foram inoculadas em frascos 

de vidro com 9,0 cm de altura e 8,0 cm de diâmetro, contendo 20 mL do meio de cultivo ½ B5 
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(Gamborg et al., 1968) (apêndice I), suplementado com 30 g/L de sacarose e 8 g/L de ágar 

(Difco Bacto), pH ajustado para 4,8 com HCl e NaOH e autoclavados em temperatura de 

121°C, por 20 minutos. 

O valor do pH foi monitorado utilizando-se o indicador de verde bromocresol (5,0mL/L), 

adicionado ao meio quando do seu preparo. O indicador modifica a cor do meio de cultivo de 

acordo com o pH, variando da cor amarela (pH entre 3,0 e 3,8), para diferentes tonalidades do 

verde (pH entre 4,0 e 4,6) indo para diferentes tonalidades no azul (pH entre 4,8 e 5,6). 

 

3. Condições de cultivo 

 

Frascos com as sementes (em torno de 50-60 em cada frasco) foram mantidos, para 

germinação e crescimento das plântulas, em câmara de crescimento Forma Scientific, com 

fotoperíodo de 16 h de luz, intensidade luminosa de 40 µmol. m-2. s-1 (proveniente de lâmpada 

fluorescente branca fria) e temperatura de 25 ± 2°C. 

 

4. Propagação das microplantas 

 

Após 8 a 10 semanas da germinação in vitro, as plântulas apresentando caule com 3 a 5 

nós foram removidas e seccionadas, obtendo-se, a partir da região mediana do caule, 

segmentos nodais de aproximadamente 0,8 cm com um nó e um par de folhas, constituindo o 

explante. Os explantes nodais, assim obtidos, foram inoculados individualmente em tubos de 

ensaio de fundo chato, com 8,0 cm de altura e 2,5 cm de diâmetro, contendo 6,0 mL do meio 

de cultivo ½ B5, em estado líquido, suplementado com 30 g/L de sacarose e em pH 4,6, sendo 

mantidos nas mesmas condições da germinação in vitro. Como suporte foi usado papel filtro 

Whatman nº1. 
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Padronizou-se o valor de pH 4,6, por ter sido este o valor de pH que induziu o melhor 

crescimento de explantes de S. allagophylla em estudos anteriores (Gomes e Shepherd, 2000). 

Após 60 dias de cultivo, da região mediana do caule das microplantas, foram obtidos 

novos explantes nodais, com 0,8 cm de comprimento e com um par de folhas, os quais foram 

micropropagados por mais duas gerações. Na quarta geração, os explantes obtidos foram 

utilizados como material vegetal para a realização de estudos de enraizamento (figura 1). 

Uma fonte de explantes foi mantida, por meio de subcultivos, por mais três gerações, 

sendo em seguida descartada, obtendo-se novos explantes de sementes germinadas in vitro. 

A propagação de microplantas, com três subcultivos, foi realizada para a obtenção de um 

número adequado de material vegetal e para a observação de possíveis variações nos clones. 

Após a sexta geração o material foi descartado, porque de acordo com De Klerk (2000) o 

material vegetal pode passar do estado juvenil para o estado maduro, após um número grande 

de subcultivos, o que dificulta o enraizamento. 

 

 

 

Figura 1. Esquema do estabelecimento do cultivo in vitro de S. allagophylla a partir de 

sementes. O meio de cultivo para a germinação foi o meio sólido ½ B5, suplementado com 

30g/L de sacarose e 8 g/L de ágar, em pH 4,8. O meio para a inoculação inicial do explante e 

para a micropropagação foi o meio líquido ½ B5, suplementado com 30 g/L de sacarose, em 

pH 4,6. As condições de cultivo foi: fotoperíodo de 16 h, temperatura de 25 ± 2°C e 

intensidade luminosa de 40 µmol. m-2. s-1. Explantes consistiram de segmentos nodais, da 

região mediana do caule, com aproximadamente 0,8 cm de comprimento e com um par de 

folhas. 
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5. Enraizamento ex vitro 

 

Microplantas mantidas no meio de micropropagação, com 6,0 cm de comprimento, seis 

não enraizadas e seis com raízes pouco desenvolvidas, foram transplantadas, individualmente, 

para copos plásticos de 200 mL, contendo o meio utilizado na micropropagação, sem a 

sacarose, e usando como suporte vermiculita autoclavada. As microplantas foram mantidas até 

10 dias (no mês de fevereiro) em umidificador, com aspersão automática, em umidade em 

torno de 80% - 90%, com temperatura e luz ambiente, na Casa de Vegetação do Departamento 

de Fisiologia Vegetal da Unicamp. 

 

6. Enraizamento in vitro 

 

Microplantas de 5,0 cm de comprimento, foram utilizadas para a obtenção de explantes 

nodais, os quais foram cultivados nas condições de meio de cultivo e de ambiente usadas na 

micropropagação, alterando-se a concentração de sacarose no meio e a temperatura. Para todos 

os tratamentos, a intensidade luminosa foi elevada para 50 µmol.m-2s-1 e o período de cultivo 

foi de 90 dias, 60 dias em tubo de ensaio com 8,0 cm de altura e 2,5 cm de diâmetro e os 30 

dias restantes, em tubos de ensaio de 15 cm de altura e 2,5 cm de diâmetro. 

Os dados obtidos das características: comprimento da microplanta, número de folhas, 

número de raízes, o maior comprimento médio das raízes, massa fresca e massa seca das 

microplantas, foram analisados utilizando-se o programa ANOVA, por meio de comparação 

de médias pelo teste de Duncan. Para a análise estatística da produção de raízes secundárias e 

de tubérculo pelas microplantas, foi utilizado o software SAS (Statistical Analysis System) 

(SAS Institute, 1986). 
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6.1. Efeito da concentração de sacarose 

Para examinar o efeito da concentração de sacarose sobre o enraizamento, explantes 

foram inoculados em meio suplementado com 30 g/L, 40 g/L e 60 g/L de sacarose, com 12 

repetições para cada tratamento.  

6.2. Efeito da temperatura 

Para examinar se diferentes temperaturas podem ter efeito sobre o enraizamento, 

explantes foram mantidos em quatro tratamentos de temperaturas (T) diferentes:  

             T1= 25 ± 2°C;  

             T2= 25 ± 2°C durante o período de luz e 20 ± 2°C durante o período de escuro; 

             T3= 20 ± 2°C; 

             T4=  15 ± 2°C. 

Foram feitas 12 repetições para cada tratamento e no meio líquido ½ B5 utilizado foi 

acrescentado 40 g/L de sacarose (concentração encontrada como sendo a favorável para o 

enraizamento in vitro de S. allagophylla). 

 

7. Transplantio e aclimatação 

 

Microplantas crescidas nos diferentes tratamentos de temperatura foram aclimatadas, 

com transplantio em três fases: 

1ª Fase) Retirada gradual das condições de assepsia e de alta umidade: microplantas 

foram inoculadas em frascos de vidro contendo o meio líquido ½ B5, suplementado com 

40g/L de sacarose e com pH 4,6, utilizando como substrato vermiculita autoclavada. O frasco 

foi fechado com PVC e mantido nas mesmas condições. A partir da 4ª semana, a cada três 

dias, foram feitas perfurações na vedação de PVC, para a diminuição gradativa da umidade. 
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2ª Fase) Condições não assépticas e ambiente de alta umidade: no final da 6ª semana as 

microplantas, já em condições não assépticas, foram transferidas, individualmente, para copos 

plásticos de 200 mL, contendo vermiculita autoclavada, com o mesmo meio da 1ª fase, sem a 

sacarose. Foram mantidas por até quatro semanas em umidificador, em casa de vegetação, 

com temperatura e luz ambiente. 

3ª Fase) Condições não assépticas, ambiente de alta umidade e solo do Cerrado e areia: 

plantas sobreviventes da 2ª fase foram transferidas para vasos individualizados, contendo uma 

mistura de solo do Cerrado, onde a planta foi coletada, e areia (7:3). As plantas permaneceram 

em bancada com aspersão automática, sendo irrigadas três vezes por semana com solução 

nutritiva de Hoogland & Arnon (1950) 40%, concentração considerada ideal para o 

crescimento de S. allagophylla, em estudos anteriores (Almeida, 1994). 
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RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

1. Germinação in vitro e micropropagação 

 

A germinação in vitro das sementes de S. allagophylla foi bem sucedida, com 

aproximadamente 90% de germinação em todos os frascos (de aproximadamente 50 sementes 

inoculadas, em torno de 45 germinaram), sem a presença de contaminação. 

Os segmentos nodais, utilizados como explantes, produziram brotos de um único caule 

(figura 1), não ocorrendo a proliferação múltipla de brotos por explante (tufo na parte aérea). 

Assim, a micropropagação da espécie foi baseada na produção de microestacas, a partir de 

brotos novamente induzidos em um único caule. 

Nas sucessivas micropropagações os clones, assim obtidos, foram fenotipicamente 

iguais. 
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Figura 1. Brotos em caule único de S. allagophylla. Microplanta resultante do crescimento in 

vitro do explante nodal, este cultivado em meio líquido ½ B5, suplementado de 30 g/L de 

sacarose, pH 4,6 e fotoperíodo de 16 h, durante um período de 60 dias. 
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2. Enraizamento ex vitro 

 

O enraizamento ex vitro vem sendo proposto por representar uma redução de custos e 

pela melhor qualidade de raízes produzidas, pois, de acordo com Grattapaglia & Machado 

(1990), a regeneração de raízes diretamente no substrato tende a produzir um sistema radicular 

mais completo e funcional. 

Algumas espécies possuem condições para o enraizamento ex vitro que, segundo 

McClelland & Smith (1988), está no arranjo vascular e na maior rigidez das raízes que 

produzem, como Telopea speciosossima (Offord & Campbell, 1992), Dianthus caryophyllus 

(Cuzzuol et al., 1996), Anemopaegma arvense (Pereira et al., 2003) e Rubus chamaemorus 

(Martinussen et al., 2004). Entretanto, a maior parte dos tratamentos de indução do 

enraizamento, em plantas micropropagadas, é realizado in vitro. Segundo De Klerk (2002), o 

enraizamento in vitro tem como vantagens: facilitar a aclimatação por adaptar as plantas a uma 

menor umidade e melhorar a absorção de água durante o início da aclimatação; permitir que a 

planta tenha maior crescimento durante o tratamento, tornando-se menos vulnerável, bem 

como facilitar a adição de nutrientes e compostos que podem melhorar o desempenho da 

planta. De Klerk et al. (2001), em estudos com plantas de maçã e Cuzzuol et al. (1996), em 

estudos com plantas de cravo, observaram que a sobrevivência e o crescimento durante a 

aclimatação foram menores nas plantas enraizadas ex vitro, que naquelas enraizadas in vitro. 

No enraizamento ex vitro de S. allagophylla, ocorreu a morte de todas as plantas em um 

período de 10 dias. As causas da não sobrevivência podem ter sido a perda excessiva de água, 

a transferência direta de um meio heterotrófico para o autotrófico e a falta de desenvolvimento 

adequado para o transplantio. O mesmo foi observado com tomate cultivado in vitro (S.L.K. 

Shepherd, comunicação pessoal). 

 



 53

3. Enraizamento in vitro 

 

3.1. Efeito da concentração de sacarose 

Em todos os tratamentos ocorreu 100% de enraizamento. As microplantas crescidas em 

meio com 40 g/L de sacarose apresentaram um número significativamente maior de raízes 

(tabela 1 e figura 2A) e com 100% das raízes apresentando raízes secundárias, enquanto as 

microplantas crescidas em meio com 30 g/L e 60 g/L de sacarose apresentaram, 

respectivamente, 60% e 40% com raízes secundárias (figura 2B). A massa fresca e massa seca 

também foram significativamente maior em 40 g/L. As demais características não 

apresentaram diferenças significativas entre os tratamentos (tabela 1). 

Em tratamentos anteriores realizados com a espécie, e mesmo no meio de 

micropropagação acima citado, as microplantas foram mantidas com 30 g/L de sacarose e 

apenas em torno de 10% delas enraizaram. A formação de raízes em 100% das microplantas 

neste estudo, talvez se deva ao período mais prolongado de cultivo e à transferência para tubos 

de ensaios mais altos, o que permitiu maior alongamento da microplanta e, assim, o 

enraizamento. Atualmente tem sido proposto o alongamento das microplantas como uma das 

possibilidades de elevar o enraizamento in vitro (De Klerk, 2002). Brotos de caviúna-do-

cerrado, como obtido neste estudo, necessitaram de um período maior de cultivo para o 

enraizamento in vitro (Pereira de Sá, 1991). 

A transferência para tubos de ensaios mais altos pode ter alterado a composição gasosa 

nos tubos, como um aumento na concentração de etileno, afetando o crescimento e o 

desenvolvimento das microplantas (Grattapaglia & Machado, 1990). Também, o aumento da 

intensidade luminosa nos tratamentos pode ter induzido o enraizamento, por elevar a taxa 

fotossintética. Em tratamentos de indução de enraizamento utiliza-se normalmente uma 
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intensidade luminosa mais alta, dando condições à planta de realizar fotossíntese (Grattapaglia 

& Machado, 1990). 

O aumento na porcentagem de enraizamento, com o incremento da concentração de 

sacarose, tem sido relatado em alguns protocolos. Riquelme et al. (1991), estudando o efeito 

de várias concentrações de sacarose para o enraizamento in vitro de plantas de morango, 

batata, menta e uva, bem como Bondarev et al. (2003), em estudos com Stevia rebaudiana, e 

Štajner et al. (2002), com Aspargus maritimus, demonstraram que as concentrações entre 

40g/L e 50 g/L são as mais adequadas para o enraizamento das espécies. Gollagunta et al. 

(2004) e Liao et al. (2004), defendem que um acréscimo na concentração de sacarose no meio 

não deve ser realizado apenas no estágio de enraizamento, mas durante todo o ciclo de 

crescimento do explante, tendo um efeito positivo na morfologia e na qualidade da planta. Tais 

resultados corroboram os encontrados neste estudo.  

 

3.2. Efeito de diferentes temperaturas 

Em todos os tratamentos ocorreu 100% de enraizamento, com um número de raízes 

significativamente maior nos tratamentos T2 (25 ± 2°C na luz e 20 ± 2°C no escuro) e T3 (20 

± 2°C) (P= 0,001) (tabela 2 e figura 3A). Também, nos tratamentos T2 e T3, um número 

significativamente maior de microplantas produziram raízes secundárias (P= 0,038) (figura 

3B). 

A diminuição da temperatura no período escuro, fornecida no tratamento T2, foi 

favorável à produção de tubérculo, com a presença deste em um número significativamente 

maior de microplantas (P= 0,044), em relação às crescidos nos demais tratamentos (figura 4). 

O número de folhas foi também significativamente maior em T2 (P= 0,001), enquanto que o 

tratamento T4 inibiu o crescimento da parte aérea (tabela 2). 
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O melhor resultado de enraizamento obtido neste estudo concorda com o trabalho 

realizado por Newell et al. (2003), com a indução favorável de enraizamento em microestacas 

de espécies australianas, quando estas foram mantidas em 22°C no período de luz e 20°C no 

período de escuro. Já Martinussen et al. (2004), utilizaram a temperatura de 20°C em todo o 

tratamento in vitro para o enraizamento de Rubus chamaemorus. De acordo com Grattapaglia 

& Machado (1990), temperatura acima ou abaixo da temperatura de 25 ± 2°C, normalmente 

utilizada em cultivo in vitro, bem como uma alternância de temperatura mais alta durante o 

período claro e mais baixa no período escuro, pode ser favorável ao desenvolvimento de 

algumas espécies. 

Quanto à formação de microtubérculos, foi também observado que o cultivo em 

temperaturas mais baixas que 25 ± 2°C, normalmente utilizada, promoveu a microtuberização 

em Solanum tuberosum (Gopal et al., 1998; Liu & Xie, 2001), em Helianthus tuberosus 

(Gamburg et al., 1999) e em Corydalis ambigua (Hiraoka et al., 2001). Estudos realizados por 

Liu & Xie (2001), com S. tuberosum, demonstraram que o aumento no número de células 

durante a formação do microtubérculo tem maior importância que o aumento no volume 

celular e que uma temperatura relativamente menor promove a divisão das células, permitindo 

assim a formação do microtubérculo. Pereira et al. (1999) propõem que baixas temperaturas  

induzem a mobilização de reservas e são responsáveis pelo aumento dos níveis endógenos de 

giberelinas, melhorando o desenvolvimento da planta. Tais fatores podem explicar o melhor 

crescimento radicular, da parte aérea e a formação do microtubérculo em S. allagophylla 

crescida em um período com temperatura mais baixa. 
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4. Transplantio e aclimatação 

Na 1ª fase, com as plantas mantidas em câmeras de crescimento, nas mesmas condições 

do cultivo in vitro, houve 100% de sobrevivência em todos os tratamentos. As plantas foram 

numeradas de 1 a 12, em ordem decrescente de desenvolvimento, tendo-se como critério: 

presença de microtubérculo, diâmetro médio aproximado do microtubérculo, comprimento e 

espessura das raízes e caule. 

Na 2ª fase, quando foram transplantadas e mantidas em casa de vegetação, a 

sobrevivência das plantas crescidas nos diferentes tratamentos de temperatura foi:  

- T1= 25% sobreviveram e não formaram tubérculos; 

- T2= 50% sobreviveram, duas plantas sem o tubérculo e quatro plantas com 

tubérculo, estes apresentando diferenças no diâmetro; 

- T3= 50% sobreviveram, três plantas sem o tubérculo e três com o tubérculo, estes 

com diâmetro menor que os das plantas crescidas em T2 (tabela 3); 

- T4= nenhuma planta sobreviveu. 

As plantas que não sobreviveram na 2ª fase do transplantio foram as que não 

apresentaram, no final da 1ª fase, a formação de microtubérculo e que possuíam raízes e caule 

menos espessos, com aspecto frágil.  

Na 3ª fase, em que foram transplantadas para o vaso, apenas duas plantas do T2 (25 ± 

2°C no claro e 20 ± 2°C no escuro) sobreviveram (planta 1 e 2, da tabela 3), estas foram as que 

apresentaram maior diâmetro do microtubérculo nas fases anteriores. Resultado semelhante foi 

obtido em plantas de tumérico, onde apenas as provenientes de microrrizomas maiores se 

desenvolveram ex vitro (Shirgurkar et al., 2001). 

Os resultados aqui apresentados indicam que para a sobrevivência ex vitro de S. 

allagophylla, é necessária a formação ainda in vitro do tubérculo que a espécie apresenta in 

natura. Não apenas a presença, mas também o crescimento favorável deste durante o cultivo 
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in vitro. Provavelmente, a reserva de água, de nutrientes minerais e orgânicos, presentes no 

microtubérculo, seja o fator limitante para a sobrevivência ex vitro da espécie. 

 

 

Tabela 1. Efeito de diferentes concentrações da sacarose sobre o crescimento in vitro de S. 

allagophylla (média ± desvio padrão). Cultivo por 90 dias, em meio líquido ½ B5, pH 4,6 e 

fotoperíodo de 16 h. Médias com as mesmas letras não apresentam diferenças significativas. 

 
Sacarose 

(g/L) 

Comprimento 
das 

microplantas 
(cm) 

Número de 
folhas 

Número de 
raízes * 

Comprim. 
das raízes 

(cm) 

Massa 
fresca 
(g)*** 

Massa seca 
(g) *** 

30 4,5 ± 1,68a 20,8 ± 3,63a 7,8 ± 3,11b 1,94 ± 0,60a 0,43 ± 0,04c 0,03 ± 0,02b 

40 6,2 ± 1,63a 22,4 ± 2,60a 11,4 ± 2,19 a 2,46 ± 0,48a 0,73 ± 0,03a 0,05 ± 0,02a 

60 7,0 ± 0,95a 20,8 ± 3,03a 6,4 ± 2,19 b 2,20 ± 0,19a 0,63 ± 0,03b 0,04 ± 0,02b 

***, *= Diferenças significativas em 0,1% e 5,0% (teste de Duncan) 
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Tabela 2. Efeito de diferentes temperaturas sobre o crescimento in vitro de S. allagophylla 

(média ± desvio padrão). Cultivo por 90 dias, em meio líquido ½ B5, pH 4,6 e fotoperíodo de 

16 h. Médias com as mesmas letras não apresentam diferenças significativas. 

Temperatura 
Comprimento 

das microplantas 
(cm)*** 

Numero de 
folhas*** 

Numero de 
raízes*** 

Comprimento 
das raízes 

(cm)** 

 
   T1 

(25 ± 2°C) 
 

5,6 ± 1,71 a 43,6 ± 5,77 b 8,8 ± 3,28 c 1,85 ± 0,70 b 

 
  T2 

(25 ± 2°C e 
20 ± 2°C no 

escuro) 
 

6,4 ± 1,78 a 57,3 ± 18,17 a 32,9 ± 8,29 a 2,71 ± 0,72 a 

   T3 
(20 ± 2°C 
constante) 

5,8 ± 1,85 a 39,2 ± 13,55 b 30,3 ± 7,90 a 2,65 ± 0,56 a 

            T4 
(15 ± 2°C) 

3,5 ± 1,27 b 27,8 ± 8,75 c 18,2 ± 7,66b 2,40 ± 0,54 a 

***, **= Diferenças significativas em 0,1% e 1,0% (teste de Duncan) 
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Tabela 3. Diâmetro dos microtubérculos de S. allagphylla cultivada in vitro, no final da 1ª e 

da 2ª fases do transplantio. Resultado obtido durante a aclimatação de microplantas crescidas 

em diferentes temperaturas (T1= 25 ± 2°C; T2= 25 ± 2°C no claro e 20 ± 2°C no escuro; T3= 

20 ± 2°C e T4= 15 ± 2°C), no final do cultivo correspondente à 1ª fase (em frascos com 

vermiculita e nas condições do cultivo in vitro) e à 2ª fase (em vermiculita na casa de 

vegetação e em condições ambiente) do transplantio. 

Diâmetro do microtubérculo (mm) 
 

1ª Fase 2ª Fase 

Planta (nº) T1 T2 T3 T4 T1 T2 T3 T4 

1 - 8,0 6,0 4,0 - 14,0 9,0 x 

2 - 7,0 5,0 - - 12,0 7,0 x 

3 - 5,0 5,0 - x 10,0 6,0 x 

4 - 4,0 - - - 10,0 - x 

5 - - - - x x - x 

6 - - - - x - x x 

7 - - - - x - - x 

8 - - - - x x x x 

9 - - - - x x x x 

10 - - - - x x x x 

11 - - - - x x x x 

12 - - - - x x x x 

- representa ausência de tubérculo 
x representa planta morta eliminada 
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Figura 2. Efeito da concentração de sacarose sobre o número médio de raízes (A) e na 

produção de raízes secundárias (B) em microplantas de S. allagophylla. Cultivo in vitro por 90 

dias, em meio líquido ½ B5, pH 4,6 e fotoperíodo de 16 h. 
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Figura 3. Efeito de diferentes temperaturas sobre o número médio de raízes (A) e na produção 

de raízes secundárias (B) em microplantas de S. allagophylla. Cultivo in vitro por 90 dias, em 

meio líquido ½ B5, pH 4,6, fotoperíodo de 16 h e nos tratamentos de temperatura: T1= 25 ± 

2°C; T2= 25 ± 2°C no claro e 20 ± 2°C no escuro; T3= 20 ± 2°C e T4= 15 ± 2°C. Em T2 e T3 

o número de raízes foi significativamente maior (P= 0,001), bem como o número de 

microplantas apresentando raízes secundárias (P= 0,038). 
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Figura 4. Efeito de diferentes temperaturas sobre a produção de tubérculo em microplantas de 

S. allagophylla. Cultivo in vitro por 90 dias, em meio líquido ½ B5, pH 4,6, fotoperíodo de 16 

h e nos tratamentos de temperatura: T1= 25 ± 2°C; T2= 25 ± 2°C no claro e 20 ± 2°C no 

escuro; T3= 20 ± 2°C e T4= 15 ± 2°C. Em T2 o número de microplantas apresentando 

tubérculos foi significativamente maior (P= 0,044). 
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Figura 5. Presença do tubérculo e raízes adventícias em microplanta de S. allagophylla 

crescida in vitro. Cultivo por 90 dias, em meio líquido ½ B5, suplementado com 40 g/L de 

sacarose, pH 4,6, temperatura de 25 ± 2°C no claro e 20 ± 2°C no escuro e fotoperíodo de 16 

horas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 67

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Microtubérculo
com raízes 



 69

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CAPÍTULO 2 

 

Microtuberização em Sinningia allagophylla 
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RESUMO 

 

O efeito da qualidade do espectro de luz foi testado, em combinação com diferentes 

concentrações de ANA, na produção de microtubérculos em Sinningia allagophylla. Explantes 

obtidos de plantas cultivadas in vitro foram crescidos em meio líquido ½ B5, suplementado 

com 40 g/L de sacarose; fotoperíodo de 16 h e temperatura de 25 ± 2°C no período de luz e 20 

± 2°C no período de escuro, sendo submetidos a seis tratamentos: (T1) luz fluorescente (F) 

sem ANA; (T2) mistura de luz fluorescente e incandescente (F + I) sem ANA; (T3) F com 

0,005 µg/mL de ANA; (T4) F + I com 0,005 µg/mL de ANA; (T5) F com 0,01µg/mL de ANA 

e (T6) F + I com 0,01 µg/mL de ANA. Os tratamentos com ANA induziram a formação de 

calo na base dos explantes e clorose nas folhas, além de causar diminuição no crescimento da 

parte aérea e do sistema radicular. A presença da luz incandescente (junto com a fluorescente 

– F + I), em T2, induziu um número significativamente maior de microtubérculos, bem como 

o diâmetro destes, em relação ao T1 (apenas com luz fluorescente), não apresentando 

diferenças nos resultados do crescimento radicular e da parte aérea. A mistura de luz 

fluorescente com incandescentes, diminuindo a razão da luz vermelha para a luz vermelho 

extremo, é ideal para a produção de microtubérculos em S. allagophylla cultivada in vitro, sem 

a necessidade da presença de regulador de crescimento. 
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INTRODUÇÃO 

 

No Cerrado brasileiro cerca de 50% da vegetação herbácea e subarbustiva produz órgãos 

subterrâneos espessados, com diferentes organizações morfo-anatômicas e composições 

químicas (Figueiredo-Ribeiro et al., 1986). Tais órgãos são importantes como reserva de água, 

de nutrientes minerais e orgânicos, especialmente de carboidratos; como estrutura de 

propagação vegetativa e como forma de sobrevivência das espécies nos períodos 

desfavoráveis de seca ou da ação do fogo (Coutinho, 1990). A maior parte desta vegetação 

apresenta crescimento estacional, associado com condições ambientais (fotoperíodo, 

temperatura e umidade relativa do ar) e com as características genéticas da espécie (Rizzini, 

1997). Esta periodicidade é caracterizada pela estocagem das reservas, no outono e inverno, e 

pela despolimerização e mobilização deste material acumulado, durante a retomada de 

crescimento na primavera e verão (Degaspari et al., 2003). 

O órgão subterrâneo de reserva de algumas plantas que crescem no Cerrado tem 

importância como alimento para o homem, bem como na medicina popular e no comércio de 

plantas ornamentais (Filgueiras, 2002), com espécies dos gêneros Manihot (mandioca), 

Dioscorea (cará) e Sinningia sendo exemplos de espécies ameaçadas de extinção, por serem 

seus tubérculos retirados de populações selvagens para a comercialização, necessitando, 

assim, de estudos e medidas de preservação (Pereira, 1992; Chautems, 2003). Figueiredo-

Ribeiro et al.(1986), ao realizarem um levantamento dos compostos de reservas presentes em 

órgãos subterrâneos de espécies nativas do Cerrado do Estado de São Paulo, detectaram 

espécies com significativo potencial para a exploração econômica e para o desenvolvimento 

de estudos fisiológicos e metabólicos, por serem produtoras de altas proporções de 

carboidratos, dentre elas a espécie S. allagophylla. 
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Estudos com S. allagophylla, utilizando o cultivo in vitro, permitiram a elaboração de um 

protocolo de micropropagação, o qual possibilita que mudas homogêneas da espécie fiquem 

disponíveis o ano todo (Gomes & Shepherd, 2000; Almeida & Shepherd, 1999; Gomes & 

Shepherd, 2002). Entretanto, em tais estudos não ocorreu a produção in vitro, em 100% das 

microplantas, do tubérculo que a espécie produz in natura, o que é importante por aumentar a 

possibilidade dela sobreviver no campo. Também, o microtubérculo pode ser utilizado como 

material vegetal para a produção de novas plantas in vitro ou ex vitro. Microtubérculos 

apresentam como vantagens: ocupar pouco espaço de armazenamento, dispensar a 

aclimatação, apresentar maior facilidade de comercialização e diminuir o número de gerações 

necessárias para a multiplicação no campo (Mantell & Hugo, 1989; Rodrigues-Otubo et al., 

1999; Yu et al., 2000; Islam et al., 2004).  

A microtuberização é considerada um processo complexo, controlado por uma série de 

fatores que vêm sendo investigados: sacarose, reguladores de crescimento, concentrações de 

nutrientes do meio de cultura, fotoperíodo, quantidade e qualidade da luz, temperatura, a 

espécie e o explante. É difícil estabelecer a resposta exata para um determinado fator e, 

provavelmente, esta seja dependente de interações dos fatores citados. 

A sacarose é o estímulo mais crítico para a formação de microtubérculos. É essencial no 

cultivo in vitro por seu efeito osmótico (Khuri & Moorby, 1995), como fonte de energia e, em 

maiores concentrações, pode ter um papel de sinal indutor para a formação de microtubérculo 

(Perl et al., 1991; Simko, 1994). Uma concentração de 80 g/L é geralmente cogitada como 

essencial para a rápida indução e o desenvolvimento de microtubérculos, como observado em 

Solanum tuberosum (Garner & Blake, 1989; Khuri & Moorby, 1995; Bizarri et al., 1995; 

Rodrigues-Otubo et al., 1999; Alix et al., 2001), em Dioscorea rotundata (Ng, 1988), em 

Dioscorea composita (Mantel & Hugo, 1989; Alizadeh et al., 1998), em Helianthus tuberosus 

(Gamburg et al., 1999) e em Ipsea malabarica (Martin, 2003). Já nas espécies do gênero 
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Ceropegia, a concentração ótima de sacarose foi de 40 g/L e tanto o aumento quanto a 

diminuição desta concentração inibiu a microtuberização (Patil, 1998). 

Há considerável variação na resposta para os reguladores de crescimento, além disso, foi 

demonstrada a indução de microtubérculos mesmo na ausência deles (Garner & Blake, 1989; 

Charles & Rossignol, 1992; John et al., 1993; Ranalli et al., 1994; Gopal et al., 1998; Kim & 

Jang, 2004). O uso de meio com ausência de reguladores de crescimento é desejável, quando o 

objetivo é a exploração da capacidade dos genótipos em produzir microtubérculos e para 

remover a possibilidade de algum efeito indesejável que possam causar. 

Os reguladores de crescimento ANA e ABA estimularam a microtuberização de 

diferentes espécies do gênero Dioscorea (John et al., 1993; Alizadeh et al., 1998). ANA 

induziu microrrizomas em Curcuma longa (Islam et al., 2004) e em Geodorum densiflorum 

(Sheelavantmath et al., 2000), bem como microbulbos em Lillium speciosum (Chang et al., 

2000). Em S. tuberosum, BA aumentou o número de microtubérculos (Banfalvi et al., 1997; 

Rodrigues-Otubo et al., 1999; Al-Safadi et al., 2000; Gopal et al., 2004), enquanto ABA e 

AIA estimularam o crescimento destes (Abdullah & Ahmad, 1980; Menzel, 1980; Marschner 

et al., 1984; Xu et al., 1998; Romanov et al., 2000). 

A luz é outro importante fator considerado na microtuberização, com o período de luz, a 

sua intensidade e qualidade tendo efeito significativo na produção de órgãos de reserva. O 

fotoperíodo curto, de 8 e 10 horas, foi o mais efetivo na microtuberização em S. tuberosum 

(Garner & Blake, 1989; Charles & Rossignol, 1992; Bizarri et al., 1995; Gopal et al., 1998), 

em Gomphrena macrocephala (Moreira et al., 1999), em Dioscorea bulbifera (Mantell & 

Hugo, 1989) e em Curcuma aromatica (Nayak, 2000). Já em D. rotundata, fotoperíodos 

longos, de 12 e 16 horas de luz foi o ideal (Ng, 1988) e em Zingiber officinale a melhor 

produção de microrrizomas foi em luz contínua (fotoperíodo de 24 horas) (Rout et al., 2001). 
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Intensidades luminosas mais altas, entre 42 e 100 µmol.m-2.s-1, têm sido usadas nos 

diversos estudos acima citados, elevando o número total do órgão de reserva nos explantes. 

Quanto à qualidade espectral da luz, uma taxa de baixo espectro na luz vermelha (V) para a 

luz no vermelho extremo (Ve) foi necessária para induzir a microbulbificação em Allium cepa 

(Kahane et al., 1992; Kahane et al., 2001; Le Guen-Le Saos et al., 2002) e a microtuberização 

de S. tuberosum (Charles & Rossignol, 1992; Alix et al., 2001). Baixa proporção de V:Ve é 

obtida utilizando-se uma mistura de luz fluorescente branca (que contém V) com luz 

incandescente (que contém tanto V como Ve) (Thomas & Vince-Prue, 1997). 

Quanto à temperatura, foi observado que temperatura baixa (menor que 20°C) tem efeito 

promotor na microtuberização de S. tuberosum (Gopal et al., 1998; Liu & Xie, 2001), de H. 

tuberosus (Gamburg et al., 1999) e de Corydalis ambigua (Hiraoka et al., 2001). 

Um outro fator considerado é o meio de cultura, com o meio MS, com sua composição 

total ou diluída, sendo efetivo e bastante utilizado. O uso do meio na forma líquida vem sendo 

proposto, com resultados satisfatórios, induzindo maior número de microtubérculos e estes 

com peso maior, em espécies do gênero Chlorophytum (Suri et al., 1999) e em S. tuberosum 

(Jiménez et al., 1999). 

A formação in vitro de órgãos de reserva tem sido enfocada para diferentes espécies, 

como as acima citadas, entretanto, são poucos os estudos relatados com espécies endêmicas do 

bioma Cerrado, sendo estes importantes, pois, como já foi dito, 50% da vegetação herbácea do 

Cerrado produz o órgão de reserva subterrâneo, com muitas espécies tendo grande importância 

ecológica e econômica. 

O objetivo do presente trabalho foi o de obter condições de cultivo in vitro que induzam 

a formação de microtubérculos em explantes de S. allagophylla, obtendo-se mudas 

homogêneas com os padrões morfológicos e fisiológicos que a espécie apresenta in natura. 
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MATERIAL E MÉTODOS 
 

Plantas cultivadas in vitro no Departamento de Fisiologia Vegetal da Unicamp, obtidas a 

partir de sementes coletadas de plantas crescidas em Campo Cerrado, na Reserva Biológica e 

Estação Experimental de Moji Guaçu , no estado de São Paulo, foram utilizadas para a 

obtenção de explantes. Estes consistiram de segmentos nodais, da região mediana do caule, 

com aproximadamente 0,8 cm de comprimento e com um par de folhas. 

Os explantes foram cultivados em câmara de crescimento Forma Scientific, com 

fotoperíodo de 16 horas de luz, intensidade luminosa de 50 µmol.m-2.s-1 e temperatura de 25 ± 

2°C no período de luz e 20 ± 2°C no período de escuro. O meio de cultivo utilizado foi o meio 

líquido ½ B5, suplementado com 40 g/L de sacarose, pH ajustado para 4,6 com HCl e NaOH e 

autoclavado em temperatura de 121°C, por 20 minutos. O período de cultivo foi de 120 dias, 

sendo 60 dias em tubo de ensaio com 8 cm de altura e 2,5 cm de diâmetro e, os 60 dias 

restantes, em tubos de ensaio de 15 cm de altura e 2,5 cm de diâmetro, com renovação do 

meio. Como suporte foi usado papel filtro Whatman nº 1. 

O efeito da qualidade do espectro de luz foi testado em combinação com o efeito de 

diferentes concentrações de ANA, diferindo em seis tratamentos, com doze repetições. Foi 

utilizado um delineamento experimental inteiramente casualizado, em esquema fatorial 2 x 3: 

2 tratamentos com diferentes fontes de luz – fluorescente (F) e mistura de fluorescente e 

incandescente (F + I) – e 3 tratamentos com diferentes concentrações de ANA (tabela 1). 

Luz foi fornecida por cinco tubos de lâmpadas fluorescentes branca-frias de 40 W da 

Sylvania (1214 mm), para os tratamentos com luz fluorescente; ou por quatro tubos de 

lâmpadas fluorescentes branca-frias de 40 W e uma lâmpada incandescente de 120 W da 

Osram, para os tratamentos com a mistura de F + I. 
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Tabela 1. Combinações de diferentes concentrações de ANA com diferentes tratamentos de 
luz 

 ANA (µg/mL) 

      Luz 0,0 0,005 0,01 

F T1 T3 T5 

F + I T2 T4 T6 

F= luz fluorescente; F + I= mistura de luz fluorescente com incandescente 

 

 

 

Além da produção de microtubérculos e o diâmetro destes, foram analisadas as 

características: comprimento da microplanta, número de folhas, número de raízes, o maior 

comprimento médio das raízes, presença de raízes secundárias, presença de calo, clorose das 

folhas, massa fresca e massa seca das microplantas inteiras. Análises dos dados foram 

realizadas utilizando programa ANOVA, por meio de comparação de médias pelo teste de 

Duncan, exceto para a produção de microtubérculos e de raízes secundárias, com os dados 

tendo sido analisados utilizando-se o software SAS (Statistical Analysis System) (SAS 

Institute, 1986). 

O regulador de crescimento ANA foi testado porque em um experimento preliminar, com 

o cultivo in vitro de S. allagophylla em meio suplementado com ANA, este teve um certo 

efeito na formação de microtubérculos. O cultivo em um período de 120 dias, concentração de 

40 g/L de sacarose no meio, temperatura de 25 ± 2°C no período de luz e 20 ± 2°C no período 

de escuro e intensidade luminosa de 50 µmol.m-2.s-1, foram as condições utilizadas nos 

experimentos por terem sido as encontradas, em estudos anteriores, como sendo as favoráveis 

para a produção de microtubérculos e maior diâmetro destes. 
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RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

A presença da auxina ANA no meio de cultivo, mesmo em concentração bastante 

reduzida (0,005 µg/mL), induziu a formação de calo em uma média de 10% das microplantas 

em cada tratamento, bem como de clorose nas folhas, em uma média de 15% de folhas das 

microplantas. Também apresentou um efeito inibitório na formação do microtubérculo e do 

sistema radicular (tabela 2 e figuras 2 e 3). O mesmo foi observado na microtuberização de 

Dioscorea alata (John et al., 1993) e na microbulbificação de várias espécies de lírios 

crescidos na Coréia (Jeong, 1996).  

O efeito tóxico de ANA exógeno sobre o desenvolvimento da planta foi 

significativamente maior em T6 (P= 0,0001 para a produção de raízes secundárias e de 

microtubérculos e P= 0,001 para os demais parâmetros), quando a luz incandescente estava 

presente (F + I). Isto pode ser explicado por uma provável interação existente entre a 

qualidade da luz e o regulador de crescimento na resposta da planta, com a diminuição da 

proporção da luz vermelha (V) para o vermelho extremo (Ve), obtida com a combinação F + I, 

elevando o uso de ANA pela planta. Estudos realizados por Herrington & McPherson (1993) 

com Spiraea nipponica (Rosaceae) revelaram que a mistura de luz V e Ve, fornecida por F + I, 

tornou a planta mais eficiente em utilizar o BA suplementado no meio de cultura, diminuindo 

o requerimento de maiores concentrações exógenas deste para o desenvolvimento eficaz da 

planta in vitro. O mesmo foi observado em plântulas de milho para AIA (Lino, 1982). 

Os tratamentos T1 e T2, sem a presença de ANA, foram favoráveis à produção de 

microtubérculo, tendo sido encontrado, respectivamente, em 80% e 90% das microplantas 

(figura 2A). Houve um aumento significativo no diâmetro médio dos microtubérculos quando 

os explantes foram cultivados sob a mistura de luz F + I, em T2 (figuras 1 e 2B), não 

ocorrendo diferenças de respostas, entre T1 e T2, para as demais características analisadas, ou 



 79

seja, a luz incandescente suplementar não apresentou efeito morfológico sobre o 

desenvolvimento radicular e da parte aérea. A indução do crescimento dos microtubérculos 

pode ser resultante de um efeito dado pela maior taxa de luz Ve, fornecida pela lâmpada 

incandescente, sobre a distribuição de reservas da planta, com o dreno de assimilados pelos 

microtubérculos. Em plantas de alho (Kahane et al., 2001) e batata (Alix et al., 2001) 

cultivadas in vitro, a menor proporção espectral de V:Ve (obtida por F + I) promoveu maior 

dreno de carboidratos, com maior armazenagem destes nos órgão de reserva (microbulbo e 

microtubérculo, respectivamente), comparado ao cultivo em luz fluorescente. Também, a 

aplicação conjunta de luz no V e no Ve pode elevar a taxa fotossintética, em comparação ao 

uso apenas da luz no V, dada pela lâmpada fluorescente (Taiz & Zeiger, 2004). 

A massa fresca e a massa seca das microplantas inteiras de cada tratamento foram 

significativamente maiores em T2 (tabela 3), provavelmente devido ao maior número e maior 

diâmetro dos microtubérculos obtidos neste tratamento. 

A resposta dada por S. allagophylla à qualidade da luz, indica o envolvimento de 

fitocromo na sua microtuberização, como também foi relatado na produção in vitro de bulbo 

em Allium cepa (Le Guen-Le Saos et al., 2002) e de tubérculo em Dioscorea alata (John et 

al., 1993) e Solanum tuberosum (Jackson et al., 1998; Martínez-García et al., 2002). 

Os resultados obtidos nos tratamentos com ANA estão em concordância com os 

resultados de estudos anteriores com S. allagophylla, em que a presença de reguladores de 

crescimento, no meio de cultivo in vitro, induziu à formação de calo e de clorose nas plantas 

(Gomes & Shepherd, 2002), indicando que os níveis endógenos destes nos explantes são 

satisfatórios. 

 

 

 



 80

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. S. allagophylla crescida em meio sem a presença de ANA e sob a mistura de luz 

fluorescente com incandescente (F + I). Cultivo em um período de 120 dias, em meio líquido 

½ B5, com 40 g/L de sacarose, pH 4,6, fotoperíodo de 16 h e no tratamento T2, onde ocorreu a 

maior produção de microtubérculo. 
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Tabela 2. Efeito da luz fluorescente (F) ou fluorescente + incandescente (F + I) e da 

concentração de ANA sobre o crescimento in vitro de S. allagophylla (média ± desvio 

padrão). Cultivo em um período de 120 dias, em meio líquido ½ B5, com 40 g/L de sacarose, 

pH 4,6 e fotoperíodo de 16h. Médias com as mesmas letras não apresentam diferenças 

significativas. 

Tratamento 
Compr/to 

das 
microplantas 

(cm)** 

Número de 
folhas*** 

Número de 
raízes*** 

Compr/to 
das raízes 
(cm)*** 

Diâmetro do 
micro-

tubérculo 
(mm)*** 

F (T1) 10,6±2,64a 47,8±11,36a 13,8±5,93a 4,0±1,27a 7,2±0,21b 

Sem ANA 

F + I (T2) 10,8±2,48a 45,6±14,39a 13,2±5,42a 3,8±1,24a 8,6±0,28a 

F (T3) 11,2±2,55a 49,3±9,85a 8,2±3,05b 2,3±1,30b 7,2±0.14b 

ANA 
0,05µg/mL 

F + I (T4) 11,1±2,25a 44,3±11,90a 7,6±2,70bc 2,1±0,91b 7,6±0,21b 

F (T5) 11,4±2,67a 49,6±13,69a 8,1±3,27b 2,3±1,19b 6,3±0,14c 

ANA 
0,1µg/mL 

F + I (T6) 7,63±1,88b 26,3±6,26b 4,7±1,61c 1,0±0,49c 6,1±0,14c 

***, **= Diferenças significativas em 0,1% e 1,0% (teste de Duncan) 
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Tabela 3. Efeito da luz fluorescente (F) ou fluorescente + incandescente (F + I) e da 

concentração de ANA sobre a massa fresca e massa seca da microplanta inteira de S. 

allagophylla cultivada in vitro (média ± desvio padrão). Cultivo em um período de 120 dias, 

em meio líquido ½ B5, com 40 g/L de sacarose, pH 4,6 e fotoperíodo de 16h. Médias com as 

mesmas letras não apresentam diferenças significativas. 

Tratamento 

 Sem ANA ANA 0,05 µg/mL ANA 0,1 µg/mL 

 F (T1) F + I (T2) F (T3) F + I (T4) F (T5) F + I (T6) 

Massa fresca 
(g)*** 1,32±0,11b 1,43±0,11a 1,27±0,09bc 1,28±0,10bc 1,23±0,07c 0,79±0,06d 

Massa seca 
(g)*** 0,09±0,01b 0,10±0,01a 0,08±0,01b 0,09±0,01b 0,08±0,01b 0,05±0,01c 

     ***= Diferenças significativas em 0,1% (teste de Duncan) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 84

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Efeito da luz fluorescente (F) ou fluorescente + incandescente (F + I) e da 

concentração de ANA sobre a produção (A) e sobre o diâmetro médio (B) dos microtubérculos 

em S. allagophylla. Cultivo in vitro por um período de 120 dias, em meio líquido ½ B5, pH 

4,6 e fotoperíodo de 16 h. O número de microplantas com tubérculo foi significativamente 

menor com ANA no meio de cultivo (P= 0,0001) e o diâmetro médio dos microtubérculos foi 

significativamente maior em T2 (P= 0,001). 

T1= F; T2= F+I; T3= F + ANA 0,05 µg/mL; T4= (F+I) + ANA 0,05 µg/mL; T5= F + ANA 

0,1 µg/mL; T6= (F+I) + ANA 0,1 µg/mL. 
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Figura 3. Efeito da luz fluorescente (F) ou fluorescente + incandescente (F + I) e da 

concentração de ANA sobre a produção de raízes secundárias em S. allagophylla. Cultivo in 

vitro por um período de 120 dias, em meio líquido ½ B5, pH 4,6 e fotoperíodo de 16 h. O 

número de microplantas com raízes secundárias foi significativamente menor com ANA no 

meio de cultivo (P< 0,0001) 

T1= F; T2= F+I; T3= F + ANA 0,05 µg/mL; T4= (F+I) + ANA 0,05 µg/mL; T5= F + ANA 

0,1 µg/mL; T6= (F+I) + ANA 0,1 µg/mL. 
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CAPÍTULO 3 

 

Efeitos do alumínio no crescimento e na composição mineral de 

microplantas de S. allagophylla cultivada in vitro 
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RESUMO 

 

O presente trabalho teve como objetivo avaliar os efeitos de diferentes níveis de alumínio no 

crescimento e na aquisição de nutrientes por Sinningia allagophylla, sob cultivo in vitro. 

Explantes foram crescidos em meio líquido ½ B5 modificado, com as concentrações reduzidas 

dos sais de cálcio e fósforo, ferro não quelatado, pH 4,0 e suplementado com diferentes 

concentrações de alumínio. Os tratamentos aplicados foram: (T1) meio sem alumínio e com 

0,01mM de fosfato; (T2) meio sem alumínio e com 0,02 mM de fosfato; (T3) meio com 50µM de 

Al2(SO4)3.18H2O e 0,01 mM de fosfato; (T4) meio com 50 µM de Al2(SO4)3.18H2O e 0,02 mM 

de fosfato; (T5) meio com 100 µM de Al2(SO4)3.18H2O e 0,01 mM de fosfato; (T6) meio com 

100µM de Al2(SO4)3.18H2O e 0,02 mM de fosfato; (T7) meio com 200 µM de Al2(SO4)3.18H2O e 

0,01 mM de fosfato; (T8) meio com 200 µM de Al2(SO4)3.18H2O e 0,02mM de fosfato. Análises 

químicas da parte aérea das microplantas foram realizadas no final do cultivo (120 dias), obtendo-

se os teores dos nutrientes nestas. Após 60 dias de cultivo, nos tratamentos com maiores 

concentrações de Al (T7 e T8) ocorreu queda no valor do pH do meio e o aparecimento de necrose 

nas raízes, clorose nas folhas e interrupção no crescimento das microplantas, sendo estas 

eliminadas do experimento. O valor do pH nos demais tratamentos não se alterou e após 120 dias 

de cultivo não foram observados efeitos tóxicos nas microplantas, ao contrário, no tratamento T5 

os microtubérculos apresentaram diâmetro significativamente maior e houve uma tendência para 

maior desenvolvimento radicular. Os resultados das análises químicas não apontaram deficiências 

de nutrientes e indicaram que S. allagophylla é uma acumuladora de alumínio (com mais de 

1000mg/kg) e de manganês (com mais de 300 mg/kg), apresentando um aumento nos níveis, tanto 

de alumínio como de manganês, em sua parte aérea, com a elevação da concentração de alumínio 

no meio. Os resultados indicaram tratar-se de uma espécie com estratégias para crescer sob as 

condições dos solos do Cerrado. 
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INTRODUÇÃO 

 

Vários estudos indicam que as propriedades do solo, função de sua origem geológica, são 

determinantes das fisionomias vegetais encontradas no bioma Cerrado (Malavolta & 

Kliemann, 1985; Lüttge, 1997; Ruggiero et al., 2002). A vegetação do Cerrado cresce 

geralmente em solos ácidos, bem drenados, profundos, com deficiências minerais e com altos 

teores de alumínio e manganês (Eiten, 1994). Estas condições fazem com que tais solos sejam 

impróprios para o cultivo da maior parte das espécies de plantas, sobretudo pela presença de 

alumínio solúvel (Malavolta & Kliemann, 1985; Ritchie, 1994). 

A fitotoxicidade do alumínio é um fenômeno complexo e ainda não totalmente 

esclarecido. Acredita-se que os danos causados pelo íon alumínio sejam dependentes do tempo 

de exposição e da concentração do íon; da composição iônica do substrato; da temperatura; da 

espécie; do genótipo e da idade da planta (Rengel, 1992; Macedo et al., 1997). O 

conhecimento que se tem atualmente dos efeitos tóxicos do alumínio sobre as plantas está 

descrito em várias revisões e novos artigos estão constantemente sendo publicados (Fagéria et 

al., 1988; Furlani, 1989; Taylor, 1995; Kochian, 1995; Lüttge, 1997; Matsumoto, 2000; 

Osawa & Matsumoto, 2001; Mossor-Pietraszewska, 2001; Jansen et al., 2002; iamporová, 

2002; Samac & Tesfaye, 2003; Sivaguru et al., 2005). 

Os diferentes relatos apontam a rápida inibição do crescimento da raiz como a principal 

expressão da toxicidade do alumínio, sendo o alvo as células da porção distal da zona de 

transição do ápice da raiz, interferindo no alongamento e na divisão das células. Os 

mecanismos normalmente citados são: (1) aumento da rigidez da parede celular, por se ligar 

com pectinas ou proteínas da parede, o que pode levar a uma diminuição na sua 

extensibilidade; (2) redução da replicação do DNA, por aumentar a rigidez da dupla-hélice; (3) 

fixação do fósforo em forma pouco solúvel na solução do solo, reduzindo a sua 
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disponibilidade pela planta; (4) interferência na ação de algumas enzimas; (5) diminuição na 

deposição de polissacarídeos da parede celular; (6) diminuição na produção e no transporte de 

citocininas e auxinas; (8) modificação na estrutura e na função da membrana plasmática, com 

a despolarização da membrana, bloqueio de canais e diminuição da permeabilidade; (9) 

alteração na estrutura e função do citoesqueleto; (10) formação de calose no plasmodesma que 

interfere com a comunicação intercelular; (11) redução na absorção de água e (12) intervenção 

na absorção, transporte e metabolismo de vários nutrientes essenciais, em especial dos cátions 

Ca2+, Mg2+, Mn2+ e Zn2+. 

Estágios posteriores da toxicidade do alumínio estão associados com a peroxidação de 

lipídios (Yamamoto et al., 2001) e repressão da atividade mitocondrial, com a inibição da 

respiração, exaustão de ATP e produção de oxigênios reativos (Yamamoto et al., 2002). 

Embora vários mecanismos de tolerância ao alumínio pelas plantas tenham sido 

propostos, estudos têm repetidamente demonstrado que ácidos orgânicos, com capacidade de 

quelatar o alumínio, possuem um importante papel na detoxicação do alumínio, neutralizando-

o internamente e externamente (Ma, 2000; Ma et al., 2001). O principal ânion orgânico 

liberado em resposta ao alumínio é o malato em Triticum aestivum (Delhaize et al., 1993; Ahn 

et al., 2004); o citrato em Zea mays (Miyasaka et al., 1991), em Cassia tora (Ma et al., 1997b) 

e em Glycine max (Silva et al., 2001; Dong et al., 2004); citrato e malato em mutantes de 

Arabidopsis (Larsen et al., 1998) e em triticale (Ma et al., 2000); e oxalato em Fagopyrum 

esculentum (Ma & Hiradate, 2000) 

Outros processos de detoxicação do alumínio incluem: (1) aumento da secreção de 

mucilagem pela raiz, formando uma camada limite que diminui a difusão do alumínio para as 

células da raiz (Li et al., 2000); (2) exclusão do fosfato da raiz, precipitando o alumínio 

presente na solução do solo (Pellet et al., 1997); (3) exclusão do alumínio por ligação com 

polipeptídios secretados (Basu et al., 1999; Wu et al., 2000; Souza et al., 2002); (4) 
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alcalinização da rizosfera, pelo influxo de H+ nas pontas das raízes (Degenhardt et al., 1998) 

ou através da preferência pela planta por nitrato em relação ao amônio (Taylor, 1995), 

resultando em uma redução nos teores de alumínio solúvel e uma mudança para um tipo 

solúvel menos tóxico; (5) fixação do alumínio na parede celular e permeabilidade seletiva da 

membrana plasmática, impedindo o movimento do alumínio no simplasma (Taylor et al., 

2000; Mossor-Pietraszewska, 2001) e (6) redistribuição do alumínio acumulado em tecidos 

sensíveis por uma proteína transportadora (Larsen, 2005), ficando a maior parte do alumínio 

acumulado nas células epidérmicas e corticais do ápice da raiz (Delhaize et al., 1993; Jansen 

et al., 2002). 

É também conhecido que algumas espécies de plantas acumulam alumínio em altas 

concentrações na parte aérea, principalmente nas folhas, sem apresentar algum sinal de 

toxicidade. Uma espécie é considerada acumuladora de alumínio quando apresenta um 

conteúdo médio de mais de 1000 mg/kg de massa seca das folhas, sendo o conteúdo médio 

encontrado nas não acumuladoras de aproximadamente 200 mg/kg (Jansen et al., 2002). De 

acordo com Jansen et al. (2002) as espécies acumuladoras estão distribuídas em 

aproximadamente 45 famílias, como em Cunnoniaceae, Monimiaceae, Proteaceae, 

Rapateaceae, Rubiaceae e Vochysiaceae. São exemplos: Camellia sinensis, acumulando acima 

de 30000 mg/kg (Matsumoto et al., 1976), Hydrangea, com mais de 3000mg/kg (Ma et al., 

1997a); Miconia acinodendron e Symplocos spicata, com 66100 mg/kg e 72300 mg/kg, 

respectivamente (Osaki et al., 1997). Masunanga et al. (1998), identificaram 65 espécies de 

árvores, em florestas tropicais da Indonésia, como acumuladoras de alumínio e Haridasan 

(1982) listou níveis de alumínio entre 4000 e 14000 mg/kg para várias espécies crescidas no 

Cerrado do Brasil Central. Algumas famílias, incluindo a Vochysiaceae, são acumuladoras 

obrigatórias de alumínio e não podem viver na sua ausência (Oliveira-Filho & Ratter, 2002). 
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Estudos anteriores, com plantas crescidas em área de Campo Cerrado, da Reserva 

Biológica de Moji Guaçu (SP), mostraram que S. allagophylla, herbácea da família 

Gesneriaceae, de ampla distribuição nos cerrados, é uma espécie acumuladora de alumínio 

(com 2991,9 mg/kg de peso seco das folhas), adaptada a solos ácidos, com teores baixos de 

nutrientes e altos de alumínio trocável (Gomes & Shepherd, 2000). 

A alta concentração de alumínio na parte aérea sugere que plantas acumuladoras de 

alumínio possuem um sistema de absorção e translocação do alumínio, ausente nas não 

acumuladoras. Tem sido proposto a complexação do alumínio por ácidos orgânicos, proteínas, 

ou outros ligantes orgânicos, permitindo a sua translocação das raízes para a parte aérea e 

acumulação nas folhas, sendo que o complexo alumínio-ligante para a translocação 

freqüentemente difere daquele armazenado nas folhas (Watanabe & Osaki, 2002). 

Estudos realizados por Ma & Hiradate (2000) e Shen et al. (2002), com a espécie 

acumuladora F. esculentum, mostraram que o alumínio é absorvido pelas raízes na forma de 

Al3+ e, em seguida, é quelatado com o oxalato presente nas células das raízes, formando um 

complexo estável, não tóxico. Quando o alumínio é translocado via xilema, para as folhas, 

deixa de ser quelatado pelo oxalato e passa a se ligar ao citrato e, nos tecidos das folhas, 

novamente passa a se ligar ao oxalato, sendo desta forma seqüestrado para o vacúolo. 

Resultados de tais estudos também induziram à hipótese de que a absorção do alumínio nas 

raízes é um processo passivo, mediado por um canal ou transportador, provavelmente uma 

proteína, com o íon Al3+ passando através da membrana plasmática ao longo de um gradiente 

de concentração. 

Tem sido freqüentemente relatado que concentrações excessivas de alumínio na planta 

reduz a absorção de nutrientes essenciais, como o cálcio, fósforo, manganês, zinco e ferro. 

Entretanto, Haridasan (1982) observou que as espécies acumuladoras de alumínio não 

apresentaram absorção reduzida de tais elementos. Além disso, alguns estudos têm 
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demonstrado que o alumínio eleva o crescimento de algumas espécies, como em Miconia 

albicans (Haridasan, 1988); Hydrangea (Ma et al., 1997a); Camellia (Konishi et al., 1985), 

Melastoma malabathricum (Watanabe et al., 1997; Watanabe et al., 2005) e em Betula 

pendula (Kidd & Proctor, 2000). 

A hipótese dada para esta elevação no crescimento é a de um aumento na absorção e 

utilização dos nutrientes pela planta, resultantes da presença de altos níveis de alumínio nos 

tecidos da planta, ou da interação do alumínio com um elemento particular, como ferro e 

fósforo (Osaki et al., 1997; Watanabe & Osaki, 2002; Watanabe et al., 2005). Ruggiero et al. 

(2002), estudando espécies do Cerrado do Sudeste do Brasil, concluíram que o processo de 

acumulação de alumínio é parte de um mecanismo fisiológico da planta para melhorar a 

absorção de nutrientes e não como uma resposta de sua toxicidade. Explicaram que as plantas 

ao retirarem o alumínio do solo, fixando-o em tecidos específicos das folhas, permitem que os 

nutrientes fiquem mais disponíveis. 

Há também evidências que o efeito benéfico do alumínio no crescimento seja resultante 

da diminuição da toxicidade do próton (H+) pelo íon Al3+, com o Al3+ aumentando a 

polaridade elétrica da membrana celular e estimulando a extrusão do H+ (Llugany et al., 1995; 

Kinraide, 2003). Como efeitos benéficos ecológicos, tem sido proposto que as plantas 

acumulam alumínio como uma estratégia de defesa contra herbívoros e patógenos (Ernst et al., 

1990; Ghaderian et al., 2000; Pollard, 2000; Wilfried, 2000; Jiang, 2005). 

Atualmente, a abordagem mais utilizada em pesquisas com o alumínio é a obtenção de 

genótipos tolerantes, visando o desenvolvimento de cultivares mais produtivas em solos ácidos 

e com altos teores de alumínio. Para tanto, espécies ou variedades são selecionadas através do 

cultivo em solução nutriente, pela hidroponia (Camargo & Ferrreira-Filho, 1999; Kidd & 

Proctor, 2000; Mistro et al., 2001; Kim et al., 2001), ou pelo cultivo in vitro de células ou 

raízes (Conner & Meredith, 1985a; Karsai & Bedö, 1998; Basu et al.1999; Ramgareeb et al., 
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1999; Dantas et al., 2001). Também, a seleção através da identificação e produção de 

variações somaclonais, utilizando-se técnicas de cultivo de tecidos (Meredith, 1978; Van Sint 

Jan et al., 1997; Espino et al., 1998; Ramos et al., 2000; Salomon, 2003; Samac & Tasfaye, 

2003). Estudos da acumulação de alumínio em espécies nativas, que crescem em solos ácidos, 

podem oferecer um melhor entendimento do mecanismo de resistência e adaptação, bem como 

permitir, através de um planejamento sustentado, o cultivo de tais espécies, visando tanto o 

aspecto econômico (cultivo daquelas com importância na alimentação do homem, na 

medicina, como ornamentais, entre outras), como o de reflorestamento. 

Para aumentar a eficácia da técnica in vitro, propõe-se que as condições ambientais 

devem ser investigadas no cultivo, simulando a expressão fenotípica encontrada nas condições 

in natura, entretanto, a tolerância ao estresse abiótico freqüentemente não tem sido avaliada in 

vitro. Quanto à tolerância ao alumínio, não há estudos in vitro com espécies nativas 

acumuladoras, com a elaboração de um protocolo baseado nas condições do meio a que a 

espécie está sujeita. Além disso, avaliações in natura da assimilação de nutrientes por tais 

espécies, crescendo em solos com altos teores de alumínio solúvel, foram descritas apenas por 

Haridasan (1982; 2000). Assim sendo, a finalidade do presente trabalho foi a de obter 

informações a respeito do efeito de diferentes níveis de alumínio no acúmulo de nutrientes e 

no crescimento in vitro de S. allagophylla.  
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MATERIAL E MÉTODOS 

 

Explantes, consistindo de segmentos nodais da região mediana do caule, com 

aproximadamente 0,8 cm de comprimento e com um par de folhas, foram obtidos de 

microplantas cultivadas no laboratório do Departamento de Fisiologia Vegetal da Unicamp. 

Estes foram cultivados em meio líquido ½ B5 modificado (apêndice II), com a concentração 

reduzida de CaCl2.2H2O (de 0,51 mM para 0,10 mM) e de NaH2PO4.H2O (de 0,52 mM para 

0,01 e 0,02mM), ferro não quelatado, pH 4,0 e diferentes concentrações de alumínio na forma 

de Al2(SO4)3.18H2O. O meio foi suplementado com 40 g/L de sacarose e como suporte foi 

usado papel filtro Whatman nº1. 

Soluções de 10 mM de FeSO4.7H2O em 100 mL de água destilada e de 

Al2(SO4)3.18H2O, na mesma concentração, foram preparadas previamente, sendo acrescidas 

ao meio, após autoclavagem deste, utilizando-se filtro de acetato de celulose esterilizado 

(Millipore), em uma concentração final de 0,05 mM de FeSO4.7H2O e de 50, 100 e 200 µM de 

Al2(SO4)3.18H2O. 

O valor do pH foi monitorado utilizando-se o indicador verde de bromocresol (5,0mL/L), 

adicionado ao meio quando do seu preparo, com o pH tendo sido ajustado, quando necessário, 

utilizando-se soluções de HCl e NaOH. 

Os efeitos de diferentes concentrações de alumínio foram testados em diferentes 

concentrações de fosfato, diferindo em 8 tratamentos, com 15 repetições. Foi utilizado um 

delineamento experimental inteiramente casualizado, em esquema fatorial 2 x 4: 2 

concentrações de NaH2PO4.H2O e 4 concentrações de Al2(SO4)3.18H2O (tabela 1).  
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   Tabela 1. Tratamentos com diferentes concentrações de sais de fosfato e de alumínio 

 Al2(SO4)3.18H2O (µM) 

NaH2PO4.H2O 
(mM) 

0,0 50 100 200 

0,01 T1 T3 T5 T7 

0,02 T2 T4 T6 T8 

 

Os explantes foram cultivados em câmara de crescimento Forma Scientific, com 

fotoperíodo de 16 h de luz, intensidade luminosa de 50 µmol.m-2.s-1 e temperatura de 25 ± 2°C 

no período de luz e 20 ± 2°C no período de escuro. O período de cultivo foi de 120 dias, sendo 

60 dias em tubo de ensaio com 8,0 cm de altura e 2,5 cm de diâmetro e, os 60 dias restantes, 

em tubos de ensaio de 15,0 cm de altura e 2,5 cm de diâmetro, com renovação do meio.  

O meio líquido ½ B5, ideal para o crescimento in vitro de S. allagophylla, foi modificado 

para permitir a disponibilidade do íon alumínio na solução, bem como uma possível maior 

atividade deste, tendo sido preparado baseado em meios utilizados anteriormente (Conner & 

Meredith, 1985b; Yamamoto et al., 1994; Van Sint Jan et al., 1997; Ramgareeb et al., 1999). 

A real disponibilidade do íon alumínio no meio não foi testada, pelo fato da quantidade 

presente no meio estar abaixo da sensibilidade dos equipamentos disponíveis. 

As características comprimento da microplanta, número de folhas, número de raízes, o 

maior comprimento médio das raízes, presença de raízes secundárias, de microtubérculos, de 

clorose nas folhas e necrose das raízes, foram registradas após 60 e 120 dias de cultivo. O 

diâmetro dos microtubérculos foi obtido após os 120 dias. Análises dos dados foram realizadas 

utilizando programa ANOVA, por meio de comparação de médias pelo teste de Duncan, 

exceto para a produção de microtubérculos e de raízes secundárias, com os dados tendo sido 

analisados utilizando-se o software SAS (Statistical Analysis System) (SAS Institute, 1986). 
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No final do cultivo, as partes aéreas das 15 microplantas, de cada tratamento, foram 

reunidas e pesadas juntas, obtendo-se o peso fresco. Em seguida foram lavadas e secadas em 

estufa com circulação forçada de ar, com a temperatura variando entre 65-70°C. O material foi 

pesado, obtendo-se o peso seco, depois moído e encaminhado para a Seção de Fertilidade do 

Solo e Nutrição de Plantas, do Instituto Agronômico de Campinas (IAC), para a determinação 

dos teores dos elementos, utilizando-se a espectrometria de emissão atômica com plasma de 

argônio (ICP-AES). 

As microplantas de cada tratamento foram reunidas para que fosse possível a obtenção de 

ao menos 1,0 g de peso seco de material da planta, que é o peso mínimo necessário para a 

realização das análises químicas. 

Análise de uma amostra do solo, obtida na Reserva Biológica de Moji Guaçu, em área 

onde cresce S. allagophylla, dos teores de matéria orgânica e dos nutrientes, foi realizada no 

Instituto Agronômico de Campinas (IAC), Seção de Fertilidade do Solo e Nutrição de Plantas. 
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RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

Após 50 dias de cultivo, nos tratamento com 200 µM de alumínio (T7 e T8) o valor do 

pH do meio diminuiu para 3,0 em todos os tubos de cultivo, retornando sempre a este valor 

um período após a elevação do valor para 4,0, com o uso de NaOH (entre 1-3 dias). Com 60 

dias de cultivo, as microplantas crescidas em tais tratamentos apresentaram características de 

toxidez, com 80% e 60% das plantas apresentando necrose da raiz e 70% e 30% de presença 

de clorose nas folhas, nos tratamentos T7 (figura 1) e T8, respectivamente. Também, a 

presença de microtubérculos, de raízes secundárias e o comprimento da microplanta foram 

significativamente menores nestes tratamentos (figura 2 e tabela 2). Nos demais tratamentos, o 

valor do pH não se alterou, não houve diferenças significativas no crescimento das 

microplantas e não foi observada a necrose na raiz e clorose nas folhas, após os 60 dias de 

cultivo. 

A queda no valor do pH, nos tratamentos T7 e T8, pode ser resultante da extrusão de H+ 

pela presença de alumínio em maior concentração, pois como já foi citado, há a hipótese de 

que íons de alumínio aumentam a polaridade elétrica da membrana celular, estimulando a 

extrusão de H+ (Kidd & Proctor, 2000). Também, há a possibilidade de absorção diferencial de 

NH4
+ e NO3

-, bem como a liberação do H+ resultante da ligação de um ânion orgânico, 

excretado pelas microplantas, com o alumínio presente no meio de cultivo. Autores como 

Peterson & Bottger (1991) e Kerven et al. (1995), explicam que a queda dos valores do pH, 

em soluções nutritivas com alumínio presente, se deve a uma complexação do íon alumínio 

com um ácido orgânico, o que promove a liberação no meio de um H+ do ligante. Foi 

observado que a espécie acumuladora de alumínio F. esculentum, além de utilizar ácido 

orgânico para o transporte e compartimentação do alumínio na planta, excreta uma quantidade 
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para o meio (Ma & Hiradate, 2000) e o mesmo pode ter ocorrido com S. allagophylla, quando 

em concentrações maiores de alumínio.  

Os danos ocorridos nas raízes e, assim, no crescimento das microplantas nos tratamentos 

T7 e T8, podem ser atribuídos a um efeito direto do alumínio, pois é bem conhecido como 

expressão da toxidez do alumínio, o atrofiamento da raiz e a clorose das folhas. Entretanto, 

tais danos podem ser resultantes não do efeito direto do alumínio, mas de um efeito indireto, 

ao induzir um excesso de H+ no meio, comprovado pelo baixo pH. De acordo com Kidd & 

Proctor (2001), os prejuízos ocorridos em plantas crescendo em substrato ácido, normalmente 

atribuídos ao alumínio presente, podem ser resultantes da presença do próton, o qual possui 

efeitos tóxicos semelhantes ao alumínio. Observaram que plantas da espécie B. pendula, uma 

acumuladora de alumínio, tiveram seu crescimento diminuído em solução nutritiva ácida, não 

pela concentração elevada do alumínio, mas pela presença de H+ (Kidd & Proctor, 2000). 

Com a transferência para os tubos longos, em meio renovado, os valores do pH dos 

tratamentos T7 e T8 diminuíram novamente para próximo de 3,0 e as microplantas não mais 

apresentaram crescimento, tendo sido eliminadas após 70 dias de cultivo, mantendo-se as 

crescidas nos demais tratamentos, nos quais não ocorreram alterações nos valores do pH. 

Após 120 dias de cultivo, as microplantas crescidas no tratamento com 100 µM de 

alumínio e menor teor de fosfato (T5), apresentaram microtubérculos com diâmetro 

significativamente maior em relação àquelas crescidas nos demais tratamentos (tabela 3). 

Observou-se, também, um maior número de raízes neste tratamento, porém não com valores 

estatísticos de significância. Para os demais parâmetros não ocorreram diferenças 

significativas entre os tratamentos (tabelas 3 e 4). 

O maior crescimento da parte subterrânea nas microplantas crescidas no tratamento T5, 

com maior concentração de alumínio e este provavelmente mais disponível, pelo menor teor 

do sal fosfato no meio, pode estar relacionado com uma maior eficiência na absorção de 
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nutrientes e no aumento do alongamento celular, efeitos benéficos atribuídos ao alumínio, 

como citados em Watanabe & Osaki (2002) e Watanabe et al. (2005). 

A análise química realizada na parte aérea das microplantas forneceu resultados 

semelhantes aos obtidos na análise das folhas de plantas crescidas no campo (Gomes & 

Shepherd, 2000). No presente estudo, S. allagophylla acumulou mais de 1000 mg/kg de 

alumínio, com as microplantas crescidas nos tratamentos T5 e T6, com 100 µM de alumínio 

no meio, apresentando maiores teores deste (tabela 5). A espécie não apresentou deficiência 

dos nutrientes, em comparação com a tabela padrão elaborada por Epstein (1975) para a maior 

parte das plantas superiores, o que indica que possui mecanismos eficientes para superar a 

interferência e eliminar os efeitos do alumínio na absorção e transporte dos nutrientes.  

Haridasan (1982), também observou que algumas espécies do Cerrado, especialmente 

das famílias Rubiaceae e Vochysiaceae, são acumuladoras de alumínio e eficientes na 

absorção de nutrientes. 

A alta concentração de alumínio nas microplantas crescidas nos tratamentos T1 e T2 

(tabela 5), com ausência do íon no meio de cultivo, pode ser resultante da presença de 

alumínio nas sementes, bem como no ágar utilizado (Difco Bacto) na germinação e 

crescimento das plântulas. Análises químicas de diferentes espécies de ágar utilizadas em 

cultura de tecidos, realizadas por Scholten & Pierik (1998), mostraram uma concentração de 

1,333 mmol/kg de alumínio no ágar Difco Bacto. Shinga & Townsend (1985), mostraram que 

a concentração de alumínio em brotos de macieiras e pereiras aumentou quando a 

concentração de ágar no meio de cultivo foi maior.  

S. allagophylla pode ser considerada, além de acumuladora de alumínio, uma 

acumuladora de manganês, com uma concentração acima de 400 mg/kg da parte aérea seca 

(considerada uma acumuladora com a concentração acima de 300 mg/kg, de acordo com 

Haridasan et al., 1987). Análises das folhas de plantas crescidas no campo também 
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apresentaram níveis altos de manganês (Gomes & Shepherd, 2000). Taylor et al. (1998), 

observaram que altas concentrações de alumínio na solução nutritiva diminuíram a 

acumulação de manganês nos brotos de ervilha, o que não ocorreu neste estudo, onde a maior 

concentração de alumínio no meio apresentou uma correlação positiva, tanto com o maior 

acúmulo de alumínio (figura 3A), como o de manganês (figura 3B) na parte aérea das 

microplantas.  

O teor de ferro obtido (tabela 5) também foi alto, em uma concentração que pode causar 

toxicidade severa em plantas, sendo a concentração crítica para toxicidade de ferro entre 400 e 

1000 mg/kg, de acordo com Furlani (2004). 

A análise da amostra do solo mostrou que a espécie cresce em solo extremamente ácido, 

pobre em nutrientes e bases trocáveis e com altos teores de Fe e de Al trocável (tabela 6). 

Os solos do Cerrado apresentam saturação de alumínio, de manganês e de ferro, em 

níveis tóxicos ao crescimento das plantas. Assim, pode-se afirmar que a acumulação destes 

elementos na planta estudada é uma estratégia adaptativa da espécie para as condições do 

Cerrado. 
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Tabela 2. Efeito do alumínio [Al2(SO4)3.18H2O] sobre o crescimento in vitro de S. 

allagophylla em um período de 60 dias (média ± desvio padrão). Cultivo em meio líquido ½ 

B5, com 40 g/L de sacarose, pH 4,0 e fotoperíodo de 16 h. Médias com as mesmas letras não 

apresentam diferenças significativas. 

Tratamento 
Compr/to 

das 
microplantas 

(cm)*** 

Número de 
folhas*** 

Número de 
raízes*** 

Compr/to 
das raízes 
(cm)*** 

Al2(SO4)3.18H2O NaH2PO4.H2O     

0,01 mM (T1) 2,7±1,08a 19,8±4,76a 7,5±2,72a 2,9±0,99a 

0 

0,02 mM (T2) 1,9±0,31b 18,0±5,33a 5,0±1,56b 1,7±0,97b 

0,01 mM (T3) 1,7±0,42bc 17,4±2,12a 4,5±0,71b 1,5±0,32b 

50 µM 

0,02 mM (T4) 2,5±0,71a 18,4±1,58a 6,7±1,95a 1,8±0,52b 

0,01 mM (T5) 1,9±0,31b 17,0±2,36a 4,6±1,58b 1,6±0,38b 

100 µM 

0,02 mM (T6) 1,6±0,17bc 17,2±1,93a 4,7±1,06b 1,4±0,49b 

0,01 mM (T7) 1,2±0,15c 11,4±1,35b 3,3±1,57b 1,0±0,82b 

200 µM 

0,02 mM (T8) 1,3±0,16c 13,6±2,63b 4,0±2,11b 1,1±1,19b 

***= Diferenças significativas em 0,1% (teste de Duncan) 
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Figura 1. Microplanta de S. allagoplylla cultivada in vitro com 50 µM e 200 µM de 

Al2(SO4)3.18H2O. Cultivo em um período de 60 dias, em meio líquido ½ B5, com 40 g/L de 

sacarose, pH 4,0 e fotoperíodo de 16 h. T3: meio com 50 µM de Al2(SO4)3.18H2O e 0,01 mM 

do sal fosfato; T7: meio com 200 µM de Al2(SO4)3.18H2O e 0,01 mM do sal fosfato. 
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Figura 2. Efeito do alumínio [Al2(SO4)3.18H2O] sobre a produção de raízes secundárias (A) e 

de microtubérculo (B) em S. allagophylla cultivada in vitro por 60 dias. Cultivo em meio 

líquido ½ B5, com 40 g/L de sacarose, pH 4,0 e fotoperíodo de 16 h. Porcentagem 

significativamente menor de microplantas com raízes secundárias (P< 0,0001) e com 

microtubérculo (P< 0,0001). 

T1= sem Al e 0,01 mM de P; T2= sem Al e 0,02 mM de P; T3= 0,01 mM de P e 50 µM de 

Al; T4= 0,02 mM de P e 50 µM de Al; T5= 0,01 mM de P e 100 µM de Al; T6= 0,02 mM de 

P e 100 µM de Al. 
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Tabela 3. Efeito do alumínio [Al2(SO4)3.18H2O] sobre o crescimento in vitro de S. 

allagophylla em um período de 120 dias (média ± desvio padrão). Cultivo, em meio líquido ½ 

B5, com 40 g/L de sacarose, pH 4,0 e fotoperíodo de 16 h. Médias com as mesmas letras não 

apresentam diferenças significativas. 

Tratamento 
Compr/to 

das 
microplantas 

(cm) 

Número de 
folhas 

Número de 
raízes 

Compr/to 
das raízes 

(cm) 

Diâmetro  
do micro-
tubérculo 
(mm)*** 

Al2(SO4)3.18H2O NaH2PO4.H2O      

0,01 mM (T1) 9,4±1,87a 34,4±9,77a 9,1±4,33a 3,4±1,52a 8,2±0,39b 

0 

0,02 mM (T2) 9,8±2,25a 37,3±10,76a 8,7±4,32a 3,0±1,43a 8,1±0,37b 

0,01 mM (T3) 10,7±2,82a 39,9±12,91a 10,9±4,27a 3,7±1,67a 8,3±0,47b 

50 µM 

0,02 mM (T4) 9,9±1,96a 37,6±13,94a 9,6±5,03a 3,5±5,51a 8,4±0,49b 

0,01 mM (T5) 9,6±2,78a 36,1±10,24a 12,3±7,55a 2,9±1,39a 8,8±0,50a 

100 µM 

0,02 mM (T6) 9,9±1,96a 39,3±11,33a 9,6±3,85a 3,3±1,18a 8,5±0,51b 

***= Diferenças significativas em 0,1% (teste de Duncan) 
 
 

 

 

 

 

 

 



 111

Tabela 4. Massa fresca e massa seca de S. allagophylla cultivadas in vitro na presença de 

alumínio [Al2(SO4)3.18H2O]. Peso obtido da reunião das 15 microplantas de cada tratamento. 

Cultivo em um período de 120 dias, em meio líquido ½ B5, com 40 g/L de sacarose, pH 4,0 e 

fotoperíodo de 16h.  

Tratamento 

 Sem Al 50 µM de Al 100 µM de Al 

Massa 
0,01 mM de 

P (T1) 

0,02 mM de 

P (T2) 

0,01 mM de 

P (T3) 

0,02 mM de 

P (T4) 

0,01 mM de 

P (T5) 

0,02 mM de 

P (T6) 

Massa fresca 
(g) 

15,37 15,56 15,44 16,49 14,65 14,93 

Massa seca 
(g) 

1,053 1,060 1,054 1,065 1,050 1,037 
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Figura 3. Teores de alumínio (A) e de manganês (B) na parte aérea de S. allagophylla 

cultivada in vitro. Cultivo em diferentes concentrações de alumínio [Al2(SO4)3.18H2O] e do 

sal fosfato (NaH2PO4.H2O), por um período de 120 dias, em meio líquido ½ B5, com 40 g/L 

de sacarose, pH 4,0 e fotoperíodo de 16 h. 

T1= sem Al e 0,01 mM de P; T2= sem Al e 0,02 mM de P; T3= 0,01 mM de P e 50 µM de 

Al; T4= 0,02 mM de P e 50 µM de Al; T5= 0,01 mM de P e 100 µM de Al; T6= 0,02 mM de 

P e 100 µM de Al. 
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Tabela 5. Resultado da análise química da parte aérea das microplantas de S. allagophylla. 

Cultivo in vitro na presença de diferentes concentrações de alumínio [Al2(SO4)3.18H2O] e do 

sal fosfato (NaH2PO4.H2O). 

Tratamento 

Sem Al 50 µM de Al 100 µM de Al 

Determinação 

0,01 mM 

de P (T1) 

0,02 mM 

de P (T2) 

0,01 mM 

de P (T3) 

0,02 mM 

de P (T4) 

0,01 mM 

de P (T5) 

0,02 mM 

de P (T6) 

Macronutriente (g/kg)       

K 50,1 50,5 50,7 51,5 51,2 49,5 

P 2,2 2,4 2,5 2,6 2,1 2,8 

Ca 3,4 3,6 3,6 3,6 3,7 3,7 

Mg 1,4 1,5 1,5 1,5 1,6 1,5 

Micronutriente 
(mg/kg)       

Cu 3,3 3,4 4,1 4,5 3,5 3,9 

Fe 431 422 481 563 464 468 

Mn 485 497 547 561 581 593 

Zn 115,2 113,8 120,1 128,1 119,2 121,4 

Al 1105 1107 1112 1102 1154 1147 
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Tabela 6. Resultado da análise química do solo de Campo Cerrado, coletado na Reserva 

Biológica de Moji Guaçu. 

 
MO pH S.B. H+Al CTC V 

Mat. Orgânica Sol. CaCl2 Soma Bases Ac. Potencial Cap. Toca 
Cat. 

Sat. Bases 

g/dm3   ……................... mmolc/dm3 ...............…....   % 

19 3,9 2,2 89 91,8 2 
      

     B        Cu        Fe        Mn        Zn         P                          K         Ca         Mg        Al 

  ........................... mg/dm3...............................                 .................. molc/dm3................... 

  0,24      0,4        30         1,1        0,2        2                         0,2          1           1         7,08 
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CONCLUSÃO GERAL 

 

Para a produção in vitro de mudas de S. allagophylla, estas com raízes e com o tubérculo 

que produzem in natura, são fatores importantes: (a) uma concentração de 40 g/L de sacarose 

no meio de cultivo in vitro; (b) cultivo em temperatura de 25 ± 2°C durante o período de luz e 

de 20 ± 2°C durante o período de escuro; (c) um maior período de cultivo, com a troca de um 

recepiente baixo para um alto, com renovação do meio; (d) cultivo em intensidade luminosa 

mais alta (50 µmol.m-2. s-1) que a normalmente usada para a espécie (40 µmol.m-2. s-1), 

utilizando-se a mistura de luz fluorescente com incandescente. 

Para o transplantio de S. allagophylla, não somente um sistema radicular desenvolvido 

deve ser obtido in vitro, mas também o tubérculo que a espécie produz in vivo, este com um 

diâmetro aproximado de 8,0 mm. 

Os resultados obtidos do cultivo in vitro de S. allagophylla em meio de cultura baseado 

em solos do Cerrado, com relação à presença de alumínio, baixo pH e deficiências de cálcio e 

fósforo, mostraram que a espécie é uma acumuladora de alumínio, de manganês e de ferro e 

que apresenta eficiência em absorver, utilizar e armazenar os nutrientes nestas condições, não 

apresentando prejuízo em seu crescimento. Pode-se ainda concluir que concentrações de 

alumínio no meio próximo de 100 µM são favoráveis para o crescimento do microtubérculo. 

Entretanto, para o cultivo in vitro da espécie, concentrações acima de 200 µM não são 

apropriadas, por induzirem a uma diminuição no valor do pH do meio, cessando o crescimento 

da microplanta. 
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APÊNDICE I 

 

Composição do meio de Gamborg et al (1968), com a composição salina básica original 

reduzida à metade (1/2 B5) 

 

 Meio MS 

Componente mg/L mM 

Macronutriente   

(NH4)2SO4 67 0,50 

KNO3 1250 12,35 

CaCl2.2H2O 75 0,57 

MgSO4.7H2O 125 0,50 

NaH2PO4.H2O 75 0,52 

   

Micronutriente   

MnSO4.H2O 5,0 0,029 

ZnSO4.7H2O 1,0 0,003 

H3BO3 1,5 0,024 

KI 0,375 0,002 

Na2MoO4.2H2O 0,125 0,0005 

CuSO4.5H2O 0,012 * 

CoCl2.6H2O 0,012 * 

   

FeEDTA   

Na2EDTA.2H2O 9,32 0,050 

FeSO4.7H2O 6,95 0,05 

 Fonte: Caldas et al. (1990) 
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APÊNDICE II 

 

Meio de Gamborg et al (1968), com a composição salina reduzida à metade (1/2 B5) 

modificado 

 

 Meio MS 

Componente mg/L mM 

Macronutriente   

(NH4)2SO4 67 0,50 

KNO3 1250 12,35 

CaCl2.2H2O 14,7 0,1 

MgSO4.7H2O 125 0,50 

NaH2PO4.H2O 1,44 e 2,88 0,01 e 0,02 

   

Micronutriente   

MnSO4.H2O 5,0 0,029 

ZnSO4.7H2O 1,0 0,003 

H3BO3 1,5 0,024 

KI 0,375 0,002 

Na2MoO4.2H2O 0,125 0,0005 

CuSO4.5H2O 0,012 * 

CoCl2.6H2O 0,012 * 

  µM 

Al2(SO4)3.18H2O  50, 100 e 200 

Na2EDTA.2H2O - - 

FeSO4.7H2O 6,95 0,05 

 
 


