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Resumo  

Ao longo dos anos as técnicas de micropropagação vêm sendo aperfeiçoadas para a obtenção 

de maior número de plantas e reprodução de espécies de difícil cultivo, podendo contribuir 

para a conservação de espécies ameaçadas de extinção, uma vez que, o aumento do número de 

plantas disponíveis para comercialização, torna a coleta ilegal de espécies cada vez menos 

atraente. O presente estudo tem como objetivo verificar a influência do etileno durante o 

desenvolvimento de duas orquídeas da Mata Atlântica, Epidendrum denticulatum e 

Zygopetalum maxillare. O experimento foi dividido em duas etapas: a primeira etapa 

consistiu no processo de germinação até a formação de plantas ou caules estiolados (Cap. I); a 

segunda etapa analisou a regeneração de explantes via organogênese direta, com a adição de 

reguladores de etileno (Cap. II). Durante todo o desenvolvimento das plantas foi quantificado 

o etileno liberado, utilizando cromatografia gasosa, ao término de cada etapa de cultivo foram 

avaliados parâmetros biométricos; medindo-se comprimento de caule e raiz, número de 

folhas, raízes e gemas. Houve correlação entre a produção de etileno e as fases de 

desenvolvimento para estas duas espécies de Orchidaceae (Cap. I), a germinação no escuro foi 

lenta mas estimulou brotações e a formação de nós.  Durante a organogênese direta (Cap. II), 

as maiores plantas desenvolveram-se nas menores concentrações de etileno emitido; no 

entanto, a adição de CEPA promoveu maior diferenciação dos explantes em plantas. O estudo 

proporcionou a compreensão do efeito do etileno contribuindo para uma reprodução eficiente 

e dando subsídios para prevenir a extinção de orquídeas ameaçadas.  

 

Palavra-chaves: Cultivo in vitro, Hormônio vegetal, Germinação de sementes, Orquídea, 

Organogênese direta.  
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Abstract 

Over the years micropropagation techniques of orchids have been improved to obtain a 

greater number of plants and reproduction of species of difficult cultivation and can 

contribute to the conservation of endangered species, since, increasing the number of plants 

available for commercialization makes illegal collection of species less attractive. The present 

study aims to verify the influence of ethylene during the development of two orchids of the 

Atlantic Rainforest, Epidendrum denticulatum and Zygopetalum maxillare. The experiment 

was divided in two phases: the first consisted of the germination process until the formation 

of plants or etiolated shoot, comparing the luminosity and ethylene liberation (Chapter I); the 

second phase analyzed the regeneration of explants via direct organogenesis, with addition of 

ethylene regulators (Chapter II). Throughout the development of the plants the liberated 

ethylene was quantified using gas chromatography at the end of each culture stage biometric 

parameters were evaluated; measuring length of shoot and root, number of leaves, roots and 

axial buds. There was correlation between ethylene production and developmental stages for 

these two species of Orchidaceae (Chapter I), the germination in the dark was slow but 

stimulated sprouts and nodes formation. During direct organogenesis (Chapter II), the largest 

plants developed at the lowest concentrations of ethylene; however, the addition of CEPA 

promoted greater differentiation of explants in plants.The present study provided an 

understanding of the effect of ethylene contributing to an efficient reproduction and 

preventing the extinction of endangered orchids. 

 

Key words: Direct organogenesis, In vitro culture, Orchid, Plant hormone, Seed germination. 
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INTRODUÇÃO GERAL 

Orchidaceae é uma das famílias com maior diversidade de espécies do mundo, uma das 

maiores dentre as angiospermas e a maior das monocotiledôneas (Vieira & Barros, 2017).  É 

composta por aproximadamente 800 gêneros e 25.000 espécies (Chase et al., 2003; Dressler, 

2005). No Brasil, também está bem representada com 220 gêneros e 2.477 espécies nativas 

(Flora do Brasil, 2020).  

No decorrer da evolução da família, seus representantes adaptaram-se a diferentes 

ambientes, apresentando espécies epífitas, terrícolas, rupícolas e micoheterotróficas (Dressler, 

1993). As diversas adaptações de sobrevivência (Fig.1), por exemplo, o desenvolvimento de 

pseudobulbos em algumas espécies, a presença de folhas carnosas, raízes que possuem 

velame e sementes muito pequenas com fácil dispersão pelo vento, possibilitam à família 

Orchidaceae uma distribuição cosmopolita. São encontradas em maior diversidade em 

florestas tropicais (Pinheiro et al., 2004) com um grande número de espécies principalmente 

na Mata Atlântica (1.574 espécies) e representam a maior família botânica neste Bioma, em 

termos de número de espécies. 

Ao longo dos anos, a ação humana tem causado grande destruição dos remanescentes de 

Mata Atlântica; cerca de 88,3% da Mata Atlântica original foi destruída (Ribeiro et al., 2009), 

e apenas 11,7% da vegetação original permanece intocada (SOS Mata Atlântica & INPE, 

2014). A metade da vegetação das florestas tropicais e subtropicais é composta de espécies 

epífitas (Kersten & Silva, 2001). As orquídeas apresentam epifitismo em 80% das espécies 

(Pinheiro et al., 2004); fazendo com que os desmatamentos e o extrativismo predatório 

ocorridos nas áreas florestais ocasionem o declínio populacional das orquídeas.   
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Fig. 1. Adaptações de sobrevivência. A) Raízes com velame; B) Detalhe do velame; C) 

Caule intumescido (Pseudobulbo); D) Folhas carnosas; E) Fruto e pequenas sementes. Barra 

de escala: 2 cm (A,C e D) e 0,5 cm (B e E)  Fotos: Monique Juras. 

 

Além da degradação de habitat que colabora com o declínio populacional das orquídeas, 

sua baixa porcentagem de germinação na natureza (aproximadamente 0,1%), fase vegetativa 

longa até atingir a fase reprodutiva (aproximadamente sete anos), a ocorrência de uma única 

floração anual e o longo período para a maturação de frutos (mais de 8 meses para várias 

espécies) (Ferreira & Suzuki, 2008), entre outros fatores, aumentam o risco de extinção das 

orquídeas. Atualmente estão listadas para o Estado de São Paulo 108 espécies ameaçadas de 

extinção da família Orchidaceae (SMA, 2016).  

 

1.  Taxonomia e Caracterização de espécies 

Dentre as subfamílias de Orchidaceae, Epidendroideae é a maior e mais diversificada com 

21.160 espécies, abrangendo 76% da família (Freudenstein & Chase, 2015), representando a 

porção mais derivada do clado.  As espécies abordadas no atual trabalho, Zygopetalum 
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maxillare Lodd. e Epidendrum denticulatum Barb. Rodr., pertencem à subtribo Zygopetalinae 

e Laeliinae, respectivamente (Fig. 2), ambas pertencentes à subfamília Epidendroideae. 

 

 

Fig. 2. Classificação de subtribos e tribos que compõem a subfamília Epidendroideae, 

demonstrando localização de Laeliinae e Zygopetalinae. Adaptado de Chase et al. (2015). 

 

1.1. Subtribo Zygopetalinae: Gênero Zygopetalum  

A subtribo Zygopetalinae possui aproximadamente 450 espécies distribuídas em 36 

gêneros (Pupulin, 2007, 2010). Os representantes de Zygopetalinae se distribuem desde o sul 

do México ao norte da Argentina, em maior número e diversidade na região andina (Pridgeon 
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et al., 2009). A subtribo é monofilética, sendo dividida em dois grupos: o clado Zygopetalum 

com folhas plicadas e presença de pseudobulbo e o clado de Huntleya com folhas 

conduplicadas e pseudobulbos ausentes ou reduzidos (Whitten et al., 2005).  

O gênero Zygopetalum possui 14 espécies, todas encontradas no Brasil, 

predominantemente no Sudeste do país (WCSP, 2018; Flora do Brasil, 2020). As espécies são 

na maioria epífitas, com poucas espécies terrícolas, habitam principalmente florestas pré-

montanhosas, adaptadas a condições sombreadas e úmidas do dossel (Pridgeon et al., 2009).  

 

1.1.1. Zygopetalum maxillare 

Zygopetalum maxillare Lodd. é restrita geograficamente ao Brasil e Argentina 

(WCSP, 2018), ameaçada de extinção no Estado de São Paulo e encontrada em todas as 

regiões de Mata Atlântica (Barros, 2007). É uma espécie epífita, apresenta folhas lanceoladas 

(20-40 cm de comprimento); flores de tamanho médio (5 cm diâmetro), com 4-8 flores por 

inflorescência, com coloração castanha com máculas verde-limão, seu labelo é trilobado e 

com coloração violeta (Cogniaux, 1902; Hoehne, 1953) (Fig. 3).   

A espécie é encontrada em floresta semidecídua e possui o hábito bastante restrito, 

crescendo exclusivamente sobre samambaias arbóreas (Decker, 1956; Wagner et al., 2015), 

dos gêneros Dicksonia, Cyathea e Alsophila (Nunes et al., 2017; Hoehne, 1949). Este fato 

restringe sua população, tornando-a uma espécie com risco de extinção, devido ao 

desmatamento e, consequentemente, a eliminação da espécie e dos forófitos. 
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Fig. 3. Inflorescência de Zygopetalum maxillare (A) e aspecto geral do crescimento em 

samambaias (B). Autoria das fotos: A) Monique Juras; B) Luciano Zandoná. Barra de escala: 

2 cm 

 

1.2. Subtribo Laeliinae: Gênero Epidendrum  

 Laeliinae é representada por 43 gêneros e 1466 espécies (Dressler, 1993); entre eles estão 

os gêneros mais importantes do comércio ornamental como Cattleya e Laelia, e também 

gêneros como Epidendrum, Encyclia e Prosthechea que compõem grande parte da flora 

Neotropical (Van den Berg et al., 2000).  

Epidendrum L. é o segundo maior gênero da família, com mais de 1.400 espécies (Chase 

et al., 2015) e o maior gênero brasileiro possuindo 134 espécies, sendo 80 endêmicas do país 

(BFG, 2015). O gênero possui extensa distribuição geográfica, desde o Sul da Flórida até o 

Norte da Argentina (Dressler, 1993) com espécies em sua maioria epífitas, no entanto habitam 

diversos ambientes, como por exemplo o subgênero Amphiglottium, ao qual pertence E. 

denticulatum (Pinheiro et al., 2009), que ocupa hábitats extremos como dunas arenosas, 

afloramentos rochosos e terrenos alagados (Pridgeon et al., 2005). 
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1.2.1. Epidendrum denticulatum  

Epidendrum denticulatum Barb. Rodr. é  uma espécie de hábito terrícola ou rupícola, 

presente nos biomas Mata Atlântica e Cerrado (Pinheiro & Barros, 2007; Flora do Brasil, 

2020). A espécie apresenta folhas dísticas, coriáceas e inflorescência em formato de corimbo 

(Pinheiro & Barros, 2007). Flores de coloração rosa-lilás, com aproximadamente 2 cm de 

diâmetro, com labelo trilobado e bordas denticuladas (Cogniaux, 1902) (Fig. 4). 

 

 

Fig. 4. Inflorescência de Epidendrum denticulatum. Autoria das fotos: A) Fábio Pinheiro; B) 

Monique Juras. Barra de escala: 0,5 cm. 

 

 Pouca diferenciação morfológica e facilidade em formar híbridos naturais, entre as 

espécies do gênero, gera dificuldade em identificá-los corretamente. Morfologicamente E. 

denticulatum é muito próxima de E. secundum, diferenciando-se somente pelas características 

do calo presente no labelo; E. secundum apresenta calo carnoso e recortado, em contrapartida  

E. denticulatum possui dois calos carnosos arredondados e um calo em forma de quilha 

(Pinheiro & Barros, 2007). 
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Devido à sua ampla distribuição e adaptação a diferentes ambientes, E. denticulatum é 

utilizada como modelo biológico de diversos estudos filogeográficos e evolutivos (Pinheiro & 

Barros, 2007; Pinheiro et al., 2009, 2013, 2015). Apresentando alto número cromossômico 

(40 2n) (Pinheiro et al., 2009), tal variabilidade genética gera indivíduos diferentes, que 

desenvolvem adaptações individuais ao meio ambiente (Tejeda-Sartorius et al., 2017). No 

entanto, existem poucos estudos relacionados à fisiologia da espécie, que poderia estar 

relacionada aos fatores que contribuem para seu sucesso no contexto evolutivo. 

 

2. Cultivo in vitro e organogênese 

Ao longo dos anos, o cultivo in vitro vem apresentando inovações tecnológicas para o 

melhoramento vegetal, proporcionando conhecimento fisiológico, estrutural e ecológico de 

diversas espécies. Para a multiplicação de orquídeas o cultivo in vitro vem sendo aperfeiçoado 

desde o final do século XIX ao início do XX (Knudson, 1922), sendo uma importante 

alternativa para uma época em que as plantas eram coletadas de florestas tropicais e 

multiplicadas por divisões da “planta mãe” (Minamiguchi & Machado-Neto, 2007).  

Devido ao avanço do conhecimento e à importância comercial, as orquídeas são 

produzidas quase que em sua totalidade pelo cultivo in vitro (Kerbauy, 2004), garantindo o 

melhoramento destas, seja por hibridação ou por clonagem de “matrizes tipos” selecionadas, 

dentro das espécies ou dos híbridos, que pode contribuir para a sua preservação.  

Embora a germinação de sementes seja o principal recurso para a propagação de 

orquídeas, com intuito de conservar e manter a variabilidade genética, a micropropagação de 

indivíduos via explantes meristemáticos é necessária para a conservação de espécies 

praticamente extintas, onde o número de indivíduos é extremamente reduzido (Yeung et al., 

2018), garantindo integridade genética e facilitando o comércio legal de espécies nativas.  
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O estudo da micropropagação teve como base a Theoria Generationis desenvolvida por 

Caspar Friedrich Wolff em 1759, que considerou o ápice caulinar o desenvolvedor de novos 

tecidos (Steeves, 2006),  abrindo caminho ao termo meristema proposto por Carl Wilhelm 

von Nageli (1858), nomeando assim o conjunto de células que realizava tal processo (Bahadur 

& Krishnamurthy, 2015).  

Somente em 1902, Gottlieb Haberlandt complementou o já conhecido meristema com a 

“teoria de totipotência”, considerando que as células meristemáticas possuem competência de 

originar todos os tipos celulares de um indivíduo, com capacidade de regeneração a partir de 

células únicas, também conhecidas como células-tronco.  (Rodrigues & Kerbauy, 2009; Read 

& Preece, 2014). Desde então, o avanço da biotecnologia apresentou métodos de reprodução 

via meristema; dentre as várias técnicas de micropropagação estão, entre outras, a 

embriogênese somática e a organogênese (Fig. 5).  

A embriogênese somática ocorre quando células somáticas diferenciam-se em embriões 

somáticos, tornando desnecessária a fusão de gametas (Silva et al., 2018). Tal processo gera 

estruturas bipolares sem conexão vascular com o explante, que comporta seu próprio 

meristema, um polo apical e um polo basal (Bhatia et al., 2015). Em contraste, o processo de 

organogênese ocorre quando as células são induzidas a se diferenciar, desenvolvendo uma 

estrutura unipolar, cujo sistema vascular está conectado ao explante original (Thorpe, 1993; 

Duclercq et al., 2011).  

Tanto a organogênese quanto a embriogênese somática podem ocorrer diretamente do 

explante isolado, no caso de morfogênese direta, ou após a formação de calos, o que é 

chamado de morfogênese indireta (Rout et al., 2006). O calo é formado pela desdiferenciação 

de células somáticas, sendo o processo de formação de um calo realizado por células da 

região do periciclo ou próximas a ele, que possuem capacidade totipotente (Sugimoto et al., 

2011; Bustillo-Avendaño et al., 2017; Sang et al., 2018). 
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Fig. 5. Diagrama representativo das técnicas de reprodução e etapas da morfogênese direta e 

indireta. Ilustração adaptada do site Biology Discussion (2016). 

 

A embriogênese somática é a mais utilizada em laboratórios comerciais, por realizar uma 

produção rápida e em larga escala, comparada à tecnicas de organogênese que possuem  

menor eficiência de multiplicação (Mazri & Meziani, 2015). No entanto a organogênese 

direta permite a preservação de plantas idênticas às matrizes, uma vez que acarretam uma 

menor possibilidade de variação somaclonal, por não envolver a etapa de desdiferenciação e 

formação de calo durante o processo (von Arnold et al., 2002; Guo et al., 2004). 

 

3. Luz e Etileno  

O crescimento das plantas sob a luz, conhecido como fotomorfogênese, conduz o 

desenvolvimento destas para uma morfoanatomia potencializada para a realização da 

fotossíntese. O desenvolvimento no escuro promove o estiolamento que maximiza o 
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alongamento caulinar, diminui o número e o tamanho de folhas, de maneira a atingir 

condições suficientes para o crescimento (Arnim & Deng, 1996).  

Geralmente no início da germinação das plantas cultivadas na ausência de luz ou sob o 

solo, há utilização das reservas de energia presentes no endosperma ou nos cotilédones como 

estratégia de crescimento, desenvolvimento no escuro conhecido como skotomorphogenesis 

(de Wit et al., 2016), no entanto as sementes geradas por representantes de Orchidaceae não 

possuem endosperma (Yeung, 2017), o que dificulta este processo.  

Os efeitos morfológicos mais evidentes do estiolamento incluem a perda de clorofila, 

alongamento de entrenós e formação de tecidos de menor resistência devido à menor 

lignificação e suberificação, diminuindo a espessura das paredes celulares (Bassuk & 

Maynard, 1987), facilitando a segmentação nodal caulinar para multiplicação vegetativa in 

vitro. A falta de luz também tende a provocar alterações fisiológicas, principalmente 

modificando níveis hormonais endógenos, aumentando o metabolismo e transporte de auxina, 

citocinina, giberelina e etileno durante o estiolamento (Rodrigues et al., 2014; Seluzicki et al., 

2017).  

Resposta comum em plantas expostas a estresses é a estimulação da síntese de etileno. 

O etileno é um gás considerado um dos cinco fitormônios clássicos que afetam diversos 

processos de desenvolvimento das plantas, como crescimento, diferenciação, germinação, 

quebra de dormência e senescência (Vieira et al., 2010). O etileno possui ação no crescimento 

sob luz, efetuando a reorientação de microtúbulos que estimula o alongamento do eixo 

caulinar de algumas espécies (Ma et al., 2017). Entretanto, esse fitorregulador pode promover 

ou inibir o crescimento dependendo da espécie estudada, do estágio de desenvolvimento e do 

ambiente de cultivo (Smalle et al., 1997; Suzuki & Kerbauy, 2006). 
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Fig. 6. Esquema da via de biossíntese de etileno. (Adaptado de Lin et al., 2009). I) Formação 

de S-AdoMet (S-adenosilmetionina) a partir de metionina, catalisada por SAM sintetase; II) 

Conversão de S-AdoMet em ACC pela ACC sintase; III) ACC oxidase catalisa a etapa final 

usando ACC como substrato e gerando ETILENO, dióxido de carbono e cianeto. 

  

Na última fase da biossíntese de etileno (Fig. 6), seu precursor direto o ACC (ácido 1-

aminociclopropano-1-carboxílico) é catalisado pela enzima ACC oxidase (ACO); durante o 

processo é necessário O2 como co-substrato e CO2 como ativador (Druege, 2006). A inibição 

da produção de etileno durante o cultivo no claro é devida à diminuição na concentração de 

CO2, que é consumido durante a fotossíntese (Kao & Yang, 1982), causando a inativação da 

oxidação da enzima ACO que transforma ACC em etileno. No entanto, Burg & Burg (1965) 

relatam um efeito oposto quando ocorre excesso de CO2, causando efeito inibitório na 
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produção de etileno devido a uma competição de CO2 e etileno pelo mesmo sítio de ativação 

enzimático, proposta esta muito estudada na produção de frutos climatéricos retardando seu 

amadurecimento (Mathooko, 1996; De Wild et al., 2003; Saquet & Streif, 2017). 

Atualmente diversas pesquisas têm sido realizadas com o intuito de amenizar ou inibir a 

ação do etileno, bloqueando sua biossíntese ou a ação por meio da utilização de inibidores. O 

interesse em diminuir a ação do etileno é devido ao efeito inibitório deste fitormônio à 

regeneração de tecidos durante a organogênese e menor formação de brotos axiais em 

algumas espécies (Kumar et al., 2009; Chae et al., 2012; Lei et al., 2014; Saha & Gupta, 

2018). Alguns estudos ainda mostram que o excesso de etileno causa uma influência negativa 

na função estomática, diminuindo a captação de CO2 e inibindo a fotossíntese (Ceusters & 

Poel, 2018). 

 

OBJETIVO GERAL 

 - Analisar o efeito do etileno durante o cultivo in vitro de Zygopetalum maxillare e 

Epidendrum denticulatum.  

 

 Objetivos específicos 

 

- Verificar se variação da concentração de etileno é correlacionada com as etapas de 

desenvolvimento das espécies; 

 - Analisar a influência da luz e do escuro na concentração de etileno e no crescimento de tais 

espécies; 

- Avaliar os efeitos dos reguladores de etileno durante a organogênese direta. 
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CAPÍTULO I  

 

Influência do etileno na germinação in vitro de Zygopetalum maxillare e 

Epidendrum denticulatum (Orchidaceae) 

Resumo 

A luz é o principal fator de regulação do ciclo circadiano das plantas, sincronizando o 

processo metabólico da fotossíntese com a produção e mobilidade dos fitormônios, afetando a 

ação do etileno que regula vários estágios de crescimento, dentre eles a germinação. O 

presente estudo analisou a produção de etileno, durante o desenvolvimento in vitro de 

Zygopetalum maxillare e Epidendrum denticulatum, desde a germinação até a formação de 

plântulas, correlacionando com a presença e ausência de luz. Foram realizadas quantificações 

de etileno em 1, 5, 10, 15, 20, 30, 45, 60, 90, 120, 150 e 180 dias após a semeadura, em 

fotoperíodo de 12 h/12 h (claro) e 0 h (escuro), a 25 °C. A concentração do fitormônio 

aumentou em fases diferentes durante o desenvolvimento das duas espécies. O 

desenvolvimento das plantas  cultivadas no escuro foi mais lento em comparação ao das 

plantas cultivadas no claro em E. denticulatum, mas induziu o desenvolvimento de caules 

estiolados com gemas; em Z. maxillare o escuro estimulou o desenvolvimento, aumentando o 

número de brotos laterais, que podem ser posteriormente utilizados para a multiplicação. 

Houve correlação entre a produção de etileno e as fases de desenvolvimento para estas duas 

espécies de Orchidaceae. 

Palavras-chave: Cultivo no escuro, Estiolamento, Hormônio vegetal, Orquídea. 
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Abstract 

Light is the main regulating factor of the circadian cycle of plants, synchronizing the 

metabolic process of photosynthesis with the production and mobility of phyhormones, 

affecting the action of ethylene that regulates various growth stages, among them the 

germination. The present study analyzed the production of ethylene, during the in vitro 

culture of Zygopetalum maxillare and Epidendrum denticulatum, from the germination to the 

formation of seedlings, correlating with the presence and absence of light. Ethylene 

quantifications were performed at 1, 5, 10, 15, 20, 30, 45, 60, 90, 120, 150 and 180 days after 

sowing, in photoperiod from 12 h / 12 h (light) and 0 h, at 25 ° C. The results obtained from 

the quantification of ethylene showed that the concentration of phytohormone increased at 

different phases during the development of both species. E. denticulatum presented slower 

growth in the dark than in light, but in the dark there was a promotion of the development of 

etiolated stems with axillary shoots; Z. maxillare in dark stimulated the development, 

increasing the number of lateral shoots, which can later be used for multiplication. The 

analyzes of the current study showed that correlation between ethylene production and 

developmental stages for the these two Orchidaceae species. 

Keywords: Cultivation in the dark, Etiolation, Plant hormone, Orchid. 
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1. Introdução 

A reprodução de orquídeas, na natureza, apresenta diversos obstáculos desde o início da 

polinização até a produção de indivíduos adultos. O processo de polinização cruzada realizada 

naturalmente é dificultado pela necessidade e escassez de polinizadores específicos de cada 

espécie (Micheneau et al., 2009; Nunes et al., 2017), dificultando a formação de frutos e 

sementes. As sementes dos representantes da família Orchidaceae são de tamanho muito 

reduzido e não há endosperma (Yeung, 2017), por este motivo,  na natureza as orquídeas 

necessitam da associação a fungos micorrízicos para adquirir nutrientes durante a germinação.  

As plantas produzidas in vitro por germinação assimbiótica são ideais na utilização em 

programas de reintrodução de espécies nativas em áreas de preservação ambiental devido à 

manutenção da variabilidade genética (Schneiders et al., 2012). A reprodução in vitro 

proporciona uma reprodução numerosa e em curto período, beneficiando o comércio de 

orquídeas nativas que pode consequentemente suprimir a coleta ilegal (Zeng et al., 2014). 

Com o intuito de promover a germinação, diversos estudos vêm apresentando propostas de 

cultivos alternativos, no uso de diferentes parâmetros nutricionais, luminosos, atmosféricos e 

hormonais (Camargo et al., 2015; Lee et al., 2017). 

A luz é o principal fator de regulação do ciclo circadiano das plantas, sincronizando o 

processo metabólico de fotossíntese para adequação dos períodos claro e escuro; tal processo 

influencia na produção e mobilidade dos fitormônios, principalmente a ação do etileno que 

regula vários estágios de crescimento (Haydon et al., 2017).   

O etileno promove a germinação em plantas de diversas famílias botânicas (Dranski et al., 

2013; Nascimento, 2000; Vieira et al., 1998), mas isso pode variar em representantes da 

família Orchidaceae. Tal influência é amparada pelo relato de que fungos micorrízicos, 

presentes nas orquídeas, produzem etileno (Hanke & Dolwet, 1976; Rasmussen & 

Rasmussen, 2009), sugerindo que esse fitohormônio induz a germinação das sementes. Além 
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disso, a adição de etileno exogenamente estimulou a germinação em espécies terrícolas como 

Dactylorhiza majalis (Rasmussen, 1995), Galeola septentrionalis (Nakamura et al., 1975) e 

Calanthe discolor (Miyoshi & Mii, 1995).  

 O efeito do etileno na reprodução de orquídeas vem sendo relatado por diversos estudos, 

em sua maioria com enfoque em desenvolvimento de plantas e reguladores de etileno 

adicionados (Gow et al., 2008; Teixeira Da Silva, 2013; Rodrigues et al., 2014). No entanto 

os estudos não apresentam relato para Orchidaceae sobre a relação do fitormônio endógeno 

durante a germinação.   

As espécies estudadas neste trabalho possuem características opostas durante a 

germinação: Zygopetalum maxillare possui baixa porcentagem de germinação e necessidade 

de longo período para germinar, diferentemente de Epidendrum denticulatum que apresenta 

sementes com alta viabilidade, elevada porcentagem de germinação e em período de tempo 

curto. O presente estudo teve como objetivo quantificar o teor de etileno liberado, 

correlacionando-o com as diferentes fases do desenvolvimento in vitro de Zygopetalum 

maxillare e Epidendrum denticulatum, desde a germinação até a formação de plântulas. 

 

2. Material e Métodos  

2.1. Obtenção do material biológico 

Plantas de Zygopetalum maxillare e Epidendrum denticulatum, pertencentes à coleção 

científica de orquídeas “Frederico Carlos Hoehne” do Núcleo de Pesquisas Orquidário do 

Estado, foram utilizadas para polinização artificial cruzada, para a produção de frutos e coleta 

de sementes. As sementes foram obtidas de dez frutos maduros para cada espécie, cinco 

meses após a polinização das flores, para realizar a germinação in vitro.   
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2.2. Viabilidade de sementes 

A determinação da porcentagem de viabilidade das sementes foi realizada por meio do 

teste de tetrazólio (Lakon 1949), no qual uma fração de sementes é imersa em solução aquosa 

de 1% de cloreto de 2,3,5 trifeniltetrazólio durante 24 horas, em estufa à temperatura de 

30 °C, no escuro. Após este período, foram preparadas três lâminas para análise em 

estereomicroscópio, obtendo-se a porcentagem de sementes viáveis, sendo consideradas 

viáveis aquelas que apresentaram seu embrião corado de vermelho.  

 

2.3. Estabelecimento do cultivo in vitro 

Para a semeadura foi utilizado o meio MS (Murashige & Skoog 1962), suplementado 

com 2% de sacarose e geleificados com 0,4% de ágar bacteriológico. O pH do meio foi 

ajustado para 5,8 ± 0,05, anteriomente à adição de ágar. Após homogeneização em 

temperatura de ebulição (cerca de 100 ºC), foram distribuídos 5 ml do meio em frascos de 30 

ml de capacidade, com tampa emborrachada, que impede a troca gasosa. A esterilização dos 

meios foi realizada em autoclave durante 15 minutos, a 120 °C e 1,3 atm.  

 As sementes, depois de retiradas dos frutos, foram embebidas durante 30 minutos em 

água deionizada esterilizada, em sequência transferidas para uma solução aquosa a 15% de 

hipoclorito de sódio comercial (com 2% de cloro) durante dez minutos. Posteriormente, a 

solução de hipoclorito foi retirada e as sementes lavadas três vezes com água deionizada 

esterilizada, antes de realizar a semeadura nos meios de cultura. Os frascos contendo as 

sementes foram mantidos em câmara de crescimento com temperatura de 25 °C ± 2 ºC, sob 

fotoperíodo de 12 h (claro) e 0 h (escuro), proporcionado por lâmpadas fluorescentes que 

fornecem 30 µmol m
-2

s
-1

 de radiação fotossinteticamente ativa; e no escuro sob as mesmas 

condições de temperatura, durante 365 dias. 
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2.4. Quantificação de etileno 

 Para as análises de etileno, foram coletadas três amostras dos seguintes períodos: 1, 

5, 10, 15, 20, 30, 45, 60, 90, 120, 150 e 180 dias de cultivo após a inoculação; utilizando-se de 

seringa de 1 mL do tipo “gas-tight”. As amostras foram quantificadas em cromatógrafo a gás 

acoplado a um detector de ionização de chama (GC-FID / HP-6890) e uma coluna HP - Plot / 

Q (30 m, I.D. 0,53 mm). As temperaturas do injetor e do detector foram de 250 ºC. O 

nitrogênio foi o gás carreador utilizado em uma vazão de 10 mL min
-1

 com coluna isotérmica 

a 30 ºC. 

 

2.5. Parâmetros biométricos  

Após um ano de cultivo foram realizadas análises biométricas dos caules estiolados 

crescidos no escuro ou das plântulas crescidas na luz, oriundas da germinação assimbiótica, 

sendo 10 plantas por tratamento de cada espécie. Foram avaliados os seguintes parâmetros 

biométricos de crescimento: comprimento de caule e raiz, número de folhas e raízes, número 

de entrenós e matéria fresca e seca das plantas. 

 

2.6. Delineamento experimental e análise estatística 

O delineamento experimental adotado foi o inteiramente ao acaso em um esquema fatorial 

2 x 2. Assim, os tratamentos consistiram da combinação de 2 espécies (Zygopetalum 

maxillare e Epidendrum denticulatum) e 2 fotoperíodos (claro - 12 h/12 h e escuro – 0 h/24 

h),  sendo 5 repetições por tratamento, sendo cada uma composta por uma unidade 

experimental (Frasco).  

Para a concentração do etileno, o delineamento experimental adotado foi o inteiramente ao 

acaso em um esquema de parcelas subdividas no tempo (“split plot in time”), com 2 parcelas 

(espécies), 12 subparcelas (data de amostragens) e três repetições (amostras). Os dados de 
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quantificação de etileno sofreram transformação logarítmica (log10), para obtenção de 

homogeneidade das variâncias e da normalidade dos dados. Após transformação foram 

submetidos à análise de variância (ANOVA) e ao teste de separação de médias utilizando-se o 

teste Tukey em nível de 5% de significância.  

Os dados biométricos de crescimento foram submetidos à análise de Mann-Whitney em 

nível de 5% de significância. 

Para a análise estatística foi utilizado o software SPSS 20.0. 

 

3. Resultados  

3.1. Zygopetalum maxillare 

O teste de tetrazólio indicou viabilidade de 49% das sementes de Z. maxillare,  

apresentando porcentagem de germinação de 46% no claro e 1% no escuro.   

A quantificação de etileno demonstrou variação na concentração do fitormônio em relação 

aos dias de cultivo, tanto no claro quanto no escuro. O cultivo sob luz apresentou redução da 

concentração de etileno aos 45 e 90 dias (0,7 e 0,8 pL. mL
-1

, respectivamente); entre os dois 

períodos houve aumento de etileno (1,6 pL. mL
-1

) (Fig. 1A), antecedendo a germinação das 

sementes que foi observada aos 90 dias de cultivo. A concentração de etileno liberado atingiu 

o maior teor aos 180 dias (2,0 pL. mL
-1

).  
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Fig. 1. Concentração de etileno em Zygopetalum maxillare durante 180 dias de cultivo, com 

relação à luminosidade. A) Fotoperíodo de 12 h/12 h (claro) e B) Fotoperíodo de 0h (escuro). 

Letras minúsculas indicam a diferença significativa entre os dias, segundo o teste Tukey 

(P<0,05) (n= 3). 

 

Durante o experimento no escuro os menores teores de etileno foram observados aos 15 e 

150 dias (0,2 e 0,6 pL. mL
-1

, respectivamente) (Fig. 1B). O momento da germinação da 

espécie durante o escuro foi maior comparativamente à germinação ocorrida no claro, 

ocorrida aos 90 dias (Fig. 2A), verificando-se apenas aos 150 dias no escuro (Fig. 2B) e 

coincidentemente neste período foi observada redução da concentração de etileno. Durante os 
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180 dias de experimento, em ambos os tratamentos luminosos, a espécie Z. maxillare se 

manteve em estágio de protocormo; não apresentando folhas e raízes. 

 

 

Fig. 2. Aspecto dos protocormos das sementes germinadas de Zygopetalum maxillare A) 90 

dias na luz; B) 150 dias no escuro. Estágios que se mantiveram ao longo dos 180 dias de 

experimento.  Barra de escala: 0,1cm. 

 

O teor de etileno apresentou correlação com o momento de ocorrência da germinação 

[F(11,48) = 4,923; p < 0,001]; no entanto, a presença ou ausência de luz não mostrou 

diferença significativa durante o experimento. Além disso, a análise de interação não 

demonstrou efeito da luminosidade (claro ou escuro) somada ao período de desenvolvimento, 

sobre a concentração de etileno. 

Ao final de um ano de cultivo o comprimento caulinar das plantas foi maior no escuro, no 

entanto não apresentou diferença significativa entre os tratamentos. No cultivo no escuro não 

ocorreu estiolamento com presença de entrenós, no entanto ocorreu brotação lateral nos 

protocormos (média 2 brotações por planta). Em relação às matérias fresca e seca, o 

tratamento no escuro apresentou plantas com maior massa. (Tab. 1) 
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Tab. 1. Parâmetros biométricos de plântulas de Z. maxillare após um ano de cultivo in vitro, 

nos tratamentos claro e escuro. 

 Caule (cm) Nº Folhas 

Nº 

Brotações 

Matéria 

Fresca (mg) 

Matéria 

Seca (mg) 

      

Claro 0,30 a 1 - 3,32 b 0,72 b 

Escuro 0,47 a - 2 14,35 a 2,05 a 

Nas colunas a Mediana com letras diferentes indica variação significativa entre claro e escuro, 

segundo Mann-Whitney (P<0,05) (n= 10). 

 

3.2. Epidendrum denticulatum 

A análise de viabilidade, verificada pelo teste de tetrazólio, mostrou que 77% das 

sementes de E. denticulatum eram viáveis, apresentando porcentagem de germinação de 73% 

no claro e 12% no escuro.  

A quantificação de etileno demonstrou uma variação na concentração do fitormônio em 

relação aos dias de cultivo, tanto no claro quanto no escuro. Durante o cultivo no claro, houve 

queda constante da concentração de etileno até os 10 dias de cultivo, elevando-se aos 15 dias 

e chegando a um aumento expressivo da concentração de etileno aos 20 dias, período que 

antecedeu à germinação das sementes, ocorrido aos 30 dias na luz (Fig. 3A). 

 No cultivo no escuro houve aumento na concentração de etileno após a semeadura nos 

frascos aos 5 dias (apresentou 2,1 pL. mL
-1

), o maior teor de etileno verificado durante o 

experimento. Verificou-se uma drástica redução do etileno aos 10 dias de cultivo e 

posteriormente a este período um aumento progressivo do teor de etileno até 30 dias (Fig. 

3B); período este que antecedeu à germinação das sementes ocorrida aos 45 dias, fato 

demonstrado também durante o cultivo no claro.  
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Fig. 3. Concentração de etileno de Epidendrum denticulatum durante os 180 dias de cultivo, 

em relação à luminosidade. A) Fotoperíodo de 12 h/12 h (claro) e B) Fotoperíodo de 0 h 

(escuro).   Letras minúsculas indicam a diferença significativa entre os dias, segundo o teste 

Tukey (P<0,05) (n= 3). 

 

A concentração de etileno apresentou um aumento no período que antecedeu à 

germinação em ambas as condições, no entanto com início de germinação em tempos 

diferentes. No período anterior à germinação, aos 20 dias no claro e 30 dias no escuro, o teor 

de etileno foi de 1,80 pL. mL
-1

 no claro e 1,18 pL. mL
-1

 no escuro, uma diferença de 

aproximadamente 35% (Fig. 3 A-B). 
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No início do aparecimento das primeiras folhas durante o tratamento no claro, 

ocorrido aos 90 dias de cultivo (Fig. 4A), o teor de etileno foi de 1,98 pL. mL
-1

 a maior 

concentração de etileno observada entre os dias estudados. Aos 120 dias de cultivo no escuro 

foi iniciado o alongamento do protocormo (Fig. 4B), indicando o início do estiolamento 

caulinar, neste mesmo período foi verificado um aumento da concentração de etileno, em 

relação ao período anterior, atingindo 1,70 pL. mL
-1

.  

 

Fig. 4. Aspectos morfológicos no decorrer do desenvolvimento de Epidendrum denticulatum. 

A) 90 dias na luz; B) 120 dias no escuro; C) 180 dias na luz, seta indicando raíz e D) 180 dias 

no escuro, seta indicando nó.  Barra de escala: 0,1cm. 

 

Após 180 dias de cultivo no claro algumas das plântulas iniciaram o desenvolvimento 

radicular (Fig. 4C). No cultivo no escuro não houve desenvolvimento de raiz, no entanto aos 

180 dias foi possível observar o caule estiolado com presença de um nó (Fig. 4D). Em ambos 

os tratamentos, claro e escuro, novamente, houve redução da concentração de etileno 

comparativamente ao período anterior. 
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As fases de desenvolvimento e o teor de etileno apresentaram correlação [F(11,48) = 

4,620; p < 0,001]. Apesar de não apresentar diferença estatística significativa entre claro e 

escuro, as análises de interação indicaram que a luminosidade somada ao período de 

desenvolvimento, influenciou na concentração de etileno apresentada [F(11,48) = 3,648; 

p < 0,001]. 

 

Tab. 2. Parâmetros biométricos de plântulas de E. denticulatum após um ano de cultivo in 

vitro, nos tratamentos claro e escuro. 

 
Caule 

(cm) 

Raiz 

(cm) 

Nº 

Folhas 

Nº 

Raízes 

Nº 

Nós 

Matéria Fresca 

(mg) 

Matéria Seca 

(mg) 

        

Claro 3,65 a 0,1 6 1 - 88,15 a 3,15 a 

Escuro 1,85 b - - - 3 7,40 b 0,30 b 

Nas colunas a Mediana com letras diferentes indica variação significativa entre claro e escuro, 

segundo Mann-Whitney (P<0,05) (n= 10). 

  

Ao término de um ano de cultivo, as plantas mantidas sob luz apresentaram rápido 

desenvolvimento com cerca 3,48 cm de comprimento caulinar e 6 folhas. No cultivo no 

escuro os caules estiolados apresentaram desenvolvimento lento, atingindo 1,84 cm de 

comprimento caulinar, sem presença de folhas ou raízes e apenas um nó. As plantas 

cultivadas no claro apresentaram maiores massas de matéria fresca e seca do que as plantas 

cultivadas no escuro. (Tab. 2) 
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4. Discussão  

Em relação à viabilidade das sementes de Z. maxillare, foi semelhante ao demonstrado 

por Campacci et al. (2017) em Zygopetalum mackayi que apresentou média de 51% de 

sementes viáveis, confirmando uma menor viabilidade de sementes no gênero Zygopetalum, 

principalmente quando comparado ao gênero Epidendrum. Geralmente o gênero Epidendrum 

apresenta viabilidade maior do que 80%, como em Epidendrum fulgens (83%) (Alvarez-Pardo 

& Ferreira, 2006), Epidendrum elongatum (89,6%) (Mercado & Manrique, 2015). No entanto, 

Pinheiro et al. (2013) apontaram que cruzamentos intrapopulacionacionais de E. denticulatum 

apresentaram viabilidade de sementes entre 77-94%. A diferença na porcentagem de 

viabilidade geralmente pode ser afetada pelo cruzamento de matrizes geneticamente 

próximas, devido a alta hibridização natural de E. denticulatum ou ainda interferência de 

fatores climáticos como iluminação, temperatura e disponibilidade hídrica.  

Nas duas espécies estudadas o escuro inibiu drasticamente a germinação, tais resultados 

contradizem a literatura, pois espera-se que plantas terrícolas possam ter a germinação 

influenciada positivamente pelo escuro (Zeng et al., 2015); apesar da diferença ser maior em 

Z. maxillare ambos tiveram menor porcentagem de germinação no escuro. O escuro não 

representou grande influência na germinação de E. denticulatum possivelmente porque o  

hábito terrícola facultativo desta espécie permitindo a adaptação em  diferentes ambientes. 

A necessidade do escuro durante a germinação de espécies terrícolas tem como função 

garantir que as sementes estejam enterradas no momento da germinação (Rasmussen, 1995). 

No entanto, diferentes resultados vêm sendo mostrados ao longo dos anos em orquídeas 

terrícolas, nas quais a germinabilidade pode ser influenciada pela espécie e pelo meio de 

cultura utilizado, apresentando diferenças dentro do mesmo gênero. O escuro estimulou a 

germinação em Paphiopedilum ciliolare (Pierik et al., 1988) e Paphiopedilum wardii (Zeng et 

al., 2012) e inibiu a germinação em Paphiopedilum spicerianum (Chen et al., 2015). 
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Apesar de não haver diferença estatística na produção de etileno entre os tratamentos claro 

e escuro em diversos dias, o teor de etileno foi alterado conforme à luminosidade. No período 

de 5 dias de cultivo no escuro a concentração de etileno apresentou aumento relevante quando 

comparado ao mesmo período no claro, em ambas espécies; além disso o cultivo no escuro 

apresentou menor teor de etileno em 15 dias para Zygopetalum maxillare  (Fig. 1) e 15 e 20 

dias para Epidendrum denticulatum (Fig. 3), quando comparados ao cultivo no claro.  

Nos períodos pós-germinação, de ambas as espécies, o cultivo no escuro demonstrou uma 

emissão do fitormônio equivalente ao cultivo no claro; mesmo com menor número de plantas 

produzindo etileno, devido à baixa porcentagem de germinação apresentada durante o cultivo 

no escuro. Tais resultados corroboram o já estabelecido conceito de que o cultivo no escuro 

estimula a produção de etileno (Kao & Yang, 1982; de Wit et al., 2016).  

Kao & Yang (1982) afirmaram que a luz inibe a produção de etileno e esta inibição é 

mediada pela redução da concentração de CO2, pois o dióxido de carbono possui a função de 

ativar a enzima envolvida na conversão do ACC em etileno. Nas espécies estudadas a 

diminuição da concentração do etileno após a germinação no claro, pode ter sido ocasionada 

pelo início da fotossíntese realizada pelos protocormos, reduzindo a concentração de CO2 no 

frasco, e consequentemente inibindo a produção de etileno.  

A variação da concentração de etileno ao longo dos dias em E. denticulatum e Z. 

maxillare contradiz o padrão, em que as sementes começam a produção de etileno a partir do 

contato com a água e aumenta progressivamente ao longo do cultivo (Nascimento, 2000; Arc 

et al., 2013). O aumento contínuo da concentração de etileno não ocorreu nas espécies 

estudadas provavelmente devido à ausência de endosperma nas sementes da família 

Orchidaceae; o contato inicial com a água desencadeia o processo de senescência do 

endosperma para que ocorra a germinação, tal processo é regulado pela relação antagônica 

entre etileno e ácido abscísico (Young et al., 1997; Pirrello et al., 2006; Lombardi et al., 
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2012). É necessária uma maior concentração de etileno para induzir uma ação dos receptores 

no embrião do que no endosperma (Klee, 2002; Trobacher, 2009). 

Diferentemente do demonstrado por diferentes famílias botânicas, que apresentaram a 

maior concentração de etileno durante a germinação (Takayanagi & Harrington 1971; Tonini 

et al. 2010), em Z. maxillare e E. denticulatum o período que antecede a germinação 

apresentou maior teor de etileno. As espécies que aumentam a concentração de etileno 

durante o estágio de germinação sofrem influência da testa da semente, que anteriormente a 

este período constitui uma barreira mecânica ou impede o contato do embrião com o oxigênio 

(inibindo a conversão de ACC em etileno) (Prusinski & Khan, 1990; Trobacher, 2009); tais 

mecanismos têm baixa ou nenhuma influência na família Orchidaceae, devido à testa de suas 

sementes ser simples e composta de uma única camada celular (Pinheiro et al., 2004). 

Possivelmente tal motivo influenciou os picos de etileno pré-germinação das espécies 

estudadas.    

Em E. denticulatum o cultivo no claro produziu plantas bem desenvolvidas e com 

maior rapidez, quando comparado ao cultivo no escuro que apresentou caules 50% menores 

(Fig. 4). Apesar de caules menores, o cultivo no escuro em E. denticulatum desenvolveu 

caules com diversos nós (Tab. 1) possibilitando uma reprodução futura via organogênese 

direta (Cap. II). A segmentação nodal caulinar, proporcionada por estiolamento caulinar, já 

vem sendo utilizada com o intuito de replicação clonal para propagação rápida e uniforme de 

diversas espécies em Orchidaceae (Suzuki & Kerbauy, 2006; Soares & Paiva, 2007; Ferreira 

et al., 2010; Chae & Park, 2012).  

O cultivo no escuro demonstrou que a indução de estiolamento por meio da 

germinação de sementes é muito lenta quando comparada com outros processos como a 

organogênese direta. Eficácia esta mostrada em Catasetum fimbriatum (Orchidaceae), que aos 
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60 dias de cultivo era possível obter caules estiolados de aproximadamente 5 cm de 

comprimento com diversos nós contendo gemas axiais (Suzuki & Kerbauy 2006). 

Ao final de um ano, o cultivo no escuro apresentou maior influência positiva no 

desenvolvimento de Z. maxillare; apesar de não demonstrarem estiolamento, as plantas 

cultivadas no escuro apresentaram brotações laterais e maior massa de matéria fresca e seca 

(Tab. 2). Tal diferença quanto à luminosidade apresentada pelas duas espécies é equivalente 

ao hábitat de cada uma; apesar de E. denticulatum possuir hábito terrícola, é encontrada em 

Campos Rupestres e Florestas de Galeria, demonstrando maior afinidade à alta iluminosidade, 

diferentemente de Z. maxillare que possui hábito epifítico mas é encontrado em Floresta 

Ombrófila e Floresta Estacional Semidecidual, com sensibilidade à luz solar e bem adaptado 

ao sombreamento (Flora do Brasil 2020) .          

 

5. Conclusão  

A concentração de etileno apresentou alta correlação com o desenvolvimento das espécies 

estudadas, com redução da concentração do fitormônio durante a germinação (em ambas as 

espécies) e aumentando durante o aparecimento de folhas, raízes e nós (em E. denticulatum), 

confirmando assim que o etileno influi diretamente na formação das plantas. O cultivo no 

escuro foi mais efetivo no desenvolvimento de plantas de Z. maxillare; apesar de não 

demonstrarem estiolamento, as plantas cultivadas no escuro apresentaram brotações laterais. 

Em E. denticulatum, no claro, as plantas apresentaram comprimento maior, enquanto no 

escuro houve indução do estiolamento. Em ambas as espécies o cultivo no escuro permitiria 

futuramente a multiplicação das plantas, utilizando-se caules estiolados como fonte de 

explante.  
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CAPÍTULO II  

 

Organogênese direta e reguladores de etileno na clonagem de Zygopetalum 

maxillare e Epidendrum denticulatum (Orchidaceae) 

 

Resumo  

A popularização do comércio e o alto risco de extinção dos representantes da família 

Orchidaceae, aumentou a necessidade de técnicas eficazes de clonagem, como a organogênese 

direta. O presente estudo tem como objetivo analisar a influência do etileno durante a 

micropropagação de Zygopetalum maxillare e Epidendrum denticulatum; além de verificar a 

ação de reguladores de etileno. Os explantes obtidos do seccionamento de caules estiolados, 

contendo uma gema lateral, foram inoculados no meio MS com ou sem adição de AgNO3, 

CoCl2 e CEPA. Foram realizadas dosagens de etileno em 1, 5, 10, 15, 20, 30, 45 e 60 dias 

após a inoculação, em fotoperíodo de 12 h/12 h (claro) e 0 h (escuro). As maiores plantas, em 

ambas as espécies, apresentaram as menores concentrações de etileno; no entanto a adição de 

CEPA promoveu maior diferenciação dos explantes em plantas. Tais resultados proporcionam 

melhor entendimento da ação do etileno durante o desenvolvimento das gemas laterais destas  

espécies, subsidiando futuros programas de propagação das orquídeas nativas brasileiras. 

Palavras-chave: Cloreto de cobalto; Ethephon; Escuro; Nitrato de prata. 
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Abstract 

The popularization of commerce and the high risk of extinction of representatives of the 

Orchidaceae family has increased the need for effective cloning techniques such as direct 

organogenesis. The present study aims to analyze the influence of ethylene during the 

micropropagation of Zygopetalum maxillare and Epidendrum denticulatum; besides checking 

the action of ethylene regulators. The explants obtained from the sectioning of etiolated 

shoots, containing a lateral gem, were inoculated in the MS medium with or without addition 

of AgNO3, CoCl2 and CEPA. Ethylene dosages were performed at 1, 5, 10, 15, 20, 30, 45 and 

60 days after inoculation, in a photoperiod of 12 h / 12 h (light) and 0 h (dark). The largest 

plants, in both species, had the lowest concentrations of ethylene; however the addition of 

CEPA promoted greater differentiation of explants in plants. These results provide a better 

understanding of the action of ethylene during the development of the lateral buds of these 

species, helping the propagation of Brazilian native orchids. 

Keywords: Cobalt chloride; Dark; Ethephon; Silver nitrate. 
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1. Introdução 

Atualmente as orquídeas ocupam a maior produção de plantas em vasos do Brasil 

(Ibraflor, 2017), atingindo uma produtividade de aproximadamente 12 milhões de vasos por 

ano (Reis, 2011). Devido à popularização do comércio e ao alto risco de extinção dos 

representantes da família Orchidaceae, aumentou a necessidade do uso de técnicas eficazes de 

reprodução; com o intuito de promover uma multiplicação rápida de exemplares, livres de 

patógenos e fiéis geneticamente às matrizes (Ferreira et al., 2010; Anis & Ahmad, 2016). 

Além de ampliar a expressão comercial, os métodos de reprodução possibilitam um comércio 

sustentável que indiretamente auxilia na conservação de espécies nativas uma vez que 

presumivelmente há redução de coletas ilegais (Zeng et al., 2014), devido à maior 

disponibilidade de mudas de orquídeas comercializáveis legalmente.  

Entre as principais técnicas de micropropagação está a organogênese (direta ou indireta), 

que consiste na regeneração de tecidos que apresentam potencial morfogenético (Smith, 

2013); iniciando pela especificação de células competentes na formação de calos ou 

primórdios até o desenvolvimento de órgãos, gerando uma nova planta (Motte et al., 2014). 

Na organogênese direta ocorre a formação de gemas ou brotos diretamente de um explante 

(folhas, segmentos de caules e raízes, entre outros) e o sistema vascular da nova planta torna-

se uma extensão do explante matriz (Duclercq et al., 2011). Devido à não ocorrência da etapa 

de desdiferenciação e da formação de calos há consequentemente uma menor possibilidade de 

variação somaclonal permitindo uma reprodução com alta fidelidade genética, com plantas 

idênticas às matrizes (Guo et al., 2004; Ferreira et al., 2010; Mali & Chavan, 2016). 

Durante muito tempo a segmentação caulinar em Orchidaceae vem sendo utilizada com 

intuito de promover a organogênese direta, sendo eficaz em gêneros como Dendrobium, 

Paphiopedilum, Spathoglottis, Habenaria, Cattleya... entre outros (Jones & Tisserat, 1990; 

Chen et al., 2002; Medina et al., 2009; Hajong et al., 2013; Hossain & Dey, 2013; Rodrigues 
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et al., 2017). Ao longo dos anos a segmentação caulinar, proporcionada por prévio 

estiolamento caulinar, demonstrou maior eficiencia, aumentando o número de nós e 

consequentemente uma propagação rápida e uniforme, como demonstrado em estudos com  

Catasetum fimbriatum (Suzuki et al., 2010; Rodrigues et al., 2014).  

A organogênese in vitro é influenciada por diferentes fatores, entre eles o estado 

fisiológico do explante/matriz, nutrição mineral, interação entre fitohormônios e fatores 

ambientais. Por este motivo, diversos avanços tecnológicos na regeneração de plantas têm 

sido relacionados com a manipulação de trocas gasosas e o balanço hormonal, durante o 

cultivo in vitro (Phillips, 2004). Durante a morfogênese in vitro as células são afetadas por 

substâncias voláteis, que se acumulam no interior dos frascos do cultivo, produzidas pelo 

metabolismo secundário das plantas (Hughes, 1981). Entre os voláteis mais produzidos pelos 

tecidos está o etileno, a  resposta ao estresse proporcionada por este varia com a espécie e as 

condições de cultivo (Baldwin, 2010). No entanto, o acúmulo de etileno no cultivo in vitro, 

geralmente é correlacionado a um efeito negativo sobre a organogênese caulinar (Biddington, 

1992; Chatfield & Raizada, 2008).  

Diversas pesquisas têm sido realizadas para regular a ação do etileno, por meio da 

utilização de inibidores de etileno, bloqueando sua biossíntese ou sua ação, com intuito de 

aumentar a regeneração de tecidos e a formação de brotos axiais durante a organogênese 

direta  (Ozden-Tokatli et al., 2005; Kumar et al., 2009; Chae & Park, 2012; Lei et al., 2014). 

Têm sido amplamente utilizados na inibição de etileno: o nitrato de prata (AgNO3) e cloreto 

de cobalto (CoCl2) e, contrariamente, para aumentar a síntese de etileno, o ácido 2-

cloroetilfosfônico (CEPA) (Ethrel ou Ethephon – nome comercial) (Yang, 1969; Chae et al., 

2012; Teixeira Da Silva, 2013; Prażak, 2014; Saha & Gupta, 2018). 

Ao longo do tempo percebe-se que para a obtenção de técnicas de micropropagação 

eficazes é necessária à compreensão de processos fisiológicos, responsáveis por adaptações 
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ecológicas, resposta a estresse e regeneração celular. Por esse motivo o presente estudo tem 

como objetivo estudar a influência do etileno durante a organogênese direta de Zygopetalum 

maxillare e Epidendrum denticulatum, durante o cultivo no claro e no escuro, além de 

verificar os efeitos de reguladores de etileno no cultivo destas espécies. 

 

2. Material e Métodos 

2.1. Obtenção do material biológico 

O experimento foi conduzido no laboratório de cultivo in vitro, do Núcleo de Pesquisa 

Orquidário do Estado, do Instituto de Botânica, em São Paulo-SP, Brasil. Utilizou-se plantas 

de Zygopetalum maxillare e Epidendrum denticulatum, previamente cultivadas in vitro na 

ausência de luz (Cap.1), que desenvolveram caules estiolados que foram posteriormente 

seccionados e usados para micropropagação das espécies os segmentos nodais com presença 

de uma gema lateral (Fig. 1). 

 

Fig. 1. Plantas préviamente produzidas na ausência de luz, durante o Capítulo I.  A) Caules 

estiolados; B) Segmentos nodais inoculados. Barra de escala: 1 cm. 

 

2.2. Estabelecimento do cultivo in vitro 

O meio de cultura base para a reprodução foi o meio MS (Murashige & Skoog 1962) 

com adição de reguladores de etileno, utilizando-se, para esta finalidade, nitrato de prata 



49 

 

(AgNO3), cloreto de cobalto (CoCl2) e CEPA (ácido 2-cloro-etil-fosfônico/ C2H6ClO3P), nas 

concentrações: 0 (Controle), 5 µM, 10 µM, 20 µM e 40 µM. O meio foi suplementado com 

2% de sacarose e geleificado com 0,4% de ágar bacteriológico, o pH foi ajustado para 5,8 ± 

0,05, anteriormente à adição de ágar. Após homogeneização em temperatura de ebulição 

(cerca de 100 ºC) foram distribuídos 5 ml dos meios, em frascos de 30 ml de capacidade e 

selados com tampa emborrachada, que impede a troca gasosa. A esterilização dos meios foi 

realizada em autoclave durante 15 minutos, a 120 °C e 1,3 atm. A adição de CEPA foi 

realizada após a esterilização em autoclave, devido a seu baixo ponto de ebulição. A solução 

de CEPA foi esterilizada por filtragem, utilizando-se filtro Millipore de 0,22 µm. 

 Os caules estiolados foram seccionados e retirados explantes de 5 mm, contendo uma 

gema lateral. Após a inoculação dos explantes, os frascos foram mantidos em câmara de 

crescimento com temperatura de 25 °C ± 2 ºC, sob fotoperíodo de 12 h/12 h (claro) e 0 h/24 h 

(escuro), proporcionado por lâmpadas fluorescentes que fornecem 30 µmol m
-2

s
-1

 de radiação 

fotossinteticamente ativa, e no escuro sob as mesmas condições de temperatura, ambas 

durante 90 dias de cultivo.  

 

2.3. Quantificação de etileno 

 Para as análises de etileno, foram coletadas três amostras dos seguintes períodos: 1, 

5, 10, 15, 20, 30, 45 e 60 dias de cultivo após a inoculação; utilizando-se de seringa de 100 µL 

do tipo “gas-tight”. As amostras foram quantificadas em cromatógrafo a gás acoplado a um 

detector de ionização de chama (GC-DIC / HP-6890) e uma coluna HP - Plot / Q (30 m, I.D. 

0,53 mm). As temperaturas do injetor e do detector foram de 250 ºC. O nitrogênio foi o gás 

carreador utilizado em uma vazão de 10 mL min
-1

 com coluna isotérmica a 30 ºC. 
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2.4. Parâmetros biométricos  

Após três meses de cultivo, cada tratamento foi avaliado quanto à porcentagem de 

explantes diferenciados, sendo considerados aqueles que iniciaram a formação de plântulas. 

Foram coletados dados biométricos dos caules estiolados crescidos no escuro ou das plântulas 

crescidas na luz, sendo oito amostras por tratamento de cada espécie. Foram avaliados os 

seguintes parâmetros biométricos de crescimento: comprimento de caule e raiz, número de 

folhas, raízes e nós das plantas. 

 

2.5. Delineamento experimental e análise estatística 

O delineamento experimental adotado foi o inteiramente ao acaso em um esquema 

fatorial 2 x 2 x 3 x 4. Assim, os tratamentos consistiram da combinação de 2 espécies 

(Zygopetalum maxillare e Epidendrum denticulatum), 2 fotoperíodos (claro - 12 h/12 h e 

escuro - 0 h/24 h), 3 reguladores de etileno (nitrato de prata; cloreto de cobalto e CEPA) e 4 

concentrações de reguladores de etileno (0, 10, 20 e 40 µM), perfazendo assim 24 

tratamentos, sendo 8 repetições por tratamento, totalizando 240 explantes.  

Para a concentração do etileno, o delineamento experimental adotado foi o 

inteiramente ao acaso em um esquema de parcelas subdividas no tempo (“split plot in time”), 

com 2 parcelas (espécies), 8 subparcelas (data de amostragens) e três repetições (amostras). 

Os dados de quantificação de etileno sofreram transformação logarítmica (log10), para 

obtenção de homogeneidade das variâncias e da normalidade dos dados. Após transformação 

foram submetidos à análise de variância (ANOVA) e ao teste de separação de médias 

utilizando-se o teste Tukey em nível de 5% de significância.  

Os parâmetros biométricos de crescimento foram obtidos de 8 repetições e os dados  

foram submetidos à análise de variância (ANOVA) pelo teste F e as médias foram 

comparadas pelo teste de Tukey, a 5% de probabilidade (p ≤ 0,05). 
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Para a análise estatística foi utilizado o software SPSS 20.0. 

 

3. Resultados  

3.1. Zygopetalum maxillare 

 

3.1.1. Quantificação de etileno 

As análises de quantificação de etileno demonstraram que existe uma variação na 

concentração do fitormônio em relação aos dias de cultivo. Os tratamentos com adição de 

nitrato de prata apresentaram as maiores concentrações de etileno 5 dias após a inoculação, 

exceto em 5 µM, seguido este período ambos os cultivos luminosos apresentaram diminuição 

da produção de etileno ao longo dos dias (Tab. 1).  

Durante o cultivo no claro não houve diferença significativa entre os tratamentos dentro 

de cada tempo; no entanto, a concentração de 20 µM de AgNO3 apresentou a menor 

concentração de etileno no primeiro dia de cultivo e 10 µM de AgNO3 a menor concentração 

aos 60 dias de cultivo. A concentração de 40 µM de AgNO3 , aos 5 dias, apresentou o maior 

teor dentre todos os tempos e todos os tratamentos. Além disso o período de 5 dias foi o único 

entre todos os períodos em que os tratamentos contendo nitrato de prata ultrapassaram os 

valores de etileno em comparação com o tratamento controle. (Tab. 1)   
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Tabela 1. Concentração de etileno em Zygopetalum maxillare durante 60 dias de cultivo, com adição de AgNO3. Letras maiúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de AgNO3 entre os dias; letras minúsculas indicam a diferença significativa dos tratamentos de AgNO3 dentro 

de cada tempo, segundo o teste Tukey (P<0,05) (n= 3). 

 Concentração de etileno (pL.mL
-1

) 

Tratamentos Luminosos Claro Escuro 

AgNO3 

(µM) 
0 5 10 20 40 Média* 0 5 10 20 40 Média* 

C
u

lt
iv

o
 e

m
 d

ia
s 

1 1,66 aA 1,27 aA 1,31 aAB 1,00 aB 1,28 aAB 1,31 B 1,70aA 0,97 aA 1,08 aABC 1,21 aAB 1,41 aA 1,28 BC 

5 1,47 aA 1,84 aA 1,83 aA 1,70 aA 2,01 aA 1,77 A 1,53aAB 2,12 aA 1,71 aA 1,84 aA 2,06 aA 1,85 A 

10 1,46 aA 1,39 aA 1,29 aAB 1,27 aB 1,51 aAB 1,39 B 1,46aAB 1,61 aA 1,19 aAB 1,35 aAB 1,56 aA 1,43 AB 

15 1,45 aA 1,26 aA 1,16 aAB 1,15 aB 1,41 aAB 1,29 B 1,46aAB 1,47 aA 1,07 aABC 1,23 aAB 1,43 aA 1,33 BC 

20 1,47 aA 1,14 aA 1,16 aAB 1,26 aB 1,48 aAB 1,30 B 1,51aAB 1,49 aA 1,13 aAB 1,34 aAB 1,48 aA 1,39 ABC 

30 1,33 aA 1,12 aA 1,09 aB 1,17 aB 1,25 aB 1,19 B 1,40aAB 1,21 aA 0,87 aBC 1,16 aAB 1,17 aA 1,16 BC 

45 1,19 aA 1,23 aA 1,14 aAB 1,21 aB 1,39 aAB 1,23 B 1,29aAB 1,18 aA 0,73 aBC 1,14 aAB 1,19 aA 1,11 BC 

60 1,13 aA 1,28 aA 1,10 aB 1,22 aB 1,34 aAB 1,21 B 1,26aB 0,98 aA 0,44 aC 0,85 aB 1,11 aA 0,93 C 

*Média de todos os tratamentos dentro de cada tempo.
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Na ausência de luz, de modo geral, as plantas cultivadas nos meios com adição de AgNO3 

apresentaram redução gradativa na emissão de etileno, a partir de 15 dias, quando comparadas 

as plantas do tratamento controle; apesar de não haver diferença estatística significativa entre 

os tratamentos. A partir do décimo dia de cultivo, as plantas cultivadas no meio contendo 10 

µM de AgNO3 apresentaram a menor emissão de etileno, enquanto o tratamento com 40 µM 

atingiu os maiores teores de etileno, em alguns períodos ultrapassando o tratamento controle. 

(Tab. 1) 

As plantas submetidas aos experimentos com adição de cloreto de cobalto 

apresentaram as menores concentrações de etileno no primeiro dia; aos 5 dias apresentaram os 

maiores teores de etileno liberado, tanto no claro quanto no escuro (Tab. 2).  

O cultivo sob luz, apresentou drástica redução na concentração de etileno no dia 10, 

mostrando oscilação no teor de etileno principalmente nas plantas submetidas a 10 e 20 µM 

de  CoCl2. A concentração de 10 µM diminuiu a emissão do etileno aos 15 dias e elevou-se 

aos 20 dias, enquanto a concentração de 20 µM diminuiu a emissão aos 20 dias e elevou-se 

aos 30 dias. Ao término do experimento, em torno de 45 e 60 dias, a presença de etileno, em 

todos os tratamentos contendo CoCl2, foi maior quando comparada ao período anterior 

equiparando-se à concentração de etileno do tratamento controle. (Tab. 2) 

As amostras cultivadas no escuro sofreram influência do cloreto de cobalto a partir do 

dia 10, quando todas as concentrações de CoCl2 apresentaram menor teor de etileno do que o 

tratamento controle, em todos os tempos. A adição de 40 µM de CoCl2 apresentou a menor 

média de etileno aos 60 dias (Tab. 2).  
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Tabela 2. Concentração de etileno em Zygopetalum maxillare durante 60 dias de cultivo, com adição de CoCl2. Letras maiúsculas indicam a diferença 

significativa dos tratamentos de CoCl2 entre os dias; letras minúsculas indicam a diferença significativa dos tratamentos de CoCl2 dentro de cada 

tempo, segundo o teste Tukey (P<0,05) (n= 3). 

 Concentração de etileno (pL.mL
-1

) 

Tratamentos 

Luminosos 
Claro Escuro 

CoCl2 

(µM) 

0 5 10 20 40 Média* 0 5 10 20 40 Média* 

C
u

lt
iv

o
 e

m
 d

ia
s 

1 1,66 aA 0,72 bB 0,61 bA 1,12 abAB 0,91 bB 1,00 B 1,70 aA 0,85 abA 0,93 abA 0,93 abAB 0,37 bC 0,95 B 

5 1,47 aA 1,75 aA 1,47 aA 1,70 aA 1,86 aA 1,65 A 1,53 aAB 1,64 aA 1,75 aA 1,56 aA 1,79 aA 1,65 A 

10 1,46 aA 1,26 aAB 0,98 aA 1,24 aAB 1,37 aAB 1,26 AB 1,46 aAB 1,13 aA 1,23 aA 1,05 aAB 1,24 aAB 1,22 AB 

15 1,45 aA 1,16 abAB 0,79 bA 1,12 abAB 1,03 abB 1,11 B 1,46 aAB 1,00 aA 0,99 aA 0,94 aAB 1,10 aAB 1,10 AB 

20 1,47 aA 1,24 aAB 1,11 aA 0,81 aB 1,07 aB 1,14 B 1,51 aAB 1,08 aA 1,22 aA 0,99 aAB 1,12 aAB 1,18 AB 

30 1,33 aA 1,25 aAB 1,07 aA 1,03 aAB 0,91 aB 1,12 B 1,40 aAB 0,87 aA 1,05 aA 0,79 aAB 0,73 aBC 0,97 B 

45 1,19 aA 1,10 aAB 1,19 aA 1,13 aAB 1,23 aAB 1,17 B 1,29 aAB 0,86 aA 1,13 aA 0,86 aAB 0,56 aBC 0,94 B 

60 1,13 aA 1,09 aAB 1,18 aA 1,11 aAB 1,11 aB 1,12 B 1,26 aB 0,69 abA 1,07 abA 0,41 abB 0,24 bC 0,73 B 

*Média de todos os tratamentos dentro de cada tempo.
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Em geral, a adição de CEPA aumentou o teor de etileno dos frascos, principalmente no 

início do cultivo. Durante o experimento sob luz, o aumento do etileno foi proporcional ao 

aumento da concentração de CEPA, exceto a concentração de 5 µM de CEPA que apresentou, 

em todos os tempos, menor concentração de etileno que o tratamento controle; além disso, tal 

concentração induziu diminuição do etileno com o passar dos dias. (Tab. 3) 

Na ausência de luz, uma redução na concentração de etileno foi iniciada a partir de 20 

dias de cultivo. A partir desse ponto, as plantas cultivadas nas concentrações de 5 µM e 20 

µM de CEPA apresentaram menor conteúdo de etileno do que às do tratamento controle, dado 

este também apresentado aos 45 dias na concentração de 10 µM, demonstrando teor de etileno 

menor que o controle e elevando-se novamente aos 60 dias, atingindo a maior concentração 

de etileno entre todos os tratamentos. Ao término do experimento (60 dias) a concentração de 

5 µM atingiu a menor média no teor de etileno. (Tab. 3) 
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Tabela 3. Concentração de etileno em Zygopetalum maxillare durante 60 dias de cultivo, com adição de CEPA. Letras maiúsculas indicam a diferença 

significativa dos tratamentos de CEPA entre os dias; letras minúsculas indicam a diferença significativa dos tratamentos de CEPA dentro de cada 

tempo, segundo o teste Tukey (P<0,05) (n= 3). 

 Concentração de etileno (pL.mL
-1

) 

Tratamentos 

Luminosos 
Claro Escuro 

CEPA 

(µM) 
0 5 10 20 40 Média* 0 5 10 20 40 Média* 

C
u

lt
iv

o
 e

m
 d

ia
s 

1 1,66 cA 1,56 cA 2,06 bA 2,37 abA 2,57 aA 2,05 A 1,70 cA 1,80 bcA 1,92 bcA 2,13 bA 2,61 aA 2,03 A 

5 1,47 bcA 1,34 cAB 1,78 bA 2,18 aAB 2,34 aAB 1,82 A 1,53 cAB 1,57 cAB 1,79 bcA 1,93 bAB 2,40 aA 1,84 AB 

10 1,46 bcA 1,25 cABC 1,79 bA 2,13 aAB 2,30 aAB 1,79 A 1,46 cAB 1,52 bcAB 1,69 bcA 1,85 bAB 2,35 aA 1,78 AB 

15 1,45 bcA 1,14 cBC 1,75 bA 2,11 aAB 2,22 aAB 1,73 A 1,46 bAB 1,43 bABC 1,69 bA 1,95 abAB 2,32 aA 1,77 AB 

20 1,47 cdA 1,11 dBC 1,71 bcA 2,06 abAB 2,20 aAB 1,71 A 1,51 bAB 1,31 bABC 1,61 abA 1,61 abABC 2,26 aA 1,66 AB 

30 1,33 bcA 0,88 cCD 1,68 abA 1,81 abAB 1,92 aAB 1,52 A 1,40 aAB 0,96 aBCD 1,38 aA 1,15 aABC 2,00 aA 1,38 AB 

45 1,19 bA 0,53 bDE 1,56 aA 1,58 aB 1,68 aB 1,31 A 1,29 aAB 0,77 aCD 1,08 aA 0,73 aC 1,70 aA 1,11 B 

60 1,13 aA 0,28 aE 1,44 aA 1,69 aAB 1,72 aAB 1,25 A 1,26 aB 0,50 aD 1,57 aA 1,06 aBC 1,50 aA 1,18 B 

*Média de todos os tratamentos dentro de cada tempo.
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3.1.2. Porcentagem de sobrevivência das plantas e morfologia 

 Nitrato de prata 

Os explantes de Z. maxillare cultivados no claro e submetidos aos tratamentos que 

continham AgNO3, apresentaram porcentagem de sobrevivência semelhante ou abaixo do 

tratamento controle. Os experimentos com adição de 10, 20 e 40 µM apresentaram uma 

pequena redução sobrevivência (25% de plantas viáveis) com relação ao controle e a 5 µM de 

AgNO3 (ambos com 33% de plantas viáveis). Além disso, o tratamento controle e 5 µM de 

AgNO3 apresentaram plantas maiores (4,2 e 3,0 cm; respectivamente) e com presença de raiz,  

contrariamente às outras concentrações, que diminuíram o vigor das plantas conforme o 

aumento da concentração, sendo que em 40 µM observou-se o menor comprimento caulinar 

(0,3 cm). (Tab. 4 / Anexo I) 

Semelhantemente ao ocorrido durante o cultivo no claro, os explantes de Z. maxillare 

cultivados no escuro e submetidos aos tratamentos que continham AgNO3, apresentaram 

porcentagem de sobrevivência semelhante ou menor do que ocontrole. O tratamento com 

10 µM de AgNO3 apresentou porcentagem de plantas viáveis semelhante ao controle (33%), 

enquanto as outras concentrações causaram redução da sobrevivência das plantas, atingindo a 

menor porcentagem no meio com 40 µM de AgNO3 (8%). Morfologicamente as plantas 

submetidas a 10 µM de AgNO3 apresentaram diversas diferenças em relação aos outros 

tratamentos, entre elas o maior comprimento caulinar (5 cm) e a presença de folhas, enquanto 

que a concentração de 40 µM, apresentou a menor sobrevivência e o menor comprimento 

caulinar das plantas (1,5 cm). (Tab. 4 / Anexo II) 
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Tabela 4. Porcentagem de sobrevivência e parâmetros biométricos de Zygopetalum maxillare 

após 90 dias de cultivo, com adição de AgNO3. Letras maiúsculas indicam a diferença 

significativa dos tratamentos de AgNO3 entre os dias; letras minúsculas indicam a diferença 

significativa dos tratamentos de AgNO3 dentro de cada tempo, segundo o teste Tukey 

(P<0,05). 

AgNO3 

(µM) 

Tratamentos luminosos  

Claro Escuro 

Caule 

(cm) 

Raiz 

(cm) 

Folhas 

(uni.) 

Raízes 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

Caule  

(cm) 

Folhas  

(uni.) 

Nós  

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

0 4,2 aA 2,3 a 6 aA 4 a 33,3 3,0 cB - 3 a 33,3 

5 3,0 bA 0,5 b 6 aA 1 b 33,3 3,2 bcA 2 aB 2 ab 25,0 

10 1,7 cB - 3 bA - 25,0 5,0 aA 3 aA 1 b 33,3 

20 1,6 cB - 3 bA - 25,0 3,5 bA 2 aB 1 b 16,7 

40 0,3 dB - - - 25,0 1,5 dA - 2 ab 8,3 

 

 

 Cloreto de cobalto 

A adição de CoCl2, diminuiu consideravelmente a porcentagem de plantas viáveis e 

apresentou a menor sobrevivência nos tratamentos que continham 10 e 40 µM (ambos 8%). O 

tamanho das plantas também foi inibido, todos os tratamentos deram origem a plantas 

menores que o controle (4,2 cm), diminuindo o tamanho caulinar conforme aumento da 

dosagem de CoCl2, até 1,5 cm na concentração de 40 µM (Tab. 5). Além de plantas menores a 

concentração de 40 µM de CoCl2 mostrou falta de pigmentação em folhas e caules (Anexo I). 

Durante o cultivo no escuro a adição de 5 µM de cloreto de cobalto aumentou a 

sobrevivência das plantas, atingindo 42% de plantas viáveis, enquanto a concentração de 20 

µM CoCl2 diminuiu para 8%; com destaque para a ausência de plantas viáveis quando o 

explante foi inoculado em 10 µM de CoCl2 (Tab. 5). 
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Tabela 5. Porcentagem de sobrevivência e parâmetros biométricos de Zygopetalum maxillare 

após 90 dias de cultivo, com adição de CoCl2. Letras maiúsculas indicam a diferença 

significativa dos tratamentos de CoCl2 entre os dias; letras minúsculas indicam a diferença 

significativa dos tratamentos de CoCl2 dentro de cada tempo, segundo o teste Tukey (P<0,05). 

CoCl2 

(µM) 

Tratamentos luminosos 

Claro Escuro 

Caule 

(cm) 

Raiz 

(cm) 

Folhas 

(uni.) 

Raízes 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

Caule 

(cm) 

Nós 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

0 4,2 aA 2,3 ab 6 a 4 a 33,3 3,0 bB 3 a 33,3 

5 2,5 bA 1,7 b 4 b 1 bc 25,0 3,1 abA 2 a 41,7 

10 1,8 cA 2,6 ab 3 b 2 b 8,3 - - 0 

20 1,9 bcA 3,3 a 3 b 1 b 25,0 2,5 bA 2 a 8,3 

40 1,5 cB - 4 b - 8,3 4,0 aA 3 a 33,3 

 

 CEPA 

Durante o cultivo no claro, o  tratamento com 5 µM de CEPA aumentou drasticamente 

a sobrevivência das plantas, atingindo 67% de plantas viáveis, a maior porcentagem de 

sobrevivência entre todos os reguladores de etileno. Apesar de tal resultado, a morfologia das 

plantas foi afetada em todas as concentrações, originando plantas menores e com 

desenvolvimento retardado em relação às plantas controle. (Tab. 6 / Anexo I) 

As plantas cultivadas no escuro com adição de CEPA apresentaram maior 

sobrevivência em todas as concentrações quando comparadas ao controle. O tratamento de 

CEPA 10 µM apresentou a maior sobrevivência das plantas entre todas as concentrações, com 

92% dos explantes formando plantas (Fig. 7). As plantas cultivadas nesta concentração 

apresentaram maior comprimento caulinar (3,7 cm) do que as plantas controle (sem CEPA) (3 

cm). No entanto, as plantas maiores foram obtidas no meio com 5 µM de CEPA, atingindo 

cerca de 5 cm, enquanto a concentração de 40 µM de CEPA apresentou baixo 

desenvolvimento (1,1 cm). (Tab. 6 / Anexo II) 
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Tabela 6. Porcentagem de sobrevivência e parâmetros biométricos de Zygopetalum maxillare 

após 90 dias de cultivo, com adição de CEPA. Letras maiúsculas indicam a diferença 

significativa dos tratamentos de CEPA entre os dias; letras minúsculas indicam a diferença 

significativa dos tratamentos de CEPA dentro de cada tempo, segundo o teste Tukey 

(P<0,05). 

CEPA 

(µM) 

Tratamentos luminosos 

Claro Escuro 

Caule 

(cm) 

Raiz 

(cm) 

Folhas 

(uni.) 

Raízes 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

Caule 

(cm) 

Nós 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

0 4,2 aA 2,3 a 6 a 4 a 33,3 3,0 cB 3 ab 33,3 

5 2,2 bB 0,7 b 3 b 1b 66,7 5,0 aA 4 a 58,3 

10 1,4 cB 0,5 b 4 ab 1b 25,0 3,7 bA 4 a 91,7 

20 2,3 bA - 5 ab - 33,3 2,1 dA 2 b 41,7 

40 1,6 cA - 4 ab - 25,0 1,1 eB 2 b 58,3 

 

3.2. Epidendrum denticulatum 

 

3.2.1. Quantificação de etileno 

A quantificação de etileno em E. denticulatum mostrou variação na concentração do 

fitormônio, tanto no cultivo realizado no claro quanto no escuro, com forte redução a partir 

dos 45 dias. Em ambos os tratamentos luminosos, com a adição de nitrato de prata, houve 

queda na concentração do etileno após o primeiro dia de cultivo, mantendo-se um aumento 

progressivo entre o 5º e o 30º dia, após este período, aos 45 e 60 dias, foi verificada uma 

diminuição da concentração de etileno (Tab. 7).   
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Tabela 7. Concentração de etileno em Epidendrum denticulatum durante 60 dias de cultivo, com adição de AgNO3. Letras maiúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de AgNO3 entre os dias. Letras minúsculas indicam a diferença significativa dos tratamentos de AgNO3 dentro 

de cada tempo, segundo o teste Tukey (P<0,05) (n= 3). 

 Concentração de etileno (pL.mL
-1

) 

Tratamentos Luminosos Claro Escuro 

AgNO3 

(µM) 
0 5 10 20 40 Média* 0 5 10 20 40 Média* 

C
u

lt
iv

o
 e

m
 d

ia
s 

1 2,10 abA 2,41 aA 2,32 aA 1,75 bA 2,41 aA 2,20 A 2,61 aA 2,38 abA 2,54 abA 1,83 cA 2,07 bcA 2,29 A 

5 1,07 bcDC 1,64 aB 1,32 abcB 0,88 cBC 1,49 abC 1,28 BC 1,66 abB 1,57 abBC 1,78 aB 0,95 cAB 1,33 bABC 1,46 BC 

10 1,35 bBC 1,68 aB 1,42 abB 0,86 cBC 1,47 abC 1,36 BC 1,40 aBC 1,40 aBC 1,61 aBC 0,71 bB 1,29 abABC 1,28 BCD 

15 1,42 bBC 1,78 aB 1,51 abB 0,95 cBC 1,57 abC 1,45 B 1,65 abB 1,59 abBC 1,74 aB 1,10 bAB 1,48 abABC 1,51 B 

20 1,51 bBC 1,89 aB 1,85 aAB 1,39 bAB 1,92 aB 1,71 AB 1,81 aB 1,80 aAB 1,97 aB 1,29 bAB 1,64 abABC 1,70 B 

30 1,80 aAB 1,84 aB 1,52 aB 1,47 aAB 1,74 aBC 1,67 AB 1,53 aB 1,72 aBC 1,86 aB 1,59 aAB 1,80 aAB 1,70 B 

45 0,56 bcDE 1,09 aC 1,10 aC 0,51 cC 0,98 abD 0,85 CD 0,66 aCD 1,09 aCD 1,14 aC 0,71 aB 1,03 aBC 0,93 CD 

60 0,30 bE 0,96 aC 0,91 abC 0,35 abC 0,86 abD 0,68 D 0,37 aD 0,91 aD 1,12 aC 0,87 aB 0,96 aC 0,85 D 

*Média de todos os tratamentos dentro de cada tempo 
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O tratamento de 20 µM de AgNO3, causou redução da liberação de etileno no período de 

10 a 15 dias no claro e no período de 1 a 20 dias no escuro, além de apresentar, em ambos, a 

menor concentração de etileno comparada aos demais tratamentos, em todos os períodos. 

(Tab. 7) 

O tratamento de 5 µM de AgNO3 promoveu a maior produção de etileno pelas plantas 

durante o cultivo no claro;  no escuro o maior teor de etileno liberado pelas plantas foi 

promovido pelo tratamento de 10 µM de AgNO3 (Tab. 7).  

No experimento contendo cloreto de cobalto a concentração de etileno liberado pelas 

plantas foi semelhantemente ao ocorrido com AgNO3, diminuiu entre 5 e 60 dias de cultivo 

em ambos tratamentos luminosos, apresentando redução maior aos 45 e 60 dias, 

independentemente da concentração de CoCl2 adicionada (Tab. 8).  

O acréscimo de cloreto de cobalto aos meios também não demonstrou influência na 

inibição da produção de etileno. Na presença de luz todas as plantas submetidas às diferentes 

concentrações de CoCl2 apresentaram maior liberação de etileno do que as plantas do 

tratamento controle. No escuro, somente no primeiro dia houve redução da liberação de 

etileno quando foi adicionado CoCl2, no entanto sem apresentar diferença significativa. (Tab. 

8) 
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Tabela 8. Concentração de etileno em Epidendrum denticulatum durante 60 dias de cultivo, com adição de CoCl2. Letras maiúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de CoCl2 entre os dias; letras minúsculas indicam a diferença significativa dos tratamentos de CoCl2 dentro de 

cada tempo, segundo o teste Tukey (P<0,05) (n= 3). 

 Concentração de etileno (pL.mL
-1

) 

Tratamentos Luminosos Claro Escuro 

CoCl2 

(µM) 
0 5 10 20 40 Média* 0 5 10 20 40 Média* 

C
u

lt
iv

o
 e

m
 d

ia
s 

1 2,10 aA 2,34 aA 2,49 aA 2,52 aA 2,65 aA 2,42 A 2,61 aA 2,30 aA 2,44 aA 2,42 aA 2,36 aA 2,43 A 

5 1,07 bDC 1,55 abBC 1,65 aB 1,58 abBC 1,77 aBCD 1,53 B 1,66 aB 1,54 aBCD 1,80 aB 1,67 aBC 1,51 aBCD 1,64 BC 

10 1,35 aBC 1,38 aBCD 1,44 aBCD 1,43 aC 1,71 aBCD 1,46 B 1,40 aBC 1,36 aCDE 1,61 aB 1,49 aCD 1,46 aCDE 1,46 C 

15 1,42 aBC 1,53 aBC 1,81 aAB 1,66 aBC 1,79 aBCD 1,64 B 1,65 aB 1,77 aBC 1,73 aB 1,63 aBC 1,62 aBCD 1,68 BC 

20 1,51 bBC 1,89 abAB 1,74 abB 1,89 abB 2,18 aB 1,84 B 1,81 aB 1,96 aAB 1,88 aB 2,01 aAB 1,94 aAB 1,92 B 

30 1,80 aAB 1,61 aB 1,51 aBC 1,77 aBC 2,06 aABC 1,75 B 1,53 aB 1,81 aBC 1,86 aB 1,80 aBC 1,74 aBC 1,75 BC 

45 0,56 bDE 0,94 abCD 0,90 bCD 0,94 abD 1,34 aCD 0,94 C 0,66 bCD 1,09 abDE 1,24 aC 1,07 abDE 1,21 aDE 1,05 D 

60 0,30 bE 0,81 abD 0,76 abD 0,80 abD 1,10 aD 0,75 C 0,37 bD 0,99 abE 1,14 aC 0,99 abE 1,02 abE 0,90 D 

*Média de todos os tratamentos dentro de cada tempo 
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Quanto maior a concentração de CEPA adicionada ao meio, mais etileno foi emitido 

pelas plantas (Fig. 11). Tanto no claro quanto no escuro a concentração de 5 µM apresentou o 

menor teor de etileno liberado pelas plantas. Durante os períodos de 5, 45 e 60 dias, no claro, 

as plantas do tratamento controle apresentaram menor concentração de etileno do que as 

plantas do tratamento com 5 µM de CEPA (Tab. 9). 

No escuro, durante os dias 10, 45 e 60, as plantas de todos os tratamentos 

apresentaram maior teor de etileno quando comparados ao controle.  Além disso, tanto as 

plantas do tratamento controle quanto às submetidas a concentração de 5 µM apresentaram 

uma drástica redução de etileno ao final do experimento em ambas as luminosidades (45 e 60 

dias). (Tab. 9) 
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Tabela 9. Concentração de etileno em Epidendrum denticulatum durante 60 dias de cultivo, com adição de CEPA. Letras maiúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de CEPA entre os dias; letras minúsculas indicam a diferença significativa dos tratamentos de CEPA dentro de 

cada tempo, segundo o teste Tukey (P<0,05) (n= 3). 

 Concentração de etileno (pL.mL
-1

) 

Tratamentos 

Luminosos 
Claro Escuro 

CEPA 

(µM) 
0 5 10 20 40 Média* 0 5 10 20 40 Média* 

C
u

lt
iv

o
 e

m
 d

ia
s 

1 2,10 bcA 1,68 dA 1,94 cdA 2,34 abA 2,63 aA 2,14 A 2,61 aA 1,68 bA 1,94 bA 2,33 aA 2,67 aA 2,25 A 

5 1,07 dDC 1,47 cA 1,85 bcA 2,13 abA 2,42 aA 1,79 A 1,66 cdB 1,48 dA 1,73 cAB 2,11 bA 2,47 aA 1,89 AB 

10 1,35 bcBC 1,04 cAB 1,81 abcA 2,12 abA 2,44 aA 1,75 A 1,40 cBC 1,41 cA 1,69 cAB 2,08 bA 2,42 aA 1,80 AB 

15 1,42 bcBC 1,33 cAB 1,77 abcA 2,12 abA 2,18 aA 1,76 A 1,65 bcB 1,34 cA 1,67 bcAB 2,07 abA 2,39 aA 1,82 AB 

20 1,51 aBC 1,28 aAB 1,71 aA 2,20 aA 2,11 aA 1,76 A 1,81 abcB 1,24 cA 1,69 bcAB 2,01 abA 2,37 aA 1,82 AB 

30 1,80 aAB 0,95 aAB 1,52 aA 2,09 aA 1,97 aA 1,67 A 1,53 abB 0,92 bA 1,55 abAB 1,85 abA 2,18 aA 1,61 AB 

45 0,56 aDE 0,59 aAB 1,31 aA 2,10 aA 1,87 aA 1,29 A 0,66 aCD 0,70 aA 1,35 aAB 1,63 aA 1,89 aA 1,24 B 

60 0,30 bE 0,30 bB 1,23 abA 1,80 abA 2,29 aA 1,18 A 0,37 aD 0,59 aA 1,14 aB 1,49 aA 1,63 aA 1,05 B 

*Média de todos os tratamentos dentro de cada tempo 
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3.2.2. Biometria e porcentagem de sobrevivência das plantas 

 Nitrato de prata 

Os explantes de E. denticulatum, com a adição de AgNO3, apresentaram porcentagem 

de sobrevivência semelhante ou menor do que o tratamento controle; exceto o tratamento de 

40 µM no qual se verificou a maior porcentagem, apresentando 50% de formação de 

plântulas. No entanto, as plantas crescidas nessa concentração de 40 µM de AgNO3,  eram 

menores, com cerca de 1,3 cm de comprimento; enquanto na concentração de 5 µM as plantas 

apresentaram ca 2,8 cm de comprimento. A adição de 10 µM de nitrato de prata estimulou o 

aparecimento de novas brotações. (Tab. 10 / Anexo III) 

No escuro houve menor porcentagem de plantas desenvolvidas em todas as 

concentrações de AgNO3, diminuindo a sobrevivência das plantas conforme o aumento da 

concentração de nitrato de prata. A adição do regulador também influenciou 

morfologicamente o desenvolvimento das plantas, todos os tratamentos com adição de 

AgNO3 apresentaram plantas menores quando comparadas ao controle (2,2 cm). As menores 

plantas se desenvolveram na concentração de 40 µM, apresentando somente o início da 

diferenciação e atingindo 0,6 cm de comprimento. (Tab. 10 / Anexo IV) 
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Tabela 10. Porcentagem de sobrevivência e parâmetros biométricos de Epidendrum 

denticulatum após 90 dias de cultivo, com adição de AgNO3. Letras maiúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de AgNO3 entre os dias; letras minúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de AgNO3 dentro de cada tempo, segundo o teste 

Tukey (P<0,05). 

AgNO3 

(µM) 

Tratamentos luminosos 

Claro Escuro 

Caule 

(cm) 

Raiz 

(cm) 

Folhas 

(uni.) 

Raízes 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

Caule 

(cm) 

Nós 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

0 1,5 bB 0,6 a 4 a 2 a 33 2,2 aA 2 ab 50 

5 2,8 aA 0,6 a 3 a 1 a 33 1,9 aB 3 a 50 

10 1,5 bA 0,6 a 5 a 1 a 25 1,7 aA 3 a 42 

20 1,6 bA 0,8 a 4 a 1 a 25 0,6 bB 2 ab 42 

40 1,3 bA 0,8 a 5 a 2 a 50 0,6 bB 1 b 33 

 

 Cloreto de cobalto 

Os explantes cultivados no claro com adição de cloreto de cobalto apresentaram menor 

ou igual porcentagem de sobreviventes em relação ao controle (33%). A concentração de 

10 µM apresentou menor número de plantas viáveis (17%); apesar da baixa porcentagem de 

plantas, estas apresentaram comprimento caulinar semelhante ao controle (1,4 cm). O cultivo 

com adição de 5 µM de CoCl2 apresentou o maior comprimento das plantas (2,1 cm) e até  3 

raízes em cada planta, além de muitas brotações. (Tab. 11 / Anexo III) 

A sobrevivência das plantas cultivadas no escuro foi inibida pela adição de CoCl2, em 

todas as concentrações. Os meios com 20 e 40 µM de CoCl2 resultaram na sobrevivência de 

8% das plantas, enquanto na concentração de 5 µM não ocorreu a formação de plantas. O 

menor desenvolvimento foi verificado no tratamento com 40 µM de CoCl2, apresentando 

caules de 0,5 cm de comprimento. (Tab. 11 / Anexo IV) 
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Tabela 11. Porcentagem de sobrevivência e parâmetros biométricos de Epidendrum 

denticulatum após 90 dias de cultivo, com adição de CoCl2. Letras maiúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de CoCl2 entre os dias; letras minúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de CoCl2 dentro de cada tempo, segundo o teste Tukey 

(P<0,05). 

CoCl2 

(µM) 

Tratamentos luminosos 

Claro Escuro 

Caule 

(cm) 

Raiz 

(cm) 

Folhas 

(uni.) 

Raízes 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

Caule 

(cm) 

Nós 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

0 1,5 abB 0,6 a 4 a 2 a 33 2,2 aA 2 a 50 

5 2,1 a 1,0 a 8 a 3 a 25 - - 0 

10 1,1 bA 0,7 a 3 a 1 a 17 1,5 abA 2 a 33 

20 1,3 abA 0,5 a 4 a 1 a 33 1,3 bA 1 a 8 

40 1,1 bA 0,3 a 4 a 1 a 33 0,5 cA 1 a 8 

 

 CEPA 

 A maior porcentagem de sobrevivência das plantas durante o cultivo no claro foi 

obtida na concentração de 5 µM de CEPA (75%). Quanto ao desenvolvimento no claro, o 

maior comprimento caulinar foi observado na concentração de 20 µM (2,9 cm), concentração 

esta que também apresentou a menor sobrevivência das plantas entre os tratamentos (17%). 

As plantas submetidas a 40 µM de CEPA apresentaram o menor tamanho caulinar (1 cm), no 

entanto, o maior desenvolvimento radicular (1,5 cm) entre todos os reguladores e suas 

concentrações. (Tab. 12 / Anexo III) 

Diferentemente do verificado no claro, no escuro as concentrações 5 e 40 µM de 

CEPA apresentaram as menores porcentagens de formação de plantas  (ambas 8%); além 

disso, todas as concentrações de CEPA inibiram a o desenvolvimento do explante diminuindo 

a formação de plantas, quando comparadas ao controle. No entanto o crescimento das plantas 

foi influenciado pela adição de CEPA, sendo promotor nas concentrações de 10 e 40 µM, 
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apresentando comprimento caulinar de 3 cm e 2,7 cm, respectivamente, e inibitório nas 

concentrações de 5 e 20 µM apresentando os menores caules (respectivamente 1,3 e 1,4 cm), 

comparando-se aos 2,2 cm de comprimento caulinar do controle. (Tab.12 / Anexo IV)   

 

Tabela 12. Porcentagem de sobrevivência e parâmetros biométricos de Epidendrum 

denticulatum após 90 dias de cultivo, com adição de CEPA. Letras maiúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de CEPA entre os dias; letras minúsculas indicam a 

diferença significativa dos tratamentos de CEPA dentro de cada tempo, segundo o teste Tukey 

(P<0,05). 

CEPA 

(µM) 

Tratamentos luminosos 

Claro Escuro 

Caule 

(cm) 

Raiz 

(cm) 

Folhas 

(uni.) 

Raízes 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

Caule 

(cm) 

Nós 

(uni.) 

Sobrevivência 

(%) 

0 1,5 cB 0,6 b 4 a 2 a 33 2,2 abA 2 a 50 

5 1,1 cA 0,5 b 5 a 2 a 75 1,3 cA 1 b 8 

10 2,4 bB 1,0 ab 5 a 4 a 33 3,0 aA 2 a 17 

20 2,9 aA 0,8 ab 7 a 4 a 17 1,4 bcB - 33 

40 1,0 cB 1,5 a 5 a 3 a 42 2,7 aA 1 b 8 

 

4.  Discussão  

A adição de nitrato de prata não inibiu a produção de etileno em Zygopetalum maxillare 

no claro, e não reduziu a produção em nenhum experimento em Epidendrum denticulatum. A 

falta de inibição da produção de etileno na presença de AgNO3 pode ser explicado devido aos 

íons de prata bloquearem a ligação do etileno ao sítio ativo que realiza a resposta fisiológica, 

inibindo sua ação, mas não impedirem a biossíntese do etileno (Kumar et al., 2009; Navarro-

García et al., 2016).  
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Em ambas as espécies estudadas a adição de 40 µM de nitrato de prata reduziu 

drasticamente o tamanho das plantas, com relação ao controle; no entanto foi a concentração 

que mais apresentou teor de etileno. As diversas interferências do etileno no crescimento das 

plantas são mediadas pela interação etileno e outros fitormônios; entre eles as giberelinas 

demonstram grande influência no alongamento caulinar, induzindo a expressão de enzimas 

(expansinas e endo-hidrolases) que promovem o relaxamento da parede celular, permitindo a 

expansão celular impulsionada pressão de turgescência (Claeys et al., 2014; Litvin et al., 

2016). A transdução de sinal das giberelinas está interligada com a atividade de proteínas 

DELLA, as quais reprimem a atividade transcricional dos genes de resposta a giberelinas; o 

etileno induz a estabilidade de proteínas DELLA (Achard, 2003; Colebrook et al., 2014), por 

este motivo o alto teor de etileno torna as plantas insensíveis à ação de alongamento das 

giberelinas.   

 Estudo realizado em pimenteiras habanero (Capsicum chinense), também demonstrou 

que a adição de nitrato de prata não inibiu a produção de etileno; no entanto o AgNO3 

promoveu o desenvolvimento de plântulas maiores e com mais raízes, ao contrário do 

ocorrido em Z. maxillare e E. denticulatum; a adição do nitrato de prata em Capsicum chinese 

tornou-se prejudicial somente na concentração de 500 µM, apresentando plantas com intensa 

clorose e menor vigor  (Santana-Buzzy et al., 2006). 

Apesar da concentração de 40 µM de nitrato de prata diminuir o desenvolvimento das 

duas orquídeas estudadas, estimulou o desenvolvimento do explante em E. denticulatum, 

apresentando a maior porcentagem de formação de plantas no claro, o que corrobora com o 

resultado apresentado para Vanilla planifolia por Giridhar et al.(2001), cujo trabalho mostrou 

maior formação de plantas quanto maior a concentração de AgNO3, chegando ao melhor 

resultado em 40 µM.      

O possível motivo da inibição do crescimento caulinar e alta porcentagem de 

sobrevivência das plantas submetidas a AgNO3, pode estar relacionado com a interação entre 
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a síntese de etileno e fluxo de auxina e citocinina. Paladi et al. (2017) sugerem que, além do 

bloqueio dos íons de prata na ação do etileno, o  AgNO3 poderia mediar a expressão do gene 

CYP83B1 que inibe os níveis de auxina endógena, diminuindo o alongamento celular, além 

de ampliar a expressão do gene CRE1 que é um receptor de citocinina; o aumento da ação da 

citocinina justificaria a indução de brotação lateral. Além disso, altos níveis de citocinina 

ampliam a expressão da região WUSCHEL (WUS), responsável por promover a formação e 

manutenção da região meristemática durante a regeneração de explantes (Zhang et al., 2017; 

Bhattacharyya et al., 2018; Sang et al., 2018).    

O aumento na mortalidade dos explantes de Z. maxillare, quando adicionado nitrato de 

prata, é semelhante ao apresentado em Chrysanthemum morifolium cv. Shinma, por Naing et 

al. (2016), que observaram declínio na sobrevivência das plantas independentemente da 

concentração de nitrato de prata, aumentando a mortalidade conforme aumento da 

concentração; tais resultados também foram semelhantes quando utilizados tiossulfato de 

prata e AVG.     

Diferentemente do ocorrido em E. denticulatum, as plantas de Z. maxillare cultivadas do 

escuro com a adição de nitrato de prata, desenvolveram folhas (Anexo II). O maior 

desenvolvimento foliar foi apresentado na concentração de 10 µM, concentração esta que 

acarretou o menor teor de etileno. Este resultado também foi observado em monocotiledôneas 

de crescimento lento do gênero Poa, ocorrendo promoção no alongamento foliar em baixa 

concentração de etileno (Fiorani et al., 2002; Iqbal et al., 2017). Estudos realizados em 

Arabidopsis descrevem um aumento foliar das plantas insensíveis ao etileno, sugerindo que o 

etileno tem um efeito inibidor na divisão celular e, consequentemente, sobre a expansão foliar 

(Tholen, 2004; Skirycz et al., 2011).  

Em geral, o experimento com cloreto de cobalto diminuiu a diferenciação dos explantes 

no desenvolvimento das plantas tanto em Z. maxillare quanto em E. denticulatum, 
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apresentando menor porcentagem de sobrevivência que o controle. Semelhantemente ao 

demonstrado em Echinacea angustifolia, em que nenhuma concentração de CoCl2 influenciou 

positivamente a formação de plantas (Chae et al., 2012). Em explantes de limoeiro, Navarro-

García et al. (2016) demonstraram maior toxicidade com relação ao cloreto de cobalto, 

quando o aumento da concentração de CoCl2 foi correlacionado à inibição da regeneração, e 

em sua maior concentração induziu a necrose dos explantes.   

Além disso, a falta de coloração das plantas cultivadas na maior concentração de CoCl2 

em Z. maxillare também foi verificada em variedades de plantas de cerejeira, sendo que, 

quanto maior a concentração de cloreto de cobalto menor a concentração de clorofila 

(Sarropoulou et al., 2016). Tal clorose deve ser causada pelo excesso de cobalto, levando a 

uma baixa absorção de ferro que compõem os cloroplastos e consequentemente a clorofila 

(Imtiyaz et al., 2014; Javed & Anis, 2014).  

Outro ponto observado é que a concentração de 40 µM de CoCl2 em Z. maxillare, no 

claro, foi o tratamento que apresentou maior teor de etileno;  este é um fator importante da 

descoloração das plantas, pois a degradação de clorofila é regulada pelo etileno (Cheng et al., 

2012; Cheng & Guan, 2014; Yin et al., 2016), uma vez que o fitormonio aumenta a atividade 

da enzima clorofilase responsável pelo processo de catabolismo da clorofila (Amir-Shapira et 

al., 1987; Trebitsh et al., 1993; Jacob-Wilk et al., 1999; Zhang et al., 2011). Estudo realizado 

com Citrus sinensis e Nicotiana tabacum demonstram que regiões responsivas ao etileno 

(ERF) aumentaram sua atividade concomitantemente à ativação de genes responsáveis pela 

degradação de clorofila (Yin et al., 2016).    

Durante o cultivo no escuro, os explantes de Z. maxillare mantidos em 10 µM de CoCl2 

apresentaram necrose e nenhum explante se desenvolveu em plântula; tal resultado também 

pode ter sido decorrente do excesso de etileno verificado nesta concentração de CoCl2,  que 

não houve a inibição na produção deste fitormônio.  
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A menor adição de CEPA (5 µM) mostrou resultado inesperado com redução na produção 

do etileno tanto nos tratamentos de Z. maxillare quanto em E. denticulatum, 

comparativamente  ao controle.  Diferentemente do demonstrado no cultivo de Helianthus 

annuus e Citrus limon, nos quais a adição de CEPA aumentou invariavelmente a concentração 

de etileno; no entanto, influenciou negativamente a sobrevivência do explante, apresentando 

menor desenvolvimento de plantas com o aumento do fitormônio (Chraibi et al., 1991; 

Saiprasad & Raghuveer, 2007).  

O uso de 5 µM de CEPA induziu maior formação de plantas e de maior comprimento, nos 

tratamentos no claro, em Z. maxillare e E. denticulatum, confirmando que menores teores de 

etileno promovem a diferenciação celular, dado também observado por Teixeira da Silva 

(2013) em cultivar de Cymbidium, no qual a formação de plântulas foi inibida pelo aumento 

da concentração de CEPA. 

Durante o experimento realizado no escuro, a adição de CEPA produziu resultados 

diferentes para as duas espécies. Em Z. maxillare a formação de plantas aumentou e em E. 

denticulatum diminuiu, indicando que E. denticulatum provavelmente é mais sensível ao 

estresse oxidativo proporcionado pelo etileno (Mattoo & Suttle, 1991; Pimenta et al., 2013), 

que induz uma senescência precoce. Semelhantemente ao ocorrido em Phalaenopsis amabilis 

(Orchidaceae), no qual o aumento do etileno foi induzido pela adição de ACC (1-

Aminocyclopropane-1-carboxylic acid) verificando-se maior oxidação dos explantes (Gow et 

al., 2008).   

As plantas de E. denticulatum com adição de CEPA, cultivadas no escuro, apresentaram 

estiolamento do caule maior que o controle. Estudos realizados em Arabidopsis mostraram 

que o escuro induz adaptações mediadas pela interação auxina-etileno; no processo, genes 

(ACS6, ACS8 e ACS9) envolvidos na biossíntese do etileno são regulados positivamente pela 

auxina, em resposta a uma redução na intensidade luminosa (Tian et al., 2002; 
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Vandenbussche et al., 2003b). E o oposto também ocorre, com a redistribuição de auxinas 

sendo estimulada pelo etileno durante o desenvolvimento do gancho apical em plântulas de 

Arabidopsis estioladas (Vandenbussche et al., 2003a), o que possivelmente pode ter ocorrido 

em E. denticulatum. 

  

5. Conclusão  

A adição de cloreto de cobalto e do nitrato de prata inibiram a produção de etileno 

somente no escuro em Zygopetalum maxillare. As menores concentrações de etileno liberado 

apresentaram caules maiores no escuro, tanto em Z. maxillare quanto em E. denticulatum. O 

experimento com CEPA demonstrou grande influência na formação de plantas no escuro, 

apresentando a maior porcentagem de sobrevivência em Zygopetalum maxillare e inibindo 

drasticamente o desenvolvimento de plantas em Epidendrum denticulatum. Tais resultados 

colaboram para a compreensão de respostas fisiológicas sob ação do etileno em espécies de 

Orchidaceae que representam gêneros e hábitos distintos, o que propicia  um avanço na 

propagação de espécies nativas brasileiras. 
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Anexo A 

 

 

Morfologia das plantas de Z. maxillare submetidas a diferentes tratamentos, em cultivo sob 

luz. Barra de escala: 0,5 cm. 
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Anexo B 

 

Morfologia das plantas de Z. maxillare submetidas a diferentes tratamentos, em cultivo na 

ausência de luz. Barra de escala: 0,5 cm. 
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Anexo C 

 

Morfologia das plantas de E. denticulatum submetidas a diferentes tratamentos, em cultivo 

sob luz. Barra de escala: 0,5 cm. 
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Anexo D 

 

 

Morfologia das plantas de E. denticulatum submetidas a diferentes tratamentos, em cultivo na 

ausência de luz. Barra de escala: 0,5 cm. 

 


